


























LE    
         MEMBRES	 DU JURY :
Université Toulouse III Paul Sabatier (UT3 Paul Sabatier)
Sciences de la Matière (SDM)
VESICULES CATANIONIQUES :
DESIGN ET MECANISMES DE DELIVRANCE DE PRINCIPES ACTIFS
mercredi 9 novembre 2011
Pauline CASTAGNOS
Chimie - Biologie - Santé
Dr Sylvie BEGU, Maître de Conférences (ICG, Montpellier)
Dr Didier DESMAËLE, Directeur de Recherche (CNRS, Paris Sud)
Dr Isabelle RICO-LATTES, Directrice de Recherche (CNRS, Toulouse)
IMRCP - UMR UPS/CNRS 5623
Dr Jean BERNADOU, Professeur d'Université (UPS, Toulouse), Président du Jury
Dr Christine CONTINO-PEPIN, Maître de Conférences (UAPV, Avignon), Examinatrice
Dr Marie-Pierre ROLS, Directrice de Recherche (CNRS, Toulouse), Examinatrice
Dr Isabelle RICO-LATTES, Directrice de Recherche (CNRS, Toulouse), Directrice de Thèse
Dr Muriel BLANZAT, Chargée de Recherche (CNRS, Toulouse), Membre invité
 
« Le vrai point d'honneur n'est pas d'être toujours dans le vrai. 





Ces  travaux de  recherche ont été effectués au Laboratoire des  Interactions Moléculaires et 
Réactivité  Chimique  et  Photochimique.  Je  tiens  à  remercier  en  premier  lieu  sa  directrice, 
Monique Mauzac, pour son accueil au sein du laboratoire durant ces trois années de thèse. 
Mon travail a été encadré par Isabelle Rico‐Lattes, ma directrice de thèse. Isabelle, c’est avec 
une  immense  reconnaissance  que  je  tiens  à  vos  adresser  mes  remerciements.  Vous  avez 
toujours  su guider mon  travail avec beaucoup d’expertise, à  travers de nombreux  conseils 
d’une  incroyable  justesse. Votre discernement,  tant sur  le plan scientifique qu’humain, m’a 
toujours impressionnée. Soyez assurée de mon infini respect et de toute ma gratitude. 
J’exprime  toute ma  reconnaissance  à Muriel Blanzat  pour  son  encadrement  au  quotidien. 
Muriel,  tu  m’as  consacré  énormément  de  temps  pour  me  permettre  de  progresser.  Tes 








Je  remercie  aussi  vivement  Mme  Christine  Contino‐Pépin  (Maître  de  Conférences  à 
l’Université  d’Avignon)  et  Mme  Marie‐Pierre  Rols  (Directrice  de  Recherche  à  l’Institut  de 
Pharmacologie et de Biologie Structurale de Toulouse) pour avoir accepté de participer à ce 
jury de thèse en tant qu’examinatrices. 
Je  souhaite  exprimer  toute  ma  gratitude  à  Emile  Perez,  qui  m’a  prodigué  de  nombreux 
conseils et m’a épaulée avec une grande disponibilité. Son expertise et ses idées scientifiques 
m’ont permis de progresser dans mes réflexions et mes orientations. 
Je  suis  extrêment  reconnaissante  envers Christophe Déjugnat de m’avoir  fait partager  ses 
connaissances  et  de m’avoir  aidée  à  préparer  cette  fin  de  thèse. Un  grand merci  aussi  à 






me  laissera  toujours  admirative,  mais  c’est  par  ton  amitié  que  tu  resteras  parmi  mes 
meilleurs souvenirs de thèse. Et j’espère bien que ce n’est pas fini ! Vielen Dank für alles… 
Ariane, c’est toi qui m’as  initiée à ce monde étrange qu’est  la biologie cellulaire, et qui m’a 
donné  le  goût  de  travailler  avec  des  gens  aux  compétences  différentes  mais 




Chloé,  toi,  tu m’as  initiée  au  domaine  non moins  étrange  de  la  biophysique. Nous  avons 
partagé  tellement de choses ensemble… Ca a commencé par de  longues heures de manips 






inégalable  gentillesse  qui  restera  mon  meilleur  souvenir  des  moments  que  nous  avons 
partagé. Un grand, grand merci pour avoir été mon Ange Gardien lors de ma venue dans ton 
magnifique pays… Muito muito Obrigada !!!! 
Tous  les quatre, vous m’avez appris  tellement de choses, nous avons partagé  tellement de 
joies  et  surmonté  tellement  de  difficultés  au  cours  de  ces  trois  années… Merci  pour  tout. 
Vraiment. 
 
Mes  remerciements  s’adressent  également  à Marie‐Pierre  Rols  et  Justin  Teissié,  pour  leur 
accueil lors de mes venues (très fréquentes !) dans leur équipe (qui s’apparenterait presque à 
une  « équipe  d’adoption »  pour  moi !),  ainsi  que  pour  l’excellence  de  leurs  réflexions 
scientifiques qui m’ont permis de progresser. Un grand merci à toute  l’équipe de m’avoir si 
bien intégrée parmi eux.  




Je  tiens  à  exprimer  mon  infinie  reconnaissance  à  M.  Antonio  Tedesco,  Professeur  à 
l’Université de São Paulo, pour m’avoir accueillie pendant ces cinq semaines au sein de son 






Fernando,  Ana,  Yves,  Pricila,  Olympia,  Obrigada  a  todos !  Ma  connaissance  du  brésilien 
s’arrête  là, mais  pas ma  reconnaissance  pour  votre  accueil  et  votre  sympathie ! Merci  de 
m’avoir fait découvrir votre culture… et votre gastronomie ! 
 




Haouaria  et  Ingrid,  merci  de  m’avoir  formée  sur  les  techniques  de  laboratoire  dans  un 






Sandrine Vincendo et Eric Manoury du  LCC pour  leur aide  sur  les  synthèses  en pièce anti‐
déflagration,  Brice  Ronsin  de  l’IBCG  pour  son  initiation  à  la microscopie  confocale, Nacer 
Benmeradi  et  Stéphanie  Balor  de  l’IBCG  pour  leur  aide  et  leur  expertise  en  microscopie 
électronique.  Merci  aussi  à  toutes  les  personnes  du  laboratoire  qui  m’ont  permis  de 
surmonter tous  les « tracas » du quotidien : Yann, Nadia, Sandrine, Fabienne, Charles‐Louis, 
Arielle, Christian… 
Un  merci  tout  particulier  à  Fernanda,  dont  la  gentillesse  et  la  disponibilité  m’ont  été 
particulièrement  agréables  tout  au  long  de  ces  trois  années.  Je  ne  te  remercierais  jamais 
assez pour tout ce que tu as fait pour moi ! 












me motiver, et  tout particulièrement mes parents qui m’ont donné  les  raisons de croire en 
mon  travail.  Un  grand  merci  à  mes  frères  –et  leurs  petites  familles !‐  et  mes  amis 






















































































































































































































A       Amiloride 
ADN      Acide DésoxyriboNucléique 
ANOVA     (ANalysis Of VAriance) Analyse de variance à un facteur 
ARN      Acide RiboNucléique 
ATP      Adénosine TriPhosphate 
B16      Mélanome d’origine murine 
C      Chlorpromazine 
CAC      Concentration d’Agrégation Critique 
CHO      (Chinese Hamster Ovary) Cellules d’Ovaires de Hamster Chinois  
ClAlPc      Phthalocyanine de ChloroAluminium 
CMC       Concentration Micellaire Critique 
CPP(s)      (Cell Penetrating Peptide(s)) Peptide(s) cationique(s) pénétrant(s) 
CT      Contrôle négatif 
DC‐Chol    Hydrochorure de diméthylaminoéthane carbamoyl cholestérol  
DDL      Diffusion Dynamique de la Lumière 
DMEM  (Dulbecco  modified  Eagle's  minimum  essential  medium)  Milieu  de 
culture cellulaire 
DMSO       Diméthylsulfoxide 
DPPC      1,2‐dipalmitoyl‐sn‐glycéro‐3‐phosphocholine 




F      Filipine 
FDA   (Food  and  Drug  Administration)  Agence  Fédérale  américaine  des 
produits alimentaires et médicamenteux 
FluoCat   12‐(N‐(7(nitrobenz‐2‐oxa‐1,3‐diazol‐4‐yl)amino)dodécanoate  de  1‐N‐
hexadécylammonium‐1‐déoxylactitol 
GTP       Guanosine TriPhosphate 
GUV(s)     (Giant Unilamelar Vesicle(s)) Vésicule(s) unilamellaire(s) géante(s) 
IF       Intensité de Fluorescence 
IP       Indice de Polydispersité 
ITO       (Indium Tin Oxide) Oxyde d'indium‐étain 
KBr      Bromure de potassium 




MET      Microscopie Electronique à Transmission 
MTT      Bromure de (3‐(4,5‐diméthylthiazol‐2‐yl)‐2,5‐diphényltétrazolium 
NaBH4      Borohydrure de sodium 
NaCl      Chlorure de sodium 





OSCC   (Oral  Squamous  Cell  Carcinoma)  Carcinome  de  cellules  squameuses 
orales 
P      Paramètre d’empilement 
PACA      Poly(alkylcyanoacrylate)  
PBS      (Phosphate Buffer Solution) Solution tampon phosphate 
Pd/C      Palladium sur charbon 
PDT      (PhotoDynamic Therapy) Thérapie photodynamique 
PEG      Polyéthylene glycol 
PLA      Acide polylactique 
PLGA      Acide poly(lactique –co‐glycolique)  
POPC      1‐palmitoyl‐2‐oléoyl‐sn‐glycéro‐3‐phosphocholine 
Potentiel ζ    Potentiel zêta 
RMN       Résonance Magnétique Nucléaire 
ROS       (Reactive Oxygen Species) Dérivés réactifs de l’oxygène  
RPMI      (Roswell Park Memorial Institute medium) Milieu de culture cellulaire 
SCC       (Squamous Cell Carcinoma) Carcinome de cellules squameuses 
SEM       (Standard Error of the Mean) Erreur type de la moyenne 
SLN(s)      (Solid Lipid Nanoparticle(s)) Nanoparticule(s) solide(s) de lipides  
SM       Spectrométrie de Masse 
Spectroscopie FT‐IR  Spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier 
SVF      Sérum de Veau Fœtal  
Texas Red  9‐[2(ou  4)‐(chlorosulfonyl)‐4(ou  2)‐sulfophényl]‐2,3,6,7,12,13,16,17‐
octahydro‐1H,5H,11H,15H‐Xanthéno[2,3,4‐ij:5,6,7‐i'j']diquinolizin‐18‐
ium 
TriCat  Bis(α‐hydroxydodécyl)phosphinate  de  1‐N‐alkylammonium‐1‐
déoxylactitol 
TriCat12  Bis(α‐hydroxydodécyl)phosphinate  de  1‐N‐dodécylammonium‐1‐
déoxylactitol 
TriCat16  Bis(α‐hydroxydodécyl)phosphinate  de  1‐N‐hexadécylammonium‐1‐
déoxylactitol 
UA      Unité Arbitraire 
VIH      Virus de l'Immunodéficience Humaine 
XTT  2,3‐bis[2‐méthoxy‐4‐nitro‐5‐sulfophényl]‐2H‐tétrazolium‐5‐
arboxanilide 
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Figure  II‐ 14 : Variation dans  le temps de  la tension de surface d’un échantillon de vésicules de 
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Figure A‐ 10 : Histogrammes des  résultats de  tests de  cytoviabilité effectués  sur B16 et OSCC 




















 “ It is only a matter of time 







complexes  qui  interviennent  au  niveau  moléculaire  permettent  le  fonctionnement  de  la 








d’assemblage  moléculaire  qui  sert  d’outil  pour  la  compréhension  des  phénomènes  et 
comportements biologiques. Ainsi, d’après F. Menger, la biologie ne progressera que lorsque 
l’on  aura  compris  comment  les  composants  cellulaires  sont  assemblés  à  l’échelle 
moléculaire.  En  d’autres  termes,  d’un  point  de  vue  utopique,  la  maîtrise  de  la  chimie 
supramoléculaire  permettrait  l’élucidation  totale  (et  donc  la  maîtrise)  des  événements 
biologiques. Comme  le souligne F. Menger,  la chimie colloïdale (ou de façon plus globale  la 
chimie supramoléculaire) est toutefois une science nouvelle. Bien loin, à l’heure actuelle, de 
« dominer »  la  biologie,  elle  tente  humblement  de  comprendre  le  fonctionnement  de  la 
Nature pour en tirer profit. Un exemple concerne  la Nanomédecine, branche médicale qui 





les  transporter  de  façon  sûre  et  efficace  vers  leur  destination  cellulaire.  Ainsi  est  née  la 
vectorisation, domaine de recherche qui s’inspire du monde biologique pour recréer par  la 
chimie des outils,  les « vecteurs », aux propriétés physiques et  chimiques biocompatibles. 








transport  des molécules  biologiquement  actives  jusqu'à  leur  cible  biologique,  qu’elle  soit 
tissulaire,  cellulaire ou  sub‐cellulaire. Un vecteur doit garantir  la  conservation de  l’activité 
thérapeutique du principe actif qu’il transporte, puisqu’il garantit sa stabilité, mais aussi sa 
biodisponibilité  et  sa  biodistribution,  tout  en  optimisant  son  profil  toxicologique.  Les 
propriétés pharmacocinétiques du médicament  transporté  sont, quant  à elles,  améliorées 
pour lui permettre de franchir les barrières anatomiques ou physiologiques et d’atteindre sa 
cible cellulaire. Depuis une trentaine d’années, plusieurs stratégies de vectorisation ont été 
développées.  De  nombreux  systèmes  particulaires  ont  vu  le  jour,  comme  des  vecteurs 
matriciels,  parmi  lesquels  on  peut  citer  les  nanosphères  polymères,  ou  des  vecteurs 
vésiculaires, à l’instar des liposomes. Cependant, peu d’entre eux ont pu atteindre l’objectif 
de commercialisation,  le  facteur  limitant principal étant  leur complexité,  intrinsèque ou de 
mise en œuvre, engendrant des coûts, économiques ou environnementaux.  
En réponse à cette problématique, des vecteurs éco‐conçus, les vésicules catanioniques, ont 
notamment été mis au point.  Il s’agit d’assemblages colloïdaux sphériques  issus de  l’auto‐
organisation  en  solution  aqueuse  de  tensioactifs  de  charges  opposées.  Cette  association 
étant  spontanée,  elle  permet  une  économie  d’énergie  non  négligeable.  Les  tensioactifs 
catanioniques  dérivés  de  sucre  développés  au  laboratoire  des  IMRCP  s’avèrent 
particulièrement prometteurs pour  la conception de vecteurs, grâce à une biocompatibilité 
et une biodégradabilité  inhérentes. De plus,  ils représentent un réel avantage économique, 
puisque  les  matières  premières,  issues  en  partie  de  ressources  renouvelables,  sont  peu 
onéreuses,  et  le  procédé  de  formulation  est  facile  à mettre  en œuvre.  Par  ailleurs,  leur 
structure  est  modulable  (en  modifiant  notamment  la  nature  de  leur  tête  polaire)  donc 
adaptable à l’application visée.  
Le  premier  objectif  de  cette  étude  a  donc  été  d’optimiser  la  conception  de  vésicules 
catanioniques  à partir de  tensioactifs dérivés de  sucre, pour mettre  au point un  système 
capable  d’encapsuler  des  principes  actifs  et  de  les  transporter  en  milieu  physiologique. 
Ensuite,  le  second  objectif  a  été  d’approfondir  la  compréhension  des  mécanismes  qui 
régissent  l’interaction de ces systèmes chimiques avec  les entités biologiques que sont  les 
cellules,  dans  la  perspective  de  délivrer  des  principes  actifs  thérapeutiques  à  travers  la 
barrière membranaire des cellules.  
Dans  un  premier  chapitre  de  mise  au  point  bibliographique,  nous  analyserons  la 
correspondance entre les principales stratégies de conception de nanovecteurs et leur mode 
d’interaction avec le monde cellulaire. Pour cela, un bref état de l’art des différents systèmes 
de  vectorisation  nous  permettra,  dans  un  premier  temps,  de  comprendre  la  corrélation 
entre  leur  structure  et  leur  objectif  de  vectorisation.  Dans  un  second  temps,  nous  nous 
intéresserons aux différents mécanismes qui régissent  leur  interaction avec  les cellules, de 
façon à mettre en exergue  la conception optimale à adopter suivant  le mode de délivrance 
de principes actifs visé. 
Dans  un  deuxième  chapitre,  nous  aborderons  la  conception  de  vésicules  catanioniques, 
systèmes  innovants  pour  l’encapsulation  de  principes  actifs  d’hydrophilie  variée. Dans  ce 
but,  nous  aborderons  la  synthèse  des  tensioactifs  catanioniques,  briques  élémentaires 








Un  troisième  chapitre  sera  ensuite  consacré  à  l’étude  fondamentale  de  l’interaction  de 
vésicules  catanioniques  avec  des membranes  cellulaires.  Dans  cet  objectif,  ces  dernières 
seront  tout  d’abord  modélisées  par  des  vésicules  lipidiques  géantes  afin  d’étudier  le 
comportement  mécanique  des  vésicules  catanioniques  en  présence  d’assemblages 
phospholipidiques. L’influence du métabolisme cellulaire sera ensuite mise en évidence lors 
de l’étude de l’interaction des vecteurs avec des cellules cultivées in vitro. 
Après  cette  étude  fondamentale,  un  cas  concret  d’application  sera  développé  dans  un 
quatrième  chapitre.  Il  s’agit  d’une  étude  portant  sur  l’encapsulation  d’un  agent 
photosensibilisant dans  le  cadre d’une  thérapie photodynamique  à  visée  anti‐cancéreuse. 
Pour cela, un protocole d’insertion de ce photosensibilisateur dans le système catanionique 
sera mis au point. Le vecteur chargé en principe actif sera ensuite caractérisé du point de 
vue  physico‐chimique.  Son  comportement  en  contact  avec  des  cellules  mélanomes  et 
carcinomes cultivées  in vitro, sous  l’action d’un rayonnement  laser, sera ensuite étudié. La 
biodistribution du principe actif après interaction vecteur/cellule sera enfin discutée. 
Enfin,  les modes  opératoires  de  synthèse  chimique,  de  formulation  et  de  caractérisation 
physico‐chimique, de même que les méthodes et protocoles de culture cellulaire et d’étude 
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Les principes actifs sont des molécules administrées pour traiter des affections à l’échelle 
cellulaire. Derrière le concept de médicament interagissent donc deux mondes d’échelles de 
taille différentes, puisque les molécules thérapeutiques de quelques Ångströms pour les plus 
petites entrent en interaction avec des cellules de quelques dizaines de microns pour les 
plus grosses. 
Depuis son administration par voie systémique (parentérale, transdermique ou orale) ou 
topique jusqu’à son site d’action intracellulaire, le parcours d’une molécule active est long et 
difficile. De nombreux problèmes de biodistribution, de pharmacocinétique ou encore de 
pharmacodynamique sont posés, autant de questions à résoudre lors de l’élaboration de 
médicaments. 
En réponse –notamment- à ces problèmes, les nanotechnologies se sont largement 
développées depuis une quarantaine d’années. Il s’agit d’un domaine technologique qui 
concerne l’élaboration de structures de dimensions à l’échelle du nanomètre. Pour les 
puristes, ceci englobe les objets dont la taille n’excède pas 100nm. Toutefois il est de plus en 
plus communément admis par la communauté scientifique d’étendre cette définition aux 
objets de taille inférieure au micron. Quoi qu’il en soit, les technologies à l’échelle 
submicronique ont permis de réels progrès dans le domaine pharmaceutique pour mettre au 
point des systèmes facilitant la délivrance des médicaments à l’intérieur même des cellules, 
de façon ciblée [1]. Cette stratégie de vectorisation, à l’interface entre physico-chimie et 
biologie cellulaire, a pour but d’améliorer l’efficacité et l’inocuité du principe actif administré 
en le transportant puis en le relarguant de façon optimale directement au niveau du site 
d’action. Ceci implique que le vecteur, chargé en principe actif, passe à travers de 
nombreuses barrières physiologiques, ce qui représente un objectif ambitieux pour la 
vectorisation [2]. Il est nécessaire de prendre en compte la multitude d’obstacles qui s’y 
opposent, parmi lesquels l’instabilité des particules in vivo, leur trajet complexe à travers les 
flux biologiques, l’hétérogénéité de l’accès aux cellules cibles et leur reconnaissance 
spécifique, ou encore la délivrance du médicament [3, 4]. 
Dans le cadre de cette mise au point bibliographique, nous développerons principalement 
notre étude sur cette dernière étape, et plus précisément sur le problème spécifique du 
passage transmembranaire, par lequel les vecteurs présents dans le milieu extracellulaire 
arrivent à pénétrer à l’intérieur des cellules pour y délivrer leur contenu. 
La membrane plasmique de cellules eucaryotes est constituée d’une bicouche hétérogène 
de phospholipides dans laquelle sont insérées des protéines et des molécules de cholestérol 
(cf Figure I- 1). Il s’agit d’une barrière biologique sélective qui empêche le libre échange 
d’espèces moléculaires ou supramoléculaires entre le milieu extracellulaire et le 
compartiment interne de la cellule [5]. A cause de leurs propriétés physico-chimiques, une 
majorité de principes actifs ne peuvent pas franchir spontanément cette interface.  
 





Figure I- 1 : Représentation schématique de la membrane plasmique. 
 
Afin d’y remédier, différentes stratégies ont été adoptées pour mettre au point des systèmes 
de vectorisation servant de « chevaux de Troie » aux principes actifs. Ces cargos peuvent 
emprunter différentes voies pour pénétrer à l’intérieur des cellules.  
Il est donc essentiel de comprendre les paramètres physico-chimiques intrinsèques des 
vecteurs qui influencent les mécanismes moléculaires permettant leur internalisation, pour 
optimiser leur design suivant l’application visée. C’est pourquoi notre objectif est de dresser 
un bref état de l’art actuel sur les stratégies de design de vecteurs suivant les mécanismes 
d’interaction cellulaire utilisés pour leur relargage. 
Pour cela, nous allons dans un premier temps nous intéresser aux principales stratégies 
développées pour la conception de systèmes de vectorisation. Enfin, nous étudierons plus 
particulièrement les mécanismes, actifs ou passifs, qui régissent l’interaction entre les 
vecteurs et les cellules suivant le design adopté. 
  




2. Conceptions variées de systèmes de vectorisation 
2.1. Paramètres à prendre en compte 
Depuis une trentaine d’années, de nombreux vecteurs de principes actifs ont vu le jour avec 
pour objectif à long terme le traitement de nombreuses et complexes maladies [2] (cancers, 
maladies infectieuses, métaboliques ou autoimmunes, inflammation, douleur). Plusieurs 
stades d’étude de leur efficacité en milieu biologique ont été franchis, en utilisant des 
modèles in vitro ou in vivo. Certaines formulations sont actuellement développées en 
recherche pré-clinique ou clinique, d’autres ont même déjà été commercialisées. 
En amont de tels développements industriels se situe une recherche fondée sur la 
compréhension des mécanismes d’interaction cellulaire sous-jacents. Si la plupart des 
nanomatériaux mis au point actuellement sont issus d’une approche ascendante, c’est-à-dire 
que les principes théoriques de fonctionnement sont tirés des observations pratiques [6], il 
est nécessaire de prendre suffisamment de recul sur les critères théoriques dégagés pour 
optimiser la fonctionnalisation mécanique et physico-chimique des futurs systèmes. En effet, 
avant de concevoir des nanovecteurs, il est nécessaire de prendre en compte différents 
critères pour adapter leur structure et leur composition [7-9] : 
 Ils doivent être biodégradables et biocompatibles ; 
 Ils doivent être stables en conditions biologiques (pas d’aggrégation ou de 
floculation). Notamment, des groupes fonctionnels peuvent être créés ou insérés à 
leur surface pour améliorer la gamme de leurs propriétés physico-chimiques ou 
biochimiques ; 
 Leur composition doit être adaptée pour éviter toute dégradation enzymatique ou 
microbienne ; 
 Ils doivent avoir la plus grande capacité d’encapsulation possible, de façon à 
optimiser l’efficacité thérapeutique ; 
 Ils doivent améliorer la solubilité et la stabilité du principe actif encapsulé. Pour cela, 
ils doivent inclure des compartiments d’hydrophilie comparable à celle des principes 
actifs à encapsuler ; 
 Ils doivent améliorer l’index thérapeutique du principe actif, en diminuant sa toxicité 
et en maintenant son efficacité. Pour cela, ils doivent empêcher le principe actif de 
manifester son activité pharmacologique ou toxicologique avant d’avoir atteint le site 
d’action afin de limiter au maximum les effets secondaires de la thérapie ;  
 Ils doivent empêcher la dégradation prématurée du médicament et toute réaction 
immunitaire ; 
 Leur taille doit être adaptée au trajet qu’ils doivent suivrent, notamment en cas de 
nécessité de traverser les fenêtres endothéliales pour s’échapper des vaisseaux 
sanguins et rejoindre le site d’action ; 
 Ils doivent minimiser l’apparition de résistance cellulaire ; 
 Ils doivent cibler spécifiquement le site d’action. La reconnaissance cellulaire 
spécifique et l’adressage ciblé peuvent être contrôlés au moyen de récepteurs 
chimiques ou biochimiques ; 
 Ils doivent améliorer la rétention et l’accumulation du principe actif dans les tissus 
cibles pour en relarguer un maximum, de façon à atteindre le seuil thérapeutique ;  
 Ils doivent faire pénétrer le principe actif à l’intérieur des cellules. Les stratégies 
développées pour parvenir à ce dernier point seront détaillées dans le paragraphe 3. 




En réponse à ces critères, plusieurs stratégies différentes de mise au point de vecteurs ont 
vu le jour.  
2.2. Les principales stratégies développées 
De nombreuses stratégies de conception de systèmes de délivrance de principes actifs ont 
été mises au point et largement reportées dans la littérature [9-18]. Plusieurs classements de 
ces systèmes ont été décrits, suivant leur composition, leur structure, leurs propriétés ou 
encore leur mode d’action. Nous avons arbitrairement choisi d’opposer ici systèmes 
vésiculaires et matriciels [19].  
Il s’agit de deux grandes familles de vecteurs dont la structure diffère, mais possédant tous 
le même objectif de transport et d’adressage. Leur taille est généralement comprise entre 1 
et 1000nm (cf Figure I- 2), nous les désignerons toutefois sous le terme générique de 
« nanovecteurs », même si certains auteurs préfèrent le terme de « microvecteurs » lorsque 
leur taille excède 100nm. 
 
 
Figure I- 2 : Diamètres moyens des vecteurs utilisés pour l’adressage et la délivrance de principes actifs. 
(Adapté de [2]) 
 
Nous allons présenter très brièvement les principaux systèmes appartenant à chacune de 
ces deux catégories ainsi que les méthodes d’encapsulation permettant leur utilisation 
comme vecteurs de médicaments. L’objectif n’est pas de dresser une liste exhaustive des 
systèmes existants, mais plutôt de donner un rapide aperçu des développements récents et 
innovants. 




2.2.1. Sytèmes vésiculaires 
Les systèmes vésiculaires sont des systèmes colloïdaux caractérisés par une cavité, 
hydrophile ou hydrophobe, délimitée par une membrane d’assemblages de lipides, de 
polymères ou de tensioactifs assemblés en bicouches [19]. 
2.2.1.1. Les liposomes, des premiers “magic bullets” aux systèmes actuels 
Liposomes. Les liposomes ont été les premiers systèmes à concrétiser le concept de Magic 
Bullet développé au siècle dernier par Paul Ehrlich, immunologiste et lauréat du prix Nobel, 
qui avait imaginé le concept d’adressage spécifique de médicament [20]. 
Ces systèmes, composés de phospholipides organisés en vésicules de bicouches lipidiques 
concentriques, ont été proposés pour la première fois par Bangham et al. [21] au milieu des 
années 1960. Ils ont suscité une très grande attention de la communauté scientifique dès les 
années 1970 [22-29], grâce à leur potentiel d’encapsulation de substances thérapeutiques dans 
leur cœur aqueux ou au sein même de la bicouche hydrophobe [30, 31], de vectorisation 
spécifique vers des cellules cibles et d’adressage dans le cytoplasme cellulaire. 
A l’heure actuelle, les liposomes sont très certainement les systèmes de délivrance de 
principes actifs les mieux connus et les plus développés. 
Au fur et à mesure de l’avancée des connaissances et du développement de nouvelles 
techniques, les inconvénients et limites des premiers systèmes développés -comme leur 
temps de demi-vie en milieu biologique très court, une certaine toxicité, des problèmes de 
stabilité ou un faible contrôle du relargage des drogues sur des périodes prolongées- ont pu 
être évités par diverses stratégies [32, 33]. Depuis une quarantaine d’années, leur structure a 
été continuellement améliorée, notamment par une modification de surface avec des 
groupements fonctionnels incluant l’incorporation, de façon séparée ou simultanée [34, 35] : 
 de polymères protecteurs pour augmenter la durée de circulation ; 
 de ligands de ciblage spécifiques à un type cellulaire précis, comme des 
anticorps ; 
 de marqueurs de diagnostic ; 
 de lipides chargés positivement pour permettre une complexation avec l’ADN ; 
 de lipides ou de polymères sensibles à certains stimulis (comme une diminution 
de pH) ; 
 de peptides spécifiques permettant la pénétration cellulaire ; 
 de particules magnétiques pour un ciblage magnétique ; 
 de particules contrastantes pour l’imagerie par microscopie électronique. 
A présent, plusieurs formulations de liposomes ont satisfait aux exigences réglementaires et 
font l’objet d’une commercialisation [36]. 
Lipoplexes. Dérivés de ces structures, les lipoplexes sont des liposomes cationiques 
complexés avec des structures d’ADN ou d’ARN pour permettre la délivrance intracellulaire 
de gènes [37-39]. Wasungu et Hoekstra [40] ont récemment reporté l’avancée des 
connaissances sur les mécanismes de transfection opérée par des lipides cationiques, en 
analysant la relation entre leur structure et leur fonction et en comparant leur efficacité avec 
d’autres stratégies de délivrance de gènes. 




2.2.1.2. Avancées récentes dans le développement de systèmes vésiculaires 
non-liposomaux 
Les liposomes ne sont pas les seuls systèmes vésiculaires utilisés pour l’encapsulation et la 
délivrance de principes actifs. Ces dernières années, de plus en plus de nouvelles structures 
ont été développées, utilisant des compositions, des procédés de conception et des modes 
de fonctionnement différents, dont voici quelques exemples. 
Nanocapsules et polymersomes. Il s’agit de systèmes réservoirs munis d’une paroi 
polymérique de quelques nanomètres d’épaisseur. Dans le cas d’une nanocapsule, cette 
paroi est constituée d’un homopolymère assemblé en monocouche qui délimite un cœur 
liquide hydrophobe. Dans le cas d’un polymersome, la paroi est constituée d’un assemblage 
de copolymères blocs, dont les parties hydrophiles sont tournées vers l’extérieur, et 
renfermant une cavité hydrophile [19]. Les principales caractéristiques des nanocapsules et 
des polymersomes ont notamment été reportées par Couvreur et al. [41] et, plus récemment, 
par Mora-Huertas et al. [42]. 
Les nanocapsules lipidiques (LNCs) sont couramment utilisées à des fins de vectorisation. 
Paillard et al. [43] ont récemment reporté des exemples de nanocapsules lipidiques dotées de 
caractéristiques intéressantes, comme le transport de principes actifs hydrophobes, la 
furtivité, leur potentiel de vectorisation en radiopharmacie, ou encore leur capacité à 
outrepasser les mécanismes de résistance cellulaire.  
Leurs analogues à cœur aqueux, les polymersomes, sont aussi fréquemment utilisés pour 
l’encapsulation et le ciblage de composés de natures différentes. Par exemple, Bouclier et al. 
[44] ont comparé la toxicité, le taux d’encapsulation et l’activité thérapeutique 
anticancéreuse in vivo de polymersomes de différentes compositions polymériques 
encapsulant du siARN. Les vecteurs de composition optimale ont montré un ciblage 
spécifique des récepteurs hormonaux inhibant ainsi la prolifération de cellules tumorales 
hormones-dépendantes. Yang et al. [45] ont, quant à eux, exploité leurs compartiments 
d’hydrophilie variée pour co-encapsuler des particules magnétiques hydrophobes dans leur 
membrane et des drogues anti-cancéreuses hydrophiles dans leur cœur aqueux, rendant 
ainsi ce vecteur multifonctionnel.  
Niosomes. Les niosomes sont des vésicules délimitées par une paroi de tensioactifs non-
ioniques organisés en bicouches. Développés au milieu des années 1990, les niosomes 
connaissent un intérêt croissant depuis ces toutes dernières années, notamment pour 
l’administration de médicaments par voie entérale (cutanée [46], pulmonaire [47] ou 
ophtalmologique [48]). Il y a quelques mois, une étude [49] a permis de comprendre l’influence 
de liaisons hydrogènes entre la membrane tensioactive des niosomes et des modèles de 
principes actifs dans le chargement et le relargage de ces derniers. 
Ethosomes. Mis au point il y a une dizaine d’années [50], les éthosomes sont des vésicules 
phospholipidiques, à l’instar des liposomes, mais dont le cœur est composé d’un mélange 
hydroalcoolique, généralement à base d’éthanol ou d’isopropanol. Leur principal avantage 
est d’arriver à traverser la barrière du stratum corneum, permettant d’améliorer 
significativement la perméation cutanée par rapport à des liposomes plus classiques [51]. 
Virosomes. Afin d’améliorer l’efficacité de la délivrance d’acides nucléiques et d’antigènes 
en les introduisant directement dans le cytoplasme cellulaire, la stratégie liposomale a été 
combinée avec une enveloppe virale fonctionnelle possédant des protéines fusogènes, 




donnant naissance aux virosomes [52]. Ces virosomes ont déjà prouvé leur efficacité grâce à 
leur immunogénicité et leur biocompatibilité [53]. La délivrance de siARN a été réalisée avec 
succès par fusion de l’enveloppe virale avec la membrane cellulaire [54]. 
Vésicules catanioniques. Les vésicules catanioniques, qui constituent l’objet de ces travaux 
de thèse, sont des systèmes réservoirs composés d’une bicouche de tensioactifs 
catanioniques, c’est-à-dire résultant de l’association de tensioactifs de charges opposées. Ils 
peuvent encapsuler des drogues hydrophiles dans leur cœur aqueux et des drogues 
hydrophobes au sein de leur structure membranaire. De telles structures ont connu un 
intérêt croissant durant ces dernières années pour leurs propriétés physico-chimiques 
d’auto-association spontanée [55-58] et leur comportement en présence de cellules [59-62], dont 
nous reparlerons par la suite. 
2.2.2. Systèmes matriciels 
Les systèmes matriciels sont des vecteurs composés de réseaux tridimensionnels de 
polymères, de lipides ou de tensioactifs à l’intérieur desquels sont piégés les principes actifs 
[19]. 
2.2.2.1. Des nanosphères… 
Nanosphères. Développées dès les années 1970, les nanosphères, ou nanoparticules solides, 
sont les systèmes matriciels les mieux connus et les plus exploités en vectorisation. Ce sont 
des particules colloïdales solides composées d’une matrice polymérique, d’origine naturelle 
ou synthétique. Si les premiers polymères utilisés ne l’étaient pas forcément, de plus en plus 
de polymères biodégradables entrent dans la composition des nanosphères (acide 
polylactique [63], acide poly(lactide-co-glycolide) [64-68], poly--caprolactone[69], chitosan [70], 
albumine [71]…). Leur composition peut être adaptée pour un relargage contrôlé [72], par 
exemple au niveau du cytosol [73], et leur surface peut facilement être modifiée pour un 
adressage spécifique [74].  
Polyplexes. Les polyplexes sont des nanosphères de polymères cationiques complexés avec 
des fragments d’acides nucléiques. De Martimprey et al. [75] ont reporté l’intérêt de telles 
structures pour la transfection d’oligonucléotides ou d’ARN, dont l’étude in vitro a permis un 
éclaircissement mécanistique de la délivrance intracellulaire, tandis que les essais effectués 
in vivo ont prouvé l’efficacité de transfection.  
2.2.2.2. … aux systèmes matriciels alternatifs 
Depuis la mise au point des nanosphères de polymères, d’autres structures matricielles ont 
vu le jour, et ont pu démontrer leur efficacité d’encapsulation et de relargage de principes 
actifs. En voici quelques-unes. 
Nanoparticules solides de lipides (SLNs). Il s’agit de nanoparticules dont la structure est 
constituée de lipides, principalement des glycérides facilement biodégradables. Le cœur 
matriciel de ces vecteurs colloïdaux est solide et hydrophobe, et contient le principe actif 
dissous ou dispersé. Le rendement d’encapsulation est généralement élevé, et le relargage 
du principe actif est contrôlé, jusqu’à plusieurs semaines après administration. Leur surface 
peut aussi être fonctionnalisée pour la furtivité et/ou le ciblage [15]. Plusieurs équipes de 
recherche se sont récemment intéressés aux SLNs. Par exemple, Santos et al. en ont utilisé 
en tant qu’adjuvants de vaccins [76]. Kuechler et al. [77], quant à eux, ont récemment 




caractérisé les interactions entre SLNs et principes actifs, et entre SLNs et leur cible cutanée. 
L’interaction de SLNs avec la couche lipidique du stratum corneum est quant à elle discutée 
par Kuntsche et al. [78]. 
Nanoparticules inorganiques. Une alternative aux nanoparticules matricielles de polymères 
ou de lipides concerne les particules constituées d’un matériau inorganique poreux, comme 
la silice. Ces structures ont montré leur efficacité pour la délivrance de principes actifs ou 
même la co-délivrance d’acides nucléiques et d’un principe actif [79]. 
Micelles. Les micelles sont des structures matricielles supramoléculaires dynamiques 
composées de tensioactifs ou de co-polymères blocs hydrophile-hydrophobe, assemblés par 
interactions hydrophobes en milieux aqueux au-delà de leur concentration micellaire 
critique. Les principes actifs hydrophobes sont solubilisés dans leur cœur. Leur structure 
peut être décorée de ligands de ciblage ou de relargage [80]. 
Nanoémulsions. Les nanoémulsions sont des gouttelettes transparentes ou translucides 
d’huile en suspension dans l’eau ou inversement, qui sont cinétiquement stables grâce à leur 
faible taille, ce qui évite tout phénomène de crémage, floculation, coalescence ou 
sédimentation [51]. Une récente étude [81] a démontré l’intérêt d’une nanoémulsion pour 
améliorer la biodisponibilité orale et l’adressage de principes actifs au niveau du cerveau 
dans le cadre d’une thérapie anti-VIH. 
Dendrimères. Les dendrimères sont une classe unique de polymères, dont les monomères 
sont associés selon un processus arborescent autour d’un cœur plurifonctionnel. Leur taille 
et leur morphologie peuvent facilement être contrôlées, de même que leur surface est 
aisément fonctionnalisable. Les principes actifs y sont incorporés par complexation ou 
encapsulation. Ces structures sont capables d’être internalisées par les cellules, de diffuser 
dans le cytoplasme et même d’atteindre le compartiment nucléaire avec une cinétique 
rapide [82]. Les dendrimères ont récemment été exploités pour de multiples applications 
thérapeutiques : délivrance de gènes [83], activité antiangiogénique [84] ou anti-
inflammatoire[85], thérapie anti-cancéreuse [86] ou anti-VIH [87]. 
Nanogels. Les nanogels sont des réseaux tridimensionnels de chaînes polymériques 
hydrophiles ou amphiphiles, à l’état « gonflé » en solution aqueuse, utilisés comme vecteurs 
de principes actifs [6, 88]. Ils peuvent incorporer spontanément des molécules actives par la 
formation de liaisons électrostatiques, hydrogènes ou d’interactions hydrophobes. Des 
nanogels polyélectrolytes peuvent même incorporer directement des petites molécules de 
charges opposées ainsi que des biomacromolécules, comme des protéines ou des acides 
nucléiques (ADN, siARN). Leur structure peut être fonctionnalisée pour permettre un ciblage 
spécifique. Le relargage des principes actifs encapsulés peut se faire par diffusion, par 
dissolution du gel, par différence de pression osmotique ou en réponse à des stimuli 
extérieurs [89]. Kabanov et Vinogradov [90] ont récemment reporté leurs mode de préparation 
et leur caractéristiques d’encapsulation et de délivrance. 
Quantum dots. Il s’agit de particules nanométriques luminescentes couramment utilisées 
pour l’imagerie de systèmes biologiques [13]. S’il ne s’agit pas à proprement parler de 
systèmes de délivrance de principes actifs, leur grande stabilité et leur intense luminescence 
permettent d’envisager leur utilisation de façon couplée à d’autres systèmes (micelles, 
liposomes…) co-encapsulant un principe actif, pour une utilisation théranostique, c’est-à-
dire à la fois thérapeutique et diagnostique [91]. 




Nanotubes de carbone. Les nanotubes de carbone sont des nanomatériaux extrêmement 
solides, qui peuvent être fonctionnalisés avec des peptides, des acides nucléiques ou des 
principes actifs et utilisés pour leur délivrance vers des cellules [92]. Par exemple, Kam et al. 
ont utilisé de tels structures pour le transport d’ADN, adsorbé à leur surface. Ils ont 
démontré l’internalisation des nanotubes de carbone sans cytotoxicité, et l’accumulation des 
acides nucléiques directement dans le cytoplasme [93]. 
 
Ces exemples de structures traduisent l’hétérogénéité des stratégies mises en place pour 
l’adressage de principes actifs au cœur des cellules cibles. Nous allons à présent nous 
intéresser aux différents mécanismes qui régissent de telles interactions 
nanovecteurs/cellules, suivant les propriétés physico-chimiques de ces nanovecteurs. 
  




3. Mécanismes d’interaction cellule/nanovecteur 
La compréhension des interactions bio-physico-chimiques à l’interface nano/bio a largement 
évolué depuis ces dernières années [94]. Plusieurs revues ont récemment permis de reporter 
l’avancée des connaissances sur les mécanismes d’interaction entre des nanovecteurs et des 
cellules [95-98]. Ces mécanismes, garants de l’efficacité d’adressage biologique et de la 
performance subcellulaire des nanovecteurs, représentent un prérequis essentiel pour une 
utilisation intelligente de ces véritables outils médicaux [43]. 
Les mécanismes d’interaction cellule/nanovecteur peuvent être considérés comme actifs, 
c’est-à-dire résultant d’un métabolisme cellulaire, ou passifs, c’est-à-dire indépendants du 
métabolisme mais plutôt gouvernés par des causes mécaniques ou physiques. Nous allons à 
présent décrire l’état des connaissances actuelles sur les mécanismes actifs et passifs, afin 
de déterminer les critères de conception de particules qui vont influencer leur mode 
d’interaction cellulaire pour vectoriser des principes actifs. 
3.1. Processus actifs d’endocytose  
L’endocytose est un phénomène membranaire développé par les cellules pour permettre la 
pénétration dans leur compartiment intracellulaire de nombreuses molécules aux fonctions 
diverses, comme la nutrition ou encore la communication. Ce processus contrôle l’entrée 
dans les cellules et joue un rôle crucial dans le développement, la réponse immunitaire, la 
neurotransmission, la communication intercellulaire, la transduction de signaux ou encore 
l’homéostasie cellulaire et organique [99]. Il est gouverné par des interactions moléculaires 
tellement complexes qu’elles ne sont pas, à l’heure actuelle, toutes clairement élucidées. 
Ce processus est exploité en vectorisation pour faire pénétrer des nanovecteurs et les 
principes actifs qu’ils transportent dans le compartiment intracellulaire. Une étude récente a 
démontré que l’internalisation de nanoparticules par endocytose a lieu de façon aléatoire, 
suivant une distribution de Poisson [100]. 
On distingue plusieurs mécanismes différents concourant au processus d’endocytose. Ils 
possèdent des divergences dans leur processus d’initiation moléculaire, la taille et la 
composition des vésicules d’endocytose, mais aussi le trafic vésiculaire à travers des 
compartiments intracellulaires spécifiques (endosomes précoces, endosomes tardifs, 
lysosomes, cavéosomes, macropinosomes, etc) [43].  
Pour les répertorier, plusieurs classifications ont été décrites dans la littérature [97, 98]. La 
Figure I- 3 propose une classification tenant compte de ces observations.  
 






Figure I- 3 : Classification des mécanismes intervenant dans le processus d’endocytose. 
 
Le processus de phagocytose se distingue de celui de pinocytose par la taille du matériel 
absorbé par la cellule : 
 La phagocytose (littéralement « alimentation cellulaire ») est un processus selon 
lequel la cellule internalise de grosses particules, de plusieurs centaines de 
nanomètres à quelques microns ; 
 La pinocytose (littéralement « boisson cellulaire ») intervient quant à elle pour 
l’ingestion de fluides et de petites particules, n’excédant pas quelques centaines 
de nanomètres. 
3.1.1. La phagocytose 
3.1.1.1. Mécanisme biochimique 
La phagocytose est un mécanisme complexe selon lequel certaines cellules spécifiques, 
comme les macrophages, les monocytes, les neutrophiles ou encore les cellules 
dendritiques, sont capables d’ingérer des corps étrangers de façon à les détruire et à les 
éliminer [96]. Ce mécanisme est la voie la plus couramment utilisée par les phagocytes pour 
l’internalisation de particules [101].  
Le processus de phagocytose fait intervenir quatre étapes (cf Figure I- 4). 
 





Figure I- 4 : Les quatre étapes de la phagocytose. 
1. La reconnaissance de la particule étrangère et son opsonisation dans le flux sanguin ; 
2. Son adhésion sur la membrane plasmique du phagocyte ; 
3. Son ingestion par le phagocyte ; 
4. Sa destruction à l’intérieur des phagolysosomes. 
(adapté de [98]) 
 
Premièrement, l’opsonisation est un processus par lequel la particule étrangère est marquée 
par des protéines, pour faciliter sa reconnaissance par les phagocytes, qui possèdent des 
récepteurs spécifiques de ces protéines. Les opsonines sont les marqueurs privilégiés de 
l’étape d’opsonination, mais il peut aussi y avoir intervention d’autres protéines du sérum 
sanguin, comme les immunoglobulines G (ou M), le système du complément (C3, C4, C5) ou 
encore la laminine, la fibronectine, etc [102, 103]. Les opsonines, présentes de façon aléatoire 
dans le flux sanguin, s’approchent des particules et s’accrochent à leur surface grâce à 
différentes forces attractives (de Van der Walls, électrostatiques, ioniques, 
hydrophiles/hydrophobes…). Cette étape peut avoir une cinétique de l’ordre de quelques 
secondes, mais peut aussi durer plusieurs jours [103]. 
Deuxièmement, l’étape suivante concerne l’attachement des particules marquées à la 
surface des phagocytes. Les protéines fixées lors de l’opsonisation, en particulier les 
opsonines, changent de conformation spatiale. Cette structure « activée » est reconnue par 
les récepteurs spécialisés des phagocytes [104, 105].  
Troisièmement, la particule étrangère est ingérée par le phagocyte, suite à une cascade de 
signaux par l’intermédiaire de GTPases qui déclenchent l’assemblage de molécules d’actine, 
conduisant à la formation d’extensions à la surface des phagocytes qui englobent la particule 
[104, 106].  
Quatrièmement, l’internalisation de la particule donne lieu à la formation d’un phagosome, 
qui, après maturation, fusionne avec des lysosomes pour donner naissance à un 
phagolysosome [7]. Ce compartiment intracellulaire est acidifié grâce à une pompe à protons 
vacuolaire ATPase situé dans sa membrane. Il subit alors l’attaque d’agents bactéricides 
(dérivés de l’oxygène, ions halogènes, protéines cationiques, oxyde nitrique, enzymes…) [107, 
108]. Le contenu est enfin détruit avant d’être exocyté. 
3.1.1.2. Intérêt thérapeutique du ciblage des cellules phagocytaires  
Parmi les cellules phagocytaires, les macrophages jouent un rôle décisif dans la défense de 
l’hôte contre de nombreux agents infectieux, comme les bactéries, les virus, les protozoaires 
ou encore les parasites. Ils ont la capacité de réguler leur fonction biologique en réponse à 




des stimuli environnementaux, comme l’action de molécules solubles ou le contact avec des 
particules étrangères ou des cellules [109].  
La phagocytose constitue la voie la plus efficace pour adresser des principes actifs aux 
phagocytes, comme les macrophages. L’utilisation de systèmes de délivrance de principes 
actifs pour le ciblage des macrophages est d’un grand intérêt thérapeutique pour deux 
raisons.  
D’une part, des microorganismes pathogènes peuvent se développer à l’intérieur des 
phagocytes, afin d’être protégés contre les mécanismes de défense de l’hôte, et notamment 
contre les antibiotiques qui ne pénètrent pas à l’intérieur des phagocytes. Ainsi, le relargage 
d’antibiotiques directement dans le cytoplasme des phagocytes est une stratégie pertinente 
pour combattre ce genre d’infection [110].  
D’autre part, après l’accumulation de principes actifs antibiotiques à l’intérieur des 
phagocytes, ces derniers sont capables de les transporter du sang ou d’un tissu vers un site 
d’infection excentré et de les relarger in situ. Ils jouent donc un rôle de réservoir qui permet 
de concentrer la teneur en principes actifs avant de les relarguer directement au contact de 
microorganismes extracellulaires situés sur le site d’infection ou d’inflammation [7].  
Deux principales applications du ciblage de phagocytes sont actuellement développées : en 
oncologie, pour le traitement de tumeurs situées dans un organe du système endothélial, et 
en infectiologie (pour la vectorisation d’agents antiparasitaires, antifongiques, antibactériens 
ou antiviraux) [96]. 
3.1.1.3. Stratégies de ciblage des cellules phagocytaires 
La capacité inhérente des phagocytes à ingérer des nanoparticules permet d’envisager une 
vectorisation dite « passive ». Cependant, dans le but de cibler spécifiquement ces cellules, 
plusieurs stratégies peuvent être développées pour le design de systèmes de vectorisation, 
en tenant compte de paramètres activateurs comme la taille, la morphologie, la charge, la 
composition ou encore les propriétés de surface des nanovecteurs. Lorsque l’opsonisation 
des nanoparticules est ainsi facilitée, on parle alors de vectorisation « active » [7]. 
Taille des particules. L’influence de la taille des nanovecteurs n’est pas encore clairement 
élucidée, et plusieurs études dans la littérature rapportent des observations en 
contradiction.  
En effet, Barrat et al [111] ont observé que de larges liposomes sont plus facilement 
phagocytés que des plus petits. Cette observation est expliquée par le fait que le nombre de 
particules internalisables par les macrophages en un temps donné est un facteur limitant.  
Au contraire, Allen et al. [112] ont observé quelques années plus tard une corrélation inverse 
entre la taille de liposomes unilamellaires extrudés et leur internalisation par des 
macrophages. Ceci suggère que la taille n’est pas forcément le seul facteur entrant en jeu 
dans l’internalisation des particules. 
Par ailleurs, Champion et al. [113] expliquent que l’initiation de l’internalisation dépend des 
dimensions physiques des particules. Selon leur interprétation, les cellules ne peuvent 
détecter les propriétés macroscopiques des particules, comme leur taille, jusqu’à ce que 
l’étape de phagocytose soit complète. C’est pourquoi la taille des particules ne peut avoir 
une influence que sur l’achèvement de la phagocytose, et non sur son initiation. 




Morphologie des particules. La phagocytose dépend de la forme des nanoparticules : 
indépendamment de leur taille, des particules de morphologies différentes sont capables 
d’initier la phagocytose au moins dans une orientation donnée [113, 114]. 
Champion et al. [113, 115] ont largement étudié l’influence de la morphologie des 
nanoparticules sur la phagocytose. Selon eux, la forme joue un rôle plus important que la 
taille. En effet, ils reportent que la morphologie des nanoparticules a une forte influence sur 
la dynamique de production d’actine qui les englobe, ce phénomène étant une étape 
cruciale pour l’initiation de la phagocytose. Si la géométrie des particules ne convient pas, la 
structure d’actine ne sera pas correctement créée et la particule ne sera donc pas 
internalisée. 
Charge des particules. L’influence de la charge de surface de nanoparticules sur leur 
phagocytose n’est pas clairement élucidée. Une étude a cependant montré que des 
liposomes négativement chargés sont phagocytés douze fois plus rapidement que des 
liposomes neutres [101]. 
En effet, l’existence de charges négatives favorise la fixation de protéines du sérum (comme 
les opsonines) à la surface des particules, ce qui améliore considérablement leur 
internalisation par les macrophages [7]. Des liposomes négativement chargés contenant de la 
phosphatidylsérine et du dicétylphosphate ont montré un taux de délivrance de principes 
actifs dans les macrophages supérieur à des liposomes de charge neutre ou positive, bien 
que ces derniers aient provoqué une meilleure activation des monocytes [116].  
Composition des particules. L’inclusion de lipides qui augmentent la rigidité membranaire 
de liposomes, comme la sphingomyéline ou le cholestérol, provoque une diminution de 
l’internalisation par les macrophages in vitro et in vivo. La présence de cholestérol favorise 
par ailleurs la stabilité des liposomes à la présence de lipoprotéines du sérum sanguin en 
augmentant leur durée de circulation dans le sang. 
A l’inverse, la phosphatidylsérine et plusieurs gangliosides, augmentant la fluidité des 
membranes, améliorent l’efficacité de la phagocytose, in vitro comme in vivo [112].  
Une revue scientifique récente [117] a souligné la nécessité d’une certaine résistance 
mécanique de la particule elle-même, ainsi que d’une courbure uniforme de sa surface. 
D’après Swanson et al., la phagocytose ne peut avoir lieu que si la membrane plasmique du 
phagocyte possède un domaine qui se replie en forme de « coupe », isolé de la membrane 
plasmique contigüe, pour permettre des changements qualitatifs du signal de transduction. 
En d’autres termes, la phagocytose ne peut être induite qu’au delà d’un certain seuil de 
stimulation locale de la membrane plasmique. 
Propriétés de surface des particules. Afin de cibler les macrophages, une stratégie consiste à 
prendre en compte leur capacité à ingérer des nanoparticules et de la solliciter 
artificiellement en modifiant la surface des nanovecteurs. Il s’agit d’une vectorisation 
« active », au cours de laquelle la surface du vecteur est fonctionnalisée pour être plus 
facilement reconnue par les récepteurs spécifiques des phagocytes et ainsi faciliter leur 
internalisation.  
Par exemple, les tétrapeptides tuftsine incorporés dans des liposomes sont des ligands 
reconnus pour améliorer la sélectivité et l’activation de cellules phagocytaires (monocytes, 
macrophages et leucocytes polymorphonucléaires), afin de potentialiser leur activité 
naturelle de destruction de tumeurs et d’agents pathogènes [118].  




Une stratégie identique a été mise en place pour solliciter les récepteurs mannose situés à la 
surface des macrophages. Des liposomes mannosylés ont par exemple montré une affinité 
accrue pour les macrophages par rapport à des liposomes non conjugués [111]. De même, les 
récepteurs Fc [119], les récepteurs à la fibronectine [120], au lactose [121] ou encore au galactose 
[122] ont servi de cible à des liposomes ligandés en conséquence, pour améliorer leur 
reconnaissance et leur internalisation par les macrophages.  
3.1.1.4. Biodistribution des vecteurs internalisés et relargage des principes actifs 
Après leur opsonisation puis leur internalisation, les vecteurs pénètrent dans le 
compartiment intracytoplasmique à l’intérieur de phagosomes. Au fur et à mesure de la 
dépolymérisation de l’actine autour des phagosomes, ces derniers deviennent de plus en 
plus accessibles pour fusionner avec les endosomes précoces, concourant à l’apparition de 
phagolysosomes [123].  
Afin d’éviter une dégradation du matériel encapsulé sous l’action des enzymes et du faible 
pH à l’intérieur de ces phagolysosomes, il est nécessaire de mettre au point une stratégie de 
libération des principes actifs et de leur fuite de ces compartiments. Une technique 
couramment développée exploite cet environnement drastique pour faciliter la dégradation 
des vecteurs, en particulier lorsque ceux-ci sont composés de polymères biodégradables, 
comme l’acide poly(lactique –co-glycolique) (PLGA) ou le poly(alkylcyanoacrylate) (PACA) [96]. 
En effet, les chaines de PLGA sont facilement hydrolysées dans des conditions à faible pH 
[124], tandis que les groupements alkyles du PACA sont hydrolysées par des estérases, ce qui 
augmente l’hydrophilie de la structure polymérique jusqu’à la rendre soluble dans l’eau [125]. 
Le principe actif est alors relargué des vecteurs suite à la dégradation intralysosomale de 
ceux-ci [109]. 
3.1.1.5. Méthodes pour éviter la phagocytose 
La phagocytose permet d’éliminer de façon efficace les matériaux étrangers introduits dans 
le flux sanguin. Par conséquent, ce processus peut contrer la délivrance de principes actifs 
dans le cas où les cellules cibles ne sont pas phagocytaires. Comme nous l’avons vu 
précédemment, l’internalisation de nanoparticules par phagocytose est largement 
influencée par des facteurs physico-chimiques. Il est donc possible d’adapter la structure des 
vecteurs pour prolonger leur circulation dans le flux sanguin et éviter leur phagocytose. 
La stratégie la plus couramment développée pour améliorer la furtivité des particules 
consiste à greffer des ligands (polymères, tensioactifs…) à leur surface, adoptant une 
configuration particulière qui limite l’opsonisation de particules. De nombreuses études 
reportent l’utilisation de polyéthylene glycol (PEG), de polyéthylène oxyde, de polyoxamère, 
de poloxamine, de polysorbate ou même d’albumine de sérum bovin [18, 126-128].  
Les polymères de PEG sont les matériaux les plus couramment utilisés pour éviter la 
phagocytose et prolonger la durée de résidence des nanoparticules dans le sang. Leur 
utilisation, approuvée par la FDA [129], a été développée sur des systèmes matriciels et 
vésiculaires [103, 128, 130, 131], et mise sur le marché depuis plus de vingt ans. La surface des 
nanoparticules est décorée de PEG par greffage, encapsulation, incorporation au sein de la 
structure ou encore adsorption des chaînes polymères. La couche barrière ainsi créée bloque 
l’adhésion des opsonines à la surface des particules. Les caractéristiques principales de cette 
couche (son épaisseur, sa charge, sa densité de surface, ses groupes fonctionnels ou encore 




sa conformation) déterminent la biodistribution finale et le taux de clairance des 
nanoparticules [103].  
Les PEG présentent de nombreux avantages, comme leur faible coût, leur capacité à 
améliorer la furtivité des particules et prolonger leur circulation dans le flux sanguin, à 
diminuer le captage par le système réticulo-endothélial, ou encore améliorer l’effet de 
perméabilité et de rétention (effet EPR). Cependant, il a été démontré que les PEG inhibent 
fortement l’internalisation par les cellules non-phagocytaires et la libération intracellulaire 
des principes actifs encapsulés, diminuant considérablement l’activité de délivrance des 
systèmes PEGylés [132].  
De plus, une grande quantité de données d’expérience clinique sur des systèmes PEGylés a 
été collectée, parmi lesquelles des effets secondaires possibles ou des complications 
indésirables, comme le développement d’une hypersensibilité, des modifications 
inattendues dans le comportement pharmacocinétique du médicament, l’apparition de 
produits secondaires toxiques, une dégradation du polymère sous l’effet d’un stress 
mécanique ou encore une accumulation dans le corps du fait de sa non-biodégradabilité. 
Tous ces points négatifs ont poussé les chercheurs à développer des alternatives à 
l’utilisation du PEG [133]. 
Récemment développés, les poloxamères et les poloxamines sont des copolymères blocs 
d’oxydes d’éthylène et de propylène, greffables en surface des nanoparticules pour modifier 
la cinétique de clairance sanguine des vecteurs sans affecter leur biodistribution [131]. Storm 
et al. ont montré que leur efficacité est inversement proportionnelle à la taille des 
particules, puisque la densité et la conformation des segments polymères diffère, leur 
adsorption étant plus importante sur des particules de petite taille. Outre la PEGylation, 
d’autres stratégies ont été récemment reportées [132], parmi lesquelles l’utilisation de ligands 
fonctionnels, de systèmes clivables à base de PEG ou encore de peptides fusogènes. 
Outre la modification de la surface des nanoparticules, une seconde stratégie pour éviter 
l’opsonisation et la phagocytose a récemment été décrite [115], fondée sur le fait que la forme 
des nanoparticules a une influence importante sur la capacité des macrophages à englober 
les particules avec les extensions d’actine. En effet, des nanoparticules polymériques sont 
conçues de telle sorte que leur morphologie minimise la présence de régions dont la 
courbure permet leur englobement. 
3.1.2. La pinocytose 
La pinocytose est une forme d’endocytose de macromolécules ou de particules par tous 
types de cellules eucaryotes, et non plus spécifiquement des phagocytes.  
Elle fait intervenir divers mécanismes suivant des cinétiques et des spécificités différentes 
[134]. Leur complexité a donné lieu à de nombreuses théories, parfois contradictoires, et à des 
classifications multiples. A l’heure actuelle, toutes les voies de pinocytose n’ont pas encore 
été parfaitement élucidées. Nous avons arbitrairement choisi de décrire l’avancée des 
connaissances sur les voies de pinocytose suivant la classification décrite sur la Figure I- 3. 
La pinocytose est un processus largement exploité pour l’internalisation de vecteurs de 
principes actifs par des cellules non phagocytaires, à l’instar des cellules cancéreuses, par 
exemple. Au fur et à mesure que les connaissances sur les mécanismes biochimiques des 
différentes voies de pinocytose s’élargissent, les physico-chimistes et pharmaciens 




développent des outils nanotechnologiques pour exploiter ces propriétés dans un objectif de 
vectorisation. 
Nous allons explorer ici les tendances générales observées permettant de corréler design de 
nanoparticules et voie d’internalisation. La complexité et la variabilité des comportements 
cellulaires, ainsi que le manque de recul sur ces connaissances nouvelles ne permettent 
toutefois pas encore de détailler avec précision le profil type des vecteurs suivant la voie 
d’internalisation cellulaire visée [96], d’autant qu’en général, plusieurs voies d’endocytose 
interviennent simultanément pour un vecteur donné [135]. Par ailleurs, le mode 
d’internalisation dépend fortement du type cellulaire concerné [136] ; nous ne développerons 
cependant pas cet aspect dans un souci de simplification. 
3.1.2.1. Endocytose par voie des clathrines 
L’endocytose par voie des clathrines est le processus de pinocytose le mieux élucidé. C’est 
pourquoi ce mécanisme a été largement exploité depuis une quarantaine d’années pour 
l’internalisation de vecteurs de médicaments. 
3.1.2.1.1. Mécanisme biochimique 
L’endocytose dépendant de la voie des clathrines est, à l’origine, une voie utilisée pour le 
transport de molécules entre cellules, pour le transfert de nutriments, la réception de 
signaux, la médiation de la réponse immunitaire ou encore le nettoyage de débris cellulaires 
résultant d’une inflammation tissulaire. Elle fait intervenir des vésicules résultant d’une 
invagination membranaire. 
Cette voie a été décrite pour la première fois dans les années 1970. Pearse [137] étudia la 
composition des puits d’invagination et isola la structure des clathrines. Cette étude a révélé 
qu’il s’agit d’une protéine qui s’associe sous forme d’un réseau vésiculaire dans le 
cytoplasme permettant un trafic intracellulaire. Cette protéine a la forme d’un triskel 
composé de trois chaînes lourdes qui fournissent un squelette rigide au réseau de clathrines, 




Figure I- 5 : (A) Structure en triskel d’une protéine clathrine. (B) Assemblage de clathrines en puits 
vésiculaire. 
 
Une étude [138] a montré que les puits de clathrines sont impliqués dans deux étapes 
cruciales de transport moléculaire ou particulaire :  




 premièrement, ils jouent un rôle déterminant dans le transport de la membrane 
plasmique jusqu’au endosomes par endocytose récepteur-dépendante ou 
endocytose en phase fluide ; 
 deuxièmement, ils permettent le transport du réseau trans-Golgi vers les endosomes.  
Dans la perspective d’une application en vectorisation, seule la première étape est discutée 
ici.  
Endocytose récepteur-dépendante. Lorsque les macromolécules ou les particules arrivent 
au contact de la surface membranaire dans une région enrichie en clathrines, elles sont 
reconnues par des protéines adaptatrices comme l’epsine. Elles se fixent alors fermement 
aux récepteurs en surface des cellules pour former un complexe ligand-récepteur [139]. Elles 
sont ensuite rassemblées au niveau de zones particulières de la membrane plasmique 
tapissées, sur leur face cytoplasmique, de triskels de clathrines. Ces derniers se fixent aux 
protéines adaptatrices et polymérisent en se connectant sous forme vésiculaire. Ce réseau 
polyédrique déforme la membrane pour former une invagination. Ces puits bourgeonnent 
alors de la membrane pour former des vésicules d’environ 150nm de diamètre, couvertes de 
clathrines, qui emprisonnent les récepteurs et les macromolécules ou particules. La fission 
des vésicules est facilitée par la présence de protéines comme la dynamine et l’adaptine (cf 
Figure I- 6). Dans des cellules cultivées in vitro, il peut se former de plusieurs centaines à 
plusieurs milliers de vésicules par minute [138]. 
 
 
Figure I- 6 : (A) Schéma du bourgeonnement d’une vésicule tapissée de clathrines. (B) Clichés de microscopie 
électronique représentant (1) la fixation de ligands, (2) le bourgeonnement de la face interne de la 
membrane plasmique, (3) la formation de la vésicule tapissée de clathrines et (4) sa libération dans le 
compartiment intracellulaire. 
(adapté de [140, 141]) 
 
Après leur libération dans le compartiment intracytoplasmique, le réseau de clathrines se 
désassemble rapidement et les protéines sont aussitôt recyclées, tandis que la vésicule 
délivre son chargement dans les endosomes précoces ou ce dernier est renvoyé vers la 
membrane plasmique pour y être exocyté. Les endosomes précoces sont alors acidifiés par 
des pompes à protons dépendantes de l’ATP (pH≈6) [96]. Ensuite, ceux-ci évoluent en 




endosomes tardifs (pH≈5) [142] avant de fusionner avec les lysosomes [143], organelles 
cellulaires de 0,1 à 1,2µm de diamètre qui génèrent un environnement hostile riche en 
enzymes hydrolytiques afin de digérer le contenu internalisé [95]. 
Endocytose en phase fluide. L’endocytose en phase fuide est un mécanisme de pinocytose 
non spécifique qui intervient généralement durant le processus d’endocytose par voie des 
clathrines. Par ce mécanisme, le fluide extracellulaire est endocyté et absorbé par les cellules 
à l’intérieur des vésicules de clathrines, sans être directement relié à la membrane 
plasmique. Dans ce cas, la cinétique de transport à travers la voie endolysosomale est 
considérablement ralentie par rapport à l’endocytose récepteur-dépendante [144]. 
3.1.2.1.2. Intérêt de la stimulation de l’endocytose par voie des clathrines 
En général, l’internalisation de systèmes de délivrance de principes actifs par voie des 
clathrines est intentionnellement évitée pour se soustraire aux inconvénients d’une 
dégradation lysosomale. Cependant, des études récentes ont montré l’utilité clinique d’un 
adressage de protéines par voie des clathrines, dans l’intention de traiter certains cancers 
[145], la maladie d’Alzheimer [146], ainsi que des maladies inhérentes au stockage lysosomal 
[95]. Suivant le compartiment subcellulaire visé, il peut donc être tout à fait pertinent 
d’employer la voie des clathrines pour internaliser les vecteurs [147]. 
3.1.2.1.3. Stratégies de stimulation de l’endocytose par voie des clathrines  
Taille des particules. La taille des particules et leur distribution de taille sont des paramètres 
physico-chimiques importants régulant la stabilité des nanoparticules, ainsi que la teneur en 
principe actif vectorisé. Ces paramètres déterminent la pharmacodynamique de ce dernier, 
puisqu’ils influencent la biodistribution des nanoparticules [148]. De plus, après avoir évité 
l’opsonisation et la phagocytose, ils influencent la capacité de ciblage cellulaire des vecteurs 
et leur entrée dans les cellules, ainsi que le relargage du principe actif.  
Desai et al. [149] ont notamment montré l’influence de la taille des particules sur l’endocytose 
par voie des clathrines. Ils ont étudié l’internalisation par les cellules Caco-2 
(adénocarcinomes d’épithélium colorectal humain) de particules polymériques de diamètre 
variant de 100nm à 1µm. Leurs observations montrent que seules les particules de 100nm 
de diamètre ont été endocytées par la voie des clathrines. 
Rejman et al. [150] ont obtenu une dépendance similaire de la taille de particules sur la voie 
des clathrines lors d’une étude d’internalisation de microsphères de diamètres variant de 
50nm à 1µm par des mélanomes murins B16. Ils ont montré que la taille maximale des 
particules internalisées par voie des clathrines est de 200nm. Au-delà de cette valeur, ils ont 
mis en évidence l’intervention de voies indépendantes des clathrines. De plus, leur étude sur 
l’endocytose par voie des clathrines a révélé que des particules de 50nm de diamètre sont 
internalisées plus rapidement que des particules de 200nm. Ce phénomène cinétique a aussi 
été observé sur des particules virales [151], ou encore des polyplexes [152]. 
Charge et morphologie des particules. La taille n’est pas le seul paramètre physico-chimique 
à prendre en compte lors de la conception de particules destinées à être internalisées par la 
voie des clathrines : leur charge joue aussi un rôle important.  
En effet, la membrane plasmique étant chargée négativement, des nanovecteurs chargés 
positivement ont une plus grande affinité pour les cellules, entraînant une internalisation 
plus importante.  




Dans une étude récente, Wang et al. [153] ont remarqué que des liposomes de 
phosphatidylcholine et cholestérol chargés négativement n’ont pas réussi à relarguer leur 
drogue (de la calcéine) dans des cellules MCF-7 (adénocarcinome de sein humain), alors que 
des liposomes analogues chargés positivement ont montré un taux de relargage 
significativement amélioré.  
Harush-Frenkel et al. [154] ont confirmé cette influence de la charge des particules en 
formulant des nanosystèmes matriciels de D,L-poly(lactide) chargés positivement ou 
négativement, et en étudiant leur taux d’internalisation par des cellules HeLa (carcinomes 
d’épithélium humain). Afin d’identifier clairement le mécanisme d’endocytose, ils ont inhibé 
la voie des clathrines en utilisant un mutant de la dynamine qui inhibe l’événement de 
scission des vésicules d’invagination. Cette espèce bloque aussi une autre voie importante 
d’endocytose, qui utilise les cavéoles (cf paragraphe 3.1.2.2.1). Les nanoparticules chargées 
positivement ont montré un taux et une vitesse d’internalisation largement supérieurs aux 
nanoparticules chargées négativement. Ces deux types de particules n’ont pas utilisé le 
même mode d’entrée dans les cellules : les particules positives ont eu recours à l’endocytose 
par voie des clathrines, alors que les négatives ont emprunté une voie indépendante des 
clathrines et des cavéoles. 
Dans une étude plus récente, cette équipe a montré [155] que la charge de surface des 
nanoparticules a aussi une grande influence sur leur mode d’entrée à travers la membrane 
apicale de cellules polarisées, les MDCK (cellules d’épithélium canin). Dans ce cas aussi, les 
particules cationiques ont été préférentiellement endocytées par la voie des clathrines dans 
la zone membranaire apicale, bien que la différence observée avec des particules anioniques 
ait été moins importante, probablement à cause de la faible activité d’endocytose par voie 
des clathrines de la surface apicale des cellules MDCK [156].  
De plus, l’influence de la charge de nanoparticules a été largement étudiée sur les complexes 
d’ADN avec des lipides ou des polymères cationiques (respectivement lipoplexes et 
polyplexes). Ces systèmes de délivrance de principes actifs utilisés pour la transfection 
d’ADN sont connus pour entrer dans les cellules grâce au processus d’endocytose par voie 
des clathrines [37, 39, 157, 158]. 
Par ailleurs, la charge des particules a une grande influence sur l’endocytose par voie des 
clathrines, et ce quelle que soit leur morphologie. Gratton et al. [159] ont conçu des particules 
cylindriques monodisperses, de diamètre 1µm, chargées positivement ou négativement. Là 
encore, les particules positives ont été préférentiellement endocytées par rapport aux 
négatives, par différents types cellulaires (HeLa, NIH3T3 –fibroblastes murins-, OVCAR-3 –
carcinomes d’ovaires humains-, et MCF-7). 
En contre-partie, des particules positivement chargées peuvent avoir des effets 
cytotoxiques, dans la mesure où leurs affinités électrostatiques pour les phospholipides de la 
membrane cellulaire peuvent entraîner une déterioration, voire une rupture, de celle-ci [160, 
161]. A l’inverse, la présence de charges légèrement négatives à la surface des nanoparticules 
permet de réduire la clairance indésirable par le système réticulo-endothélial et d’améliorer 
la compatibilité sanguine. Une récente étude a montré que de telles particules délivrent de 
façon plus efficace des principes actifs anti-cancéreux à des cellules tumorales [162].  
Surface des particules. Pour favoriser l’endocytose par la voie des clathrines, la stratégie de 
greffage de ligands à la surface des particules s’est largement développée. Ces ligands se 




lient préférentiellement à des récepteurs à la surface des cellules cibles pour provoquer 
l’internalisation des particules. La nature des récepteurs peut varier suivant le type cellulaire 
[163]. Dans la littérature, de nombreux exemples reportent le greffage de ligands à la surface 
des vecteurs vésiculaires ou matriciels [95], comme de nombreux peptides membranophiles 
[164-166], des hormones [167], ou encore le mannose-6-phosphate [168], la riboflavine [169], ou 
l’acide nicotinique [170] pour des applications in vitro comme in vivo [171]. Dans le cadre d’une 
thérapie anticancéreuse, un des ligands les plus utilisés pour stimuler l’endocytose par la 
voie des clathrines reste tout de même la transferrine, protéine du sérum, car les cellules 
malignes surexpriment des récepteurs à la transferrine [172]. De nombreux exemples de la 
littérature reportent leur efficacité de ciblage, in vitro ou in vivo [96], après greffage sur des 
nanoparticules d’or [173], de nanoparticules polymériques (de PLGA [174] ou dérivés de PEG 
[175, 176]), de liposomes [177, 178] ou encore de niosomes [179]. La décoration des vecteurs par des 
ligands offre donc une grande polyvalence pour le ciblage spécifique de cellules.  
3.1.2.1.4. Biodistribution des vecteurs internalisés et relargage des principes actifs 
Une fois les particules endocytées par la voie des clathrines, ces dernières se retrouvent 
dans un compartiment endosomal précoce qui évolue en endosome tardif, puis fusionne 
avec un lysosome. Dans ce compartiment endo-lysosomal, il existe un risque élevé 
d’inactivation de l’activité thérapeutique des principes actifs encapsulés par hydrolase acide. 
Afin d’éviter leur dégradation, il est donc nécessaire de mettre en place des stratégies de 
modulation des processus biologiques facilitant leur fuite des endo-lysomomes tout en 
évitant leur dégradation. 
La perméabilité de la membrane des lysosomes a récemment fait l’objet d’une étude 
approfondie [180], où l’on apprend que la facilité de diffusion passive de molécules à travers 
la membrane lysosomale est inversement corrélée avec leur capacité à se lier par liaison 
hydrogène. Par exemple, cette membrane est relativement imperméable à des molécules 
comme le glucose ou les acides aminés. Il est donc nécessaire de concevoir des systèmes 
adaptés pour faciliter le relargage de la plupart des métabolites qui ne peuvent pas diffuser 
naturellement à travers la membrane lysosomale. 
L’un des domaines de vectorisation les plus concernés est la transfection d’ADN, car le 
matériel génétique est extrêmement sensible aux conditions drastiques de pH régnant dans 
les compartiments endo-lysosomaux. Plusieurs stratégies de formulation ont été mises au 
point pour surmonter ce problème, que ce soit par des systèmes vésiculaires (liposomes, 
lipoplexes) ou matriciels (polyplexes), dont voici quelques exemples. 
Lipoplexes fusogènes. Plusieurs équipes de recherche [181-183] ont étudié le relargage 
d’oligonucléotides par des liposomes cationiques. Parmi elles, Zelphati et Szoka [184] ont 
montré que les complexes lipidiques cationiques initient la destabilisation des endosomes 
par un processus de « flip-flop » de lipides anioniques, c’est-à-dire d’échanges de lipides 
entre les deux couches lipidiques de la membrane des endosomes. Les lipides anioniques 
diffusent latéralement à l’intérieur des complexes cationiques constituant les liposomes et 
forment une paire d’ions neutre, ce qui permet le relargage des oligonucléotides 
directement dans le cytoplasme. 
Liposomes cationiques pH-sensibles. De nombreuses équipes de recherche ont mis au point 
une stratégie de vectorisation par des systèmes lipidiques cationiques pH-sensibles qui se 
déstabilisent dans les endolysosomes [9, 185-188], comme des vésicules d’hydrochlorure de 




diméthylaminoéthane carbamoyl cholestérol (DC-Chol) [189, 190] ou de tensioactifs cationiques 
géminis dérivés de sucre [190-192]. Dans ces deux cas, les vecteurs fusionnent avec les parois 
endosomales au fur et à mesure de la diminution de pH, permettant le relargage du matériel 
génétique dans le cytosol [39]. 
Peptides fusogènes pH-sensibles. Afin de faciliter cette fusion entre le vecteur et les parois 
des endolysosomes, trois types de peptides fusogènes ont été identifiés [193] :  
 les peptides amphiphiles anioniques, contenant des résidus glutamate qui se 
protonnent dans les conditions acides des endosomes (pH 5-5,5) ; 
 les peptides amphiphiles cationiques, contenant des résidus basiques comme la 
lysine ; 
 les peptides riches en histidine, qui se protonnent en conditions faiblement acides. 
Dans les trois cas, ces peptides ont démontré une efficacité de perméabilisation de 
membrane endosomale entraînant une fusion et une activité de lyse membranaire. Par 
exemple, Sasaki et al. [194] se sont inspirés de la stratégie de fuite endosomale développée 
par certains virus pour mettre au point des liposomes modifiés en surface avec des dérivés 
peptides fusogènes pH-sensibles. Ces objets, utilisés pour la délivrance de gènes, ont permis 
une fuite efficace de l’ADN hors des endosomes tout en conservant un fort taux de 
transfection. 
Polyplexes « éponges à protons ». Les polymères cationiques, comme la polyéthylèneimine 
(PEI), se complexent électrostatiquement avec l’ADN pour former des polyplexes qui sont 
rapidement internalisés par les cellules [195-197]. Plusieurs études très récentes [198, 199] ont 
utilisé des vecteurs en PEI pour la transfection d’ADN. L’équipe d’Akinc et al. [195] a 
notamment montré que ces polyplexes évitent l’environnement acide des endolysosomes et 
délivrent l’ADN sans aucune dégradation par le pH. Ce phénomène, appelé « éponge à 
proton », est expliqué par la propriété de tampon de certains vecteurs entraînant un 
gonflement osmotique et une rupture des endosomes, résultant dans le relargage direct du 
contenu des vecteurs dans le cytoplasme [200]. Afin d’optimiser la fuite des endosomes, de 
petites molécules, comme la chloroquine, l’imidazole, le glycérol ou le chlorure de zinc ont 
été combinés avec les polymères cationiques [201-203]. 
PolyConjugués Dynamiques. Rozema et al. [204] ont récemment développé une stratégie 
pertinente de fuite endosomale en utilisant des « PolyConjugués Dynamiques ». Ils ont mis 
au point un système polymérique de délivrance de siARN contenant un agent 
endosomolytique qui s’active sélectivement en conditions acides, par clivage de liaisons 
maléamate pH-sensibles. Suite à cela, des groupes amines chargés positivement sont rendus 
accessibles et entraînent le relargage intracytoplasmique du siARN. 
3.1.2.2. Voies d’internalisation indépendantes des clathrines 
Si l’endocytose utilisant la voie des clathrines est largement décrite, l’existence de voies 
indépendantes des clathrines a été acceptée par la communauté scientifique. Avec 
l’évolution des techniques, ces voies ont plus récemment fait l’objet de caractérisations, 
notamment au niveau de leur composition moléculaire, de leur morphologie structurale, ou 
de leur rôle biologique [205]. On sait à présent que ces voies interviennent notamment au 
niveau de la réparation de la membrane plasmique, de la diffusion cellulaire, de la 
polarisation cellulaire ou encore de la modulation de signaux intercellulaires [206]. Ces 
différentes voies permettent en outre d’endocyter des particules de taille, charge, 




morphologie, et propriétés de surface variables, ce qui est de plus en plus mis à profit pour 
internaliser des vecteurs de principes actifs [207, 208]. 
3.1.2.2.1. Les rafts lipidiques cavéolaires 
3.1.2.2.1.1. Mécanisme biochimique  
En 1995, Lamaze et Schmid reportaient l’émergence de voies de pinocytose indépendantes 
de clathrines [209]. Parmi elles, des invaginations de membranes, détectées pour la première 
fois en 1953 [210], appelées cavéoles [211], ont été caractérisées grâce à l’évolution des 
techniques microscopiques. 
Des études plus récentes [207, 212, 213] ont permis d’apporter des précisions sur leur 
mécanisme de formation, jusqu’alors mal connu. Ces cavéoles apparaissent au niveau de 
zones membranaires particulières appelées rafts lipidiques. Ces derniers sont des 
microdomaines de lipides ordonnés inclus dans la structure de la membrane plasmique. Leur 
composition diffère légèrement du reste de la membrane, puisqu’ils sont principalement 
constitués de glycosphingolipides et de récepteurs protéiniques, maintenus ensemble grâce 
à une teneur importante en cholestérol, qui rigidifie localement la membrane.  
Les rafts lipidiques jouent un rôle déterminant dans l’assemblage de molécules de 
signalisation et influencent la fluidité de la membrane et le trafic des protéines 
membranaires. Ils interviennent aussi dans la régulation de différents processus cellulaires, 
comme la neurotransmission [214, 215]. 
Quoique leur existence in vivo soit source de débat dans la communauté scientifique [216, 217], 
deux types de rafts lipidiques ont été décrits [218-220] : 
 Les rafts planaires (ou rafts glycolipidiques) sont des zones planes de la membrane 
cellulaire. Ils contiennent des protéines, les flotillines, et sont principalement 
présents dans les neurones, où les cavéoles sont absentes. 
 Les rafts cavéolaires (ou cavéoles), quant à eux, sont des invaginations sphériques de 
la membrane cellulaire. Ils contiennent deux types principaux de protéines, les 
cavéolines et les cavines, responsables de leur morphologie vésiculaire [206, 221-224].  
Le bourgeonnement des cavéoles a lieu en réponse à un signal détecté au niveau de 
récepteurs cellulaires [225]. Si le processus reste encore mal connu, l’intervention de 
dynamine a été identifiée [97] comme moteur de la fission des invaginations membranaires, 
libérant les cavéoles dans le cytoplasme (cf Figure I- 7). Ces dernières ont un diamètre 
variant de 50 à 80nm, dépendant de la nature cellulaire [95, 97, 99]. Smith et al. [226] ont 
récemment confirmé l’influence de la présence de rafts lipidiques sur le phénomène 
d’internalisation de particules par des modèles de membrane cellulaire. 
 





Figure I- 7 : (A) Schéma de formation d’une cavéole encapsulant une particule. (B) Clichés de microscopie 
électronique représentant l’invagination membranaire formant des  cavéoles. 
(adapté de [140, 227]) 
 
Quoique moins décrits dans la littérature que la voie des clathrines, les rafts cavéolaires 
jouent un rôle dans le trafic membranaire de macromolécules ou particules par processus 
d’endocytose [228]. 
3.1.2.2.1.2. Intérêt de la stimulation de l’endocytose par voie des cavéoles 
Les cavéoles sont particulièrement abondantes dans les cellules endothéliales où elles 
constituent 10 à 20% de la surface cellulaire [99]. L’endothélium est la couche de cellules la 
plus interne composant les vaisseaux sanguins, participant au contrôle de la perméabilité 
vasculaire. Les cavéoles permettent un transport vésiculaire de molécules ou particules à 
travers cet endothélium, et possèdent des fonctions de signal influençant la croissance 
cellulaire, l’apoptose, l’angiogénèse et l’échange transvasculaire. Les tumeurs cancéreuses 
étant largement vascularisées, le ciblage des cavéoles est donc tout à fait pertinent pour 
contrôler le développement tumoral [229, 230]. Cette stratégie permet d’outrepasser les 
barrières qui réduisent l’efficacité in vivo de principes actifs anticancéreux et de thérapies 
géniques, en adressant de façon spécifique des drogues, des agents d’imagerie, des vecteurs 
de gènes, etc [231], vers des cellules endothéliales vasculaires qui permettent ainsi un accès 
direct aux cellules tumorales [232], à des fins d’imagerie ou de thérapie anticancéreuse [233]. 
Par ailleurs, certains polyplexes, capables de pénétrer au cœur des cellules par les voies des 
clathrines et des cavéoles, ont montré une efficacité de transfection uniquement lors de leur 
entrée par la voie des cavéoles, tandis que leur entrée par la voie des clathrines a inhibé leur 
effet [234, 235]. Inversement, des polyplexes histidinylés ont montré une efficacité d’expression 
génique préférentiellement lors de leur internalisation par la voie des clathrines, bien que la 
voie des cavéoles ait été elle aussi impliquée dans l’internalisation des vecteurs [236]. Ces 
études ont donc soulevé l’intérêt d’adapter les caractéristiques physico-chimiques des 
vecteurs suivant l’application et le type cellulaire visés, afin qu’ils délivrent leur contenu 
suivant la voie la plus appropriée pour un maximum d’efficacité thérapeutique. 
 




3.1.2.2.1.3. Stratégies de stimulation de l’endocytose par voie des cavéoles  
Taille des particules. Tout comme pour l’endocytose faisant intervenir la voie des clathrines, 
la taille des particules a une influence non négligeable sur l’endocytose par voie des 
cavéoles. Une étude [150] a notamment révélé que des microsphères polymériques d’un 
diamètre inférieur à 200nm sont internalisées par des mélanomes murins (B16) en utilisant 
préférentiellement la voie des clathrines. A l’inverse, si le diamètre des particules est 
augmenté (entre 200nm et 1µm, typiquement 500nm), la voie des cavéoles intervient de 
façon majoritaire. Des observations similaires ont été reportées pour des microparticules 
polymériques biodégradables d’acide poly(lactique-co-glycolique) [149] et des particules de 
poly(-caprolactone) [237]. Marchini et al. [38] ont récemment observé que l’addition de sérum 
sur des lipoplexes augmente leur efficacité de transfection. L’explication la plus rationnelle 
est que le sérum augmente la taille des particules, provoquant un changement de 
mécanisme d’internalisation de la voie des clathrines à la voie des cavéoles, évitant ainsi la 
dégradation endolysosomale des lipoplexes. 
Cette constatation peut paraître surprenante dans la mesure où les vésicules de cavéoles ont 
un diamètre de l’ordre de 50 à 80nm. Hillaireau et Couvreur [96] justifient une telle différence 
de taille par le fait que la caractérisation des puits de cavéoles a été principalement réalisée 
dans le cadre d’une compréhension fondamentale des processus biologiques 
d’internalisation de fluides et de petites molécules plutôt que de particules solides. Ces 
études ne prennent donc pas en compte les contraintes mécaniques jouant sur la formation 
des vésicules lors de l’internalisation de grosses particules (>100nm). 
Charge des particules. La charge des nanoparticules peut elle aussi influencer l’intervention 
de la voie des cavéoles. Par exemple, des nanoparticules polymériques (PLA-PEG) décorées 
de ligands lipides cationiques de stéarylamine chargées positivement ont été internalisées 
abondamment et rapidement par des cellules HeLa par la voie des clathrines, alors que des 
particules de composition similaire mais chargées négativement ont plutôt sollicité la voie 
des cavéoles, entraînant une internalisation moins performante [154]. 
Surface des particules. Afin de cibler spécifiquement une entrée cellulaire par voie des 
cavéoles, il est possible de modifier la surface des particules en greffant des ligands 
reconnaissant spécifiquement les protéines présentes dans les invaginations cavéolaires [98, 
238]. Une étude récente [232] a exploité la présence de protéines cavéolaires aminopeptidase 
en greffant des anticorps anti-aminopeptidase à la surface de nanoparticules d’or 
colloïdales. Une stratégie similaire a été mise au point [239] en greffant des peptides cycliques 
RGD à la surface de micelles polyplexes, ces peptides se liant facilement aux récepteurs 
intégrine αvβ3 situés dans les cavéoles. L’efficacité d’internalisation par la voie des cavéoles 
a été améliorée par rapport à des micelles polyplexes non décorées, de même que 
l’efficacité de transfection de l’ADN. 
De plus, d’autres ligands spécifiques indépendants des protéines cavéolaires apportent aux 
particules ainsi décorées une affinité spéciale pour cette voie d’endocytose. Par exemple, 
l’acide poly(-glutamique) greffé à la surface de polyplexes de chitosan a permis de 
sélectionner de façon quasi-spécifique la voie des cavéoles [240], alors que des particules de 
nature similaire, dont la surface a été modifiée par l’acide cholanique pour augmenter son 
hydrophobie, ont pénétré simultanément à l’intérieur de cellules HeLa par différentes voies 
d’endocytose, de façon non spécifique [241]. 




Un deuxième exemple concerne l’acide folique, largement utilisé comme ligand de ciblage 
de cellules tumorales depuis une vingtaine d’années [242-244], car il présente une affinité 
spéciale pour des récepteurs surexprimés à la surface des cellules cancéreuses, de façon 
croissante au fur et à mesure du développement tumoral [245]. Bien que le mécanisme 
d’internalisation de particules décorées de ligands dérivés d’acide folique soit complexe et 
source de débat dans la communauté scientifique [246, 247], il semblerait que leur relargage 
direct dans le cytosol soit facilité [247]. Une étude a même mis en évidence l’intervention de 
la voie des cavéoles [248]. Quoi qu’il en soit, cette stratégie de ciblage des cellules 
cancéreuses par des ligands dérivés d’acide folique a été utilisée avec succès sur des 
particules liposomales [249] aussi bien que polymériques [45, 250], et plus récemment sur des 
polymersomes [153]. 
3.1.2.2.1.4. Biodistribution des vecteurs internalisés et relargage des principes actifs 
Les nanovecteurs internalisés à l’intérieur de vésicules cavéolaires sont délivrés dans des 
cavéosomes, organites intracellulaires revêtus de cavéoline, mais ne présentant pas 
d’environnement fortement acide et riche en enzymes comme les endo-lysosomes [251, 252]. 
C’est pourquoi de nombreux pathogènes utilisent cette voie d’entrée, qui leur permet 
d’éviter la dégradation acide et/ou enzymatique rencontrée lors d’une endocytose par la 
voie des clathrines [96]. Le contenu des cavéosomes est ensuite transporté vers d’autres 
organites, comme l’appareil de Golgi ou le reticulum endoplasmique. 
Le transport de principes actifs très sensibles, comme des peptides, des protéines ou des 
acides nucléiques par exemple, est donc facilité lorsqu’ils sont encapsulés dans des vecteurs 
internalisés par la voie des cavéoles. Rejman et al. [39] ont notamment montré que l’efficacité 
de transfection de polyplexes internalisés par la voie des cavéoles était largement supérieure 
à celle des mêmes polyplexes pénétrant par la voie des clathrines, car ces derniers ont été 
plus largement dégradés dans les compartiments endo-lysosomaux. L’internalisation par la 
voie des cavéoles est considérée comme le type d’endocytose le plus pertinent et le plus 
prometteur pour la délivrance de principes actifs [253]. 
Le relargage des principes actifs dépend de leur solubilité, de leur diffusion à travers la 
particule qui les a vectorisés, ainsi que la biodégradation de cette dernière. Dans le cas de 
nanosphères, où les principes actifs sont distribués uniformément, leur relargage a lieu par 
diffusion ou érosion de la matrice. Si la diffusion des drogues est plus rapide que l’érosion de 
la matrice, le mécanisme de relargage sera contrôlé par le processus de diffusion, et 
inversement [18]. 
La méthode d’encapsulation des principes actifs a une influence évidente sur le profil de leur 
relargage. S’ils sont incorporés dans la matrice des particules, le relargage sera progressif et 
continu. S’ils sont recouverts d’une membrane polymérique, le relargage dépendra de leur 
diffusion à travers cette barrière. S’ils interagissent avec des ingrédients auxiliaires par 
liaisons ioniques, par exemple, leur relargage dépendra fortement de cette interaction. Il 
pourra en effet être freiné par la formation de complexes peu hydrosolubles [254], ou au 
contraire amélioré par l’interaction compétitive entre le principe actif et l’adjuvant pour se 
lier à la matrice [255]. 
Plusieurs méthodes ont été utilisées pour étudier le relargage de principes actifs de 
particules vecteurs, notamment dans le cas d’une endocytose par voie indépendante des 
clathrines. On peut par exemple citer le recours à des membranes artificielles ou biologiques 




modèles, la diffusion par dialyse, directe ou inverse, l’agitation couplée à une centrifugation 
ou encore l’ultra-filtration. Cependant, les difficultés techniques et leur faible rentabilité en 
termes de temps et de coût sont autant de barrières à leur mise en œuvre à une échelle 
industrielle [18]. 
3.1.2.2.2. La macropinocytose 
3.1.2.2.2.1. Mécanisme biochimique 
La macropinocytose est une endocytose de solutés, c’est-à-dire de molécules en solution 
dans le milieu extracellulaire. Elle a lieu spontanément ou en réponse à la stimulation par 
des facteurs de croissance [117]. Il s’agit d’une voie d’internalisation dynamique et non 
spécifique, générée par l’apparition d’évaginations résultant d’une expansion membranaire 
contrôlée par l’assemblage de filaments d’actine [206]. Les bras de ces protusions englobent la 
solution (contenant potentiellement des particules) et se referment sur eux-mêmes pour 
donner naissance à des macropinosomes, larges vacuoles hétérogènes de diamètre compris 
entre 500nm et 5µm et non revêtues de récepteurs cellulaires [256] (cf Figure I- 8). Ce 
mécanisme ressemble à celui de la phagocytose, la différence étant que les évaginations ne 
se referment pas l’une sur l’autre de part et d’autre d’une particule ligandée, mais se 
replient sur la membrane plasmique avec laquelle elles fusionnent [99, 117]. 
Le devenir intracellulaire des macropinosomes varie suivant le type cellulaire. La plupart du 
temps, ils s’acidifient et rétrécissent. Il arrive que plusieurs macropinosomes fusionnent 
entre eux. Dans les cellules phagocytaires, ils peuvent fusionner avec la membrane des 
lysosomes [134]. Leur contenu peut alors être dégradé ou recyclé vers la surface [257].  
 
 
Figure I- 8 : (A) Schéma de formation d’un macropinosome encapsulant une particule. (B) Clichés de 
microscopie électronique représentant la macropinocytose. 
Dans les deux cas :   (1) Expansion membranaire riche en actine (évagination) ; 
                                     (2) Capture de solutés (particules en solution) ; 
                                     (3) Fermeture de l’évagination sur elle-même par fusion membranaire et vésiculation ; 
                                     (4) Fission et libération du macropinosome dans le cytoplasme cellulaire. 
(adapté de[140, 256]) 
 
Historiquement, il s’agit de la première voie d’endocytose découverte et décrite par Lewis en 
1931 [258]. Largement utilisée par des virus pour infecter des cellules (comme le VIH-1 [259]), 
elle reste paradoxalement encore peu connue et peu exploitée pour la délivrance de 
principes actifs. D’un point de vue évolutionniste, la macropinocytose peut être perçue 
comme un prototype primitif non spécifique d’endocytose, dont les autres voies 




découleraient. En effet, ces dernières présentent des aspects qualitatifs plus évolués au 
niveau de la composition membranaire, de la sélectivité du soluté ou du contrôle du trafic 
intracellulaire [134].  
Grâce à son absence de spécificité, il est régulièrement constaté que la macropinocytose 
intervient en complément d’autres voies, comme celles utilisant les clathrines ou les 
cavéoles [96]. Harush-Frenkel et al. [154] ont même remarqué que cette voie est stimulée 
comme processus substitutif d’internalisation de nanoparticules cationiques par des cellules 
HeLa, activé uniquement lorsque les processus d’endocytose par voies de clathrines ou 
cavéoles sont bloqués. 
3.1.2.2.2.2. Intérêt de la stimulation de la macropinocytose 
La macropinocytose présente l’avantage de ne pas faire intervenir de récepteurs particuliers. 
Cette voie non sélective peut donc être envisagée pour l’internalisation de tous types de 
vecteurs de médicaments. De plus, de par leur taille, les macropinosomes permettent 
généralement l’internalisation d’un grand volume de fluide extracellulaire. Leur ratio de 
surface sur volume est donc plus faible que dans le cas de vésicules plus petites (comme 
celles résultant d’une endocytose par voie des clathrines, par exemple), ils internalisent donc 
de façon plus efficace des solutés en phase fluide par unité d’aire de membrane. La 
macropinocytose constitue ainsi un mécanisme comparativement efficace pour 
l’internalisation de macromolécules ou de particules en dispersion dans le milieu 
extracellulaire [256].  
D’autre part, les macropinosomes fusionnent généralement avec d’autres macropinosomes 
et il leur arrive très rarement de fusionner avec des lysosomes [256, 260]. C’est pourquoi cette 
voie d’endocytose permet de prolonger la durée de vie de particules endocytées à l’intérieur 
des cellules. Ceci permet d’envisager un relargage de principes actifs sur une plus grande 
durée, donc d’une plus grande quantité, sans craindre de dégradation. La macropinocytose 
est donc une voie d’endocytose privilégiée pour l’internalisation de vecteurs de 
médicaments. 
3.1.2.2.2.3. Stratégies de stimulation de la macropinocytose 
Taille des particules. Etant donné que les macropinosomes ont une taille très large, pouvant 
atteindre plusieurs microns de diamètre, la macropinocytose ne présente pas de spécificité 
particulière quant à la taille des vecteurs internalisés [155]. C’est pourquoi ce processus 
d’endocytose peut aisément internaliser des particules de taille supérieure à 200nm [150].  
Par ailleurs, une étude [43] menée sur l’internalisation de nanocapsules lipidiques de 
diamètre variant de 20 à 100nm a récemment mis en évidence l’intervention d’une voie 
indépendante des clathrines et des cavéoles, vraisemblablement la macropinocytose. Ceci 
souligne que cette voie intervient aussi pour l’internalisation de particules inférieures à 
200nm de diamètre, constat pourtant rarement observé dans la mesure où la littérature 
rapporte plus couramment l’intervention de voies dépendantes des clathrines et/ou des 
cavéoles pour des « petits » objets [150, 155, 261, 262]. 
Charge des particules. Plusieurs études ont là encore souligné que la présence de charges 
positives en périphérie des vecteurs facilite leur internalisation par macropinocytose, que 
leur morphologie soit sphérique ou non, par une meilleure affinité pour les membranes 
cellulaires [159]. Toutefois, si l’on souhaite faciliter la macropinocytose par rapport à une 




internalisation par voie des clathrines, il peut être judicieux de modifier la charge des 
particules : des particules chargées négativement auront tendance à éviter une 
internalisation récepteur-dépendante, leur entrée aura donc plus facilement lieu par 
endocytose non spécifique, à l’instar de la macropinocytose [154]. 
Surface des particules. La macropinocytose étant une voie d’internalisation non spécifique, 
il n’est pas nécessaire de greffer des ligands particuliers à la surface des vecteurs de 
principes actifs. Toutefois, il existe des peptides de 30 acides aminés maximum, appelés 
CPPs (pour Cell Penetrating Peptides) qui pénètrent dans les membranes cellulaires et 
peuvent translocaliser différents éléments macromoléculaires attachés à ces peptides, 
comme des oligonucléotides, des protéines, des plasmides, des liposomes, des 
nanoparticules, etc [263, 264]. Le mécanisme de translocalisation n’est pas encore totalement 
élucidé, mais semble récepteur- et énergie- indépendant. Il peut, dans certains cas, faire 
intervenir un processus d’endocytose, plusieurs études récentes suggérant la stimulation 
d’une macropinocytose par des CPPs [265-267], quoique d’autres voies soient impliquées 
suivant la nature des macromolécules attachées [268]. Åmand et al. [266] ont récemment mis 
en évidence l’intérêt de la présence d’arginine et de lysine pour faciliter la stimulation de la 
macropinocytose par les CPPs. Harashima et al. [269-271] ont d’ailleurs vérifié qu’une 
modification de la surface de liposomes par des peptides octaarginine facilite leur 
internalisation cellulaire par macropinocytose, à condition que le peptide ait une haute 
densité. Dans le cas d’un peptide octaarginine basse densité, ils ont observé, au contraire, 
l’intervention d’une endocytose clathrine-dépendante. 
3.1.2.2.2.4. Biodistribution des vecteurs internalisés et relargage des principes actifs 
Après leur formation, les macropinosomes perdent le réseau d’actine qui les entoure. Leur 
devenir intracellulaire semble alors dépendre fortement du type cellulaire [256, 272]. Dans des 
macrophages, ils s’atrophient après déshydratation, sont acidifiés et fusionnent avec des 
lysosomes [272]. En revanche, dans les cellules non-phagocytaires, ils semblent fusionner 
exclusivement avec d’autres macropinosomes, et non avec des lysosomes, malgré une 
légère diminution de leur pH [256]. Ils permettent ensuite éventuellement un recyclage de 
leur contenu vers le compartiment extracellulaire [134, 257]. Il semblerait par ailleurs que les 
macropinosomes soient des vésicules fragiles, démontrant une certaine perméabilité par 
rapport aux autres types d’endosomes [273]. 
Comme la voie des cavéoles, la macropinocytose est une voie d’endocytose qui permet 
d’éviter une dégradation intra-lysosomale du matériel endocyté. Elle offre par ailleurs une 
certaine facilité de libération de celui-ci dans le cytoplasme, par la nature fragile et 
perméable des macropinosomes [208]. La macropinocytose semble donc être une voie 
judicieuse pour internaliser des vecteurs de principes actifs. Cependant, une étude [236] a 
soulevé la difficulté de certains polyplexes à délivrer leur contenu dans le cytosol car 
l’acidification des macropinosomes s’est révélée trop faible pour être efficace et déteriorer 
la particule polymérique. Ceci met à nouveau en évidence que la voie d’internalisation de 
vecteurs doit être ciblée en fonction du matériel à relarguer, il est donc nécessaire d’adapter 
le vecteur au principe actif et à l’application visée. 
3.1.2.2.3. Autres mécanismes d’endocytose 
Depuis quelques années, plusieurs études ont mis en évidence l’intervention de voies 
d’endocytose indépendantes des clathrines et des cavéoles, et ne correspondant pas à une 




macropinocytose [99, 208, 274, 275]. Ces voies ne sont, à l’heure actuelle, pas clairement 
caractérisées. 
En 2007, Lai et al. [276] ont reporté l’internalisation et le transport dans la région 
périnucléaire de cellules HeLa de particules de polystyrène de diamètre inférieur à 25nm, 
par une route indépendante des clathrines, des cavéoles, du cholestérol, évitant les endo-
lysosomes et ne présentant pas d’acidification. Cette voie semble permettre uniquement 
l’internalisation de particules de très faible taille, puisque des billes de composition similaire 
et de 40nm de diamètre ont quant à elles été internalisées par la voie des clathrines. 
Il y a deux ans, Doherty et MacMahon [277] ont quant à eux reporté l’existence de plusieurs 
voies régulables par des effecteurs multiples, les protéines G de transfert, comme Arf6, la 
flotilline, Cdc42 ou RhoA, auxquelles Kumari et Mayor[278]  ajoutent les tétraspanines . Ces 
voies requièrent une composition lipidique spécifique au niveau de la membrane et 
dépendent de la présence de cholestérol [147]. Il semblerait qu’elles soient indépendantes de 
la dynamine, quoique cette dernière pourrait tout de même jouer un rôle [98] (cf Figure I- 9). 
 
 
Figure I- 9 : Schéma d’internalisation d’une particule par voie d’endocytose indépendante de clathrines, des 
cavéoles, et différente de la macropinocytose. 
(adapté de [140]) 
 
Quoi qu’il en soit, les connaissances sur ces voies sont encore faiblement développées, et 
offrent de nombreuses perspectives d’approfondissement, afin d’être, un jour, en mesure de 
concevoir des nanoparticules capables de pénétrer à l’intérieur des cellules par ces voies-ci. 
3.2. Processus passifs d’adsorption et de fusion membranaires 
Bien que les voies d’endocytose constituent des solutions efficaces pour l’internalisation de 
macromolécules ou de vecteurs, les molécules internalisées ne sont pas directement 
disponibles dans le cytoplasme, mais restent encapsulées dans des endosomes (endosomes 
précoces, tardifs, cavéosomes, macropinosomes ou lysosomes), dont l’environnement peut 
être drastique (risque d’hydrolase acide). Comme nous l’avons vu, il est donc nécessaire de 
mettre au point des stratégies pour que le principe actif s’échappe vers le cytoplasme sans 
être dégradé. Outre la complexité technologique soulevée pour conserver l’intégrité du 
principe actif, la cinétique de relargage peut être profondément affectée. 
C’est pourquoi il est tout à fait pertinent d’envisager des processus de délivrance de 
principes actifs indépendants de l’endocytose, qui puissent les relarguer directement dans le 
cytoplasme des cellules cibles. Ceci permet de délivrer une plus grande quantité de principe 
actif efficace, dans la mesure où sa dégradation est limitée, et immédiatement accessible 




dans le cytoplasme pour rejoindre sa cible intracellulaire. Des processus passifs, c’est-à-dire 
indépendants du métabolisme cellulaire, ont été exploités dans cet objectif.  
3.2.1. Adsorption membranaire 
Dans le but de mettre au point un vecteur qui délivre son contenu directement dans le 
cytoplasme, Partlow et al. [279] ont développé un système composé d’une nanoparticule de 
perfluorocarbone, entourée d’une monocouche dense de phospholipides. Cette dernière 
permet une interaction avec la membrane cellulaire par adsorption. Le contenu hydrophobe 
est transféré au niveau de la membrane. Le trafic intracellulaire est ensuite assuré par des 
mécanismes faisant intervenir des rafts lipidiques. Une très faible quantité de nanoparticules 
a été endocytée. Le mécanisme de relargage par adsortion n’est pas métabolique, c’est-à-
dire qu’il ne requiert pas d’énergie de source cellulaire, puisqu’il n’est pas inhibé par une 
faible température (4°C). Il s’agit d’un échange lipidique intermembranaire dirigé par la 
combinaison d’une énergie libre stockée dans la membrane courbée de la nanoparticule 
(son minimum énergétique correspondant à une couche plane) et d’un potentiel de diffusion 
[280]. 
3.2.2. Fusion membranaire  
3.2.2.1. Mécanisme biophysique 
L’alternative à la stratégie d’adsorption membranaire consiste à tirer profit du processus 
naturel de fusion membranaire. Il s’agit d’un processus vital dans les systèmes biologiques, 
intervenant au niveau de la membrane plasmique. Il est notamment impliqué dans les 
mécanismes d’endocytose et d’exocytose, l’infection des cellules par les virus à enveloppe 
[281], la compartimentalisation subcellulaire, la croissance cellulaire, la sécrétion hormonale 
ou encore la neurotransmission [282]. 
La fusion membranaire fait intervenir des protéines de la membrane plasmique et entraîne 
une déstructuration de son organisation en bicouche lipidique [283]. La fusion nécessite la 
coalescence de deux membranes en contact. Il en résulte les mélanges des lipides 
initialement présents dans chaque membrane ainsi que des compartiments aqueux 
emprisonnés par les deux membranes [284]. 
La compréhension du mécanisme biophysique de fusion membranaire a donné lieu à 
diverses théories. Parmi elles, le modèle de la tige, tout d’abord proposé par Markin et al. en 
1984 [285], a plus récemment été repris par Chernomordik et Kozlov [286]. Ces derniers ont 
utilisé des liposomes pour modéliser le comportement de membranes cellulaires, en 
s’affranchissant de l’aspect protéinique du mécanisme. Cette théorie décrit la fusion 
membranaire selon quatre étapes (cf Figure I- 10) : 
1. Les fluctuations thermiques membranaires conduisent à des contacts entre les 
monocouches proximales, il n’y a pas encore de continuité lipidique ni aqueuse ; 
2. Il se forme ensuite la « tige », qui correspond à une structure d’hémifusion 
montrant une connexion entre les feuillets externes mais pas entre les feuillets 
internes de la bicouche qui, eux, restent distincts ; 
3. L’expansion de la tige entraîne la formation d’une seule bicouche qui résulte de 
l’interaction entre les monocouches distales, assurant une continuité lipidique 
(mais pas aqueuse) ; 




4. Il se forme enfin un pore de fusion induisant des connexions entre les feuillets 
externes et internes de la bicouche. On a alors à la fois continuité lipidique et 
aqueuse. 
Les intermédiaires de structure (hémifusion et pore de fusion) proposés dans le processus de 
fusion reposent sur la théorie de la minimisation d’énergie [284]. 
 
 
Figure I- 10 : Etapes de la fusion membranaire selon le modèle de la tige. 
1. Fluctuations thermiques membranaires conduisant à des contacts entre les monocouches 
proximales ; 
2. Formation de la tige par interaction entre les monocouches distales ; 
3. Expansion de la tige entraînant la formation d’une seule bicouche ; 
4. Formation du pore de fusion membranaire. 
(adapté de [286]) 
 
La fusion membranaire permet le mélange des contenus aqueux des deux systèmes en 
présence. Dans une problématique de vectorisation, on peut tout à fait envisager la fusion 
entre une membrane d’un vecteur vésiculaire et une membrane cellulaire afin de relarguer 
le principe actif encapsulé directement dans le compartement cytoplasmique. 
Cependant, ce processus n’est pas si simple à mettre en oeuvre. En effet, lors du 
rapprochement de deux membranes, celles-ci sont soumises à différentes forces attractives 
et répulsives [287], c’est pourquoi la fusion membranaire implique le franchissement de 
grandes barrières énergétiques. Elle ne s’effectue donc pas de façon spontanée. Il est 
nécessaire qu’une force motrice permette le franchissement de ces barrières. Pour cela, 
plusieurs recours ont été envisagés, parmi lesquels on distingue la vectorisation biochimique 
de la vectorisation biophysique. 
3.2.2.2. Vectorisation biochimique : utilisation de protéines fusogènes 
La vectorisation biochimique résulte d’une déstabilisation de la membrane des cellules par 
interaction avec des agents chimiques, en l’occurrence des protéines, qui induisent une 
fusion.  
Les virus possèdent à leur surface des protéines fusogènes, c’est-à-dire qu’elles facilitent la 
fusion de l’enveloppe virale avec les membranes naturelles afin d’infecter les cellules. Des 
protéines virales, comme l’hémaglutinine du virus parainfluenza 5 (PIV5), ou un segment 
protéinique du virus herpes simplex ont récemment fait l’objet de recherches [288, 289] pour 
comprendre leur mécanisme d’action. L’intérêt est de s’inspirer du comportement viral pour 




décorer la surface de structures vésiculaires (liposomes) et provoquer une fusion avec la 
membrane de cellules à leur contact. Leur mode d’action se décomposerait en trois étapes 
distinctes [286] (cf Figure I- 11) : 
1. La particule décorée de protéines fusogènes (en vert) s’approche à une distance de 
10 à 20nm de la membrane cellulaire. Les protéines entrent en contact avec celle-ci. 
2. Les protéines fusogènes induisent un repliement local de la membrane cellulaire et 
établissent un contact rapproché entre les membranes. La génération d’une large 
courbure de la membrane cellulaire peut faire intervenir l’insertion de domaines 
protéiniques amphiphiles dans cette région de la membrane (en rouge). 
3. Les protéines de fusion présentes à la surface des cellules (en violet) sont activées. 
Elles génèrent le contact entre le renflement de membrane cellulaire et la membrane 
de la particule, jusqu’à l’apparition puis l’expansion d’un pore de fusion, à travers 
lequel le contenu intraparticulaire est déversé. 
 
 
Figure I- 11 : Mécanisme hypothétique d’action de protéines fusogènes, intervenant dans la fusion 
membranaire entre des particules décorées de ces protéines et la membrane cellulaire. 
(Adapté de [286]) 
 
Par exemple, Kunisawa et al. [290] ont utilisé des virus Sendai inactivés pour mettre au point 
des liposomes décorés permettant d’encapsuler des nanoparticules renfermant elles-mêmes 
des principes actifs. Ces nanoparticules sont délivrées directement dans le cytoplasme grâce 
à une fusion directe avec la membrane cellulaire. Ils ont montré que les nanoparticules n’ont 
pas été séquestrées dans des endosomes, ceci a évité toute dégradation endolysosomale.  
Le principal inconvénient de cette technique est que le ciblage des liposomes dépend 
directement de la nature de la protéine virale greffée. Afin d’obtenir, par exemple, un 
ciblage spécifique des cellules tumorales, une solution peut être de greffer à la surface des 
particules une couche polymérique pour l’adressage, sur laquelle les protéines fusogènes 
pourront ensuite être insérées [291]. 
3.2.2.3. Vectorisation biophysique 
La vectorisation biophysique résulte d’une perturbation mécanique ou physique de la 
membrane plasmique entraînant sa déstabilisation et permettant un transfert consécutif de 
molécules thérapeutiques dans le compartiment intracellulaire. Ce phénomène peut être 
engendré par diverses sources d’énergie externe permettant d’augmenter la perméabilité 
membranaire [292], par exemple de nature ultrasonore, magnétique ou électrique. 
Sonoporation. L’application d’un champ ultrasonore entraîne une perturbation de 
l’organisation membranaire qui induit sa perméabilité. Cet état perméable transitoire a été à 
plusieurs reprises exploité pour la délivrance de principes actifs et de gènes [293-295]. Des 




études mécanistiques récentes ont permis d’établir une corrélation entre la cavitation de 
microbulles et la sonoperméabilisation induite au niveau membranaire [296, 297]. 
Application d’un champ magnétique. L’application d’un champ magnétique local permet de 
déstabiliser les membranes cellulaires et de créér une perméabilisation locale et transitoire 
exploitable pour la délivrance intracellulaire de molécules [298]. De plus, lorsque l’on utilise 
des nanovecteurs magnétiques, comme des magnétoliposomes, l’application d’un champ 
magnétique permet un adressage local, ciblé et spécifique des vecteurs au niveau des tissus 
visés, pour une application thérapeutique ou diagnostique [299-302].  
Electroperméabilisation et électrofusion. Neumann et al. [303] ont montré que l’application 
d’un champ électrique sur un système membranaire provoque la déstabilisation de son 
organisation lipidique, rendant possible l’échange de molécules entre l’intérieur et 
l’extérieur de la cellule : il s’agit de l’électroperméabilisation. Par la suite [304], un phénomène 
de fusion a été mis en évidence lorsque deux systèmes membranaires sont mis en contact 
sous l’action d’un champ électrique : on parle alors d’électrofusion. 
L’application d’un champ électrique sur une membrane lipidique, naturelle (cellule) ou 
artificielle (liposome), provoque une redistribution des charges de surface. Il se créé alors un 
potentiel transmembranaire, qui, au delà d’une valeur seuil, induit une perméabilisation de 
la membrane [305]. Si des macromolécules (de type plasmide, par exemple) étaient 
préalablement adsorbées à la surface des cellules, elles forment alors un complexe stable 
avec la zone électroperméabilisée de la membrane, qui est ensuite internalisé dans le 
cytoplasme par un processus cellule-dépendant [306, 307].  
Cette propriété offre de nombreuses perspectives dans le cadre de thérapies géniques et 
cellulaire. Un exemple récemment développé par l’équipe de Teissié [308, 309] concerne le 
transfert de gènes par électroperméabilisation. Ils ont étudié en détails les mécanismes 
biophysiques intervenant lors de l’électrotransfert d’ADN et ont détaillé les développements 
effectués in vivo ainsi que les applications cliniques d’une telle technique. 
L’état perméable de membranes lipidiques est un état fusogène. En effet, lorsque deux 
membranes lipidiques sont à proximité, l’application d’un champ électrique conduit à leur 
fusion, de même qu’une mise en contact de deux membranes cellulaires préalablement 
électroperméabilisées [310, 311]. Dans le cas de membranes artificielles, une mise en contact 
initiale est requise pour l’électrofusion [284]. Dimova et al. ont largement étudié les aspects 
biophysiques de l’électrofusion de modèles membranaires [312-314]. Chloé Mauroy y a aussi 
consacré une partie de ces travaux de thèse sous la direction de J. Teissié et M.P. Rols [284], 
au cours de laquelle elle a caractérisé la déstabilisation d’édifices membranaires par 
application d’un champ électrique exogène concourant à l’électro-homofusion de vésicules 
unilamellaires géantes. A long terme, l’objectif d’une telle investigation mécanistique sera de 
transférer des molécules au sein de cellules par vectorisation. 
3.2.2.4. Fusion membranaire « spontanée »  
Comme nous l’avons vu, la fusion membranaire est un événement nécessitant de franchir 
d’importantes barrières d’énergies, il n’intervient donc pas de façon spontanée. Toutefois, 
lorsque deux membranes sont en présence, notamment la membrane d’un vecteur et celle 
d’une cellule, il arrive que leur fusion ait lieu sans aide chimique (protéine fusogène) ou 
physique (apport d’énergie électrique) exogène. Ce phénomène, dont la force motrice est 
endogène, a lieu dans des conditions physico-chimiques bien précises, en termes de charge 




électrostatique, d’état de phase, de présence de défauts [315], ou encore d’intensité d’énergie 
libre générée par le rayon de courbure des systèmes [188]. 
Trois conditions sont nécessaires pour obtenir une fusion membranaire dite « spontanée », 
c’est-à-dire gouvernée par des phénomènes endogènes. 
1. Les deux membranes doivent se trouver à une distance suffisamment faible l’une de 
l’autre pour permettre leur contact. Le rapprochement est opéré par des forces 
attractives de Van der Waals. L’agrégation des deux membranes ne peut avoir lieu 
que si les forces contribuant à la stabilisation des colloïdes (électrostatiques, 
stériques ou forces d’hydratation) sont diminuées [188, 316]. 
2. Les lipides constituant les deux membranes doivent pouvoir se mélanger, pour cela la 
présence de défauts d’organisation est nécessaire dans la région de contact [188]. 
3. La courbure spontanée des monocouches membranaires externes des deux systèmes 
doit permettre la formation des intermédiaires de fusion (hémifusion et pore de 
fusion) [317]. Par exemple, une récente étude [318] a tiré profit de la modification du 
rayon de courbure par la synthèse in situ de céramides dans la membrane de 
liposomes, afin d’induire leur fusion spontanée par stimulation chimique endogène. 
Ces conditions étant très restrictives, peu de vecteurs vésiculaires décrits dans la littérature 
[319] possèdent la capacité de fusionner spontanément avec les membranes cellulaires. De 
plus, ce processus est la plupart du temps corrélé à l’endocytose de ces vecteurs [320]. 
Il y a près de quarante ans, Papahadjopoulos et al. [321] ont reporté pour la première fois la 
fusion spontanée de liposomes unilamellaires avec des membranes de cellules cultivées in 
vitro. Ils ont démontré l’influence de la charge des vecteurs : seuls les liposomes chargés 
négativement ont fusionné, les vésicules neutres n’ont pas interagi, tandis que les liposomes 
chargés positivement ont induit une forte cytotoxicité. L’état de phase a aussi joué un rôle 
important : les liposomes en phase liquide ordonné (lo) ou en phase intermédiaire (so/lo) ont 
induit une fusion largement plus importante que des liposomes en phase gel (so). La 
nécessité pour les liposomes d’être en phase fluide a depuis été confirmée sur d’autres 
systèmes liposomes/cellules [101]. Dans les années 1970-1980, plusieurs études d’interactions 
liposomes/cellules ont interprété leurs observations comme étant des conséquences d’une 
fusion membranaire, induisant un relargage du contenu intraliposomal dans le cytoplasme 
des cellules [24, 28, 320, 322].  
Toutefois, Szoka et al. [323] ont démontré que les molécules sondes fluorescentes utilisées 
pour marquer les lipides de leurs liposomes en interaction avec différents types cellulaires 
n’étaient pas incorporées dans la membrane plasmique, ce qui aurait été le cas dans 
l’hypothèse d’une fusion membranaire, mais plutôt adsorbées à la surface ou endocytées. Ils 
ont ainsi suggéré que l’exosquelette de la membrane cellulaire limite la fusion avec la 
bicouche de membrane plasmique.  
Si l’avancée des techniques de fluorescence a fortement remis en question les 
interprétations de fusion membranaire avancées par le passé [158, 324-326], il n’en demeure pas 
moins que certains systèmes semblent tout de même pouvoir fusionner avec les membranes 
cellulaires.  
Huth et al. [253] ont mis en évidence la fusion de membranes de cellules (COS-7 –cellules de 
rein simien- et HUVEC –cellules d’endothélium ombilical humain) avec des liposomes 
composés d’hémisuccinate de cholestéryle et de dioléylphosphatidyléthanolamine (2 : 3), 
phospholipide connu pour ses propriétés de promoteur de fusion [327, 328]. A travers cette 




étude, ils ont clairement déterminé l’aspect non-métabolique de la fusion membranaire, 
puisque ce phénomène n’est pas inhibé à faible température (4°C), à l’inverse des processus 
actifs d’endocytose. La fusion membranaire est donc bien un processus passif. 
Plus récemment, nous avons envisagé la possibilité d’une vectorisation par fusion 
membranaire à partir de vésicules catanioniques qui font l’objet des travaux de cette thèse. 
En effet, une étude préliminaire [60] a permis de mettre en évidence l’interaction de ces 
vésicules catanioniques avec différents types cellulaires, phagocytaires (macrophages, 
PBMC) ou non (cellules chromaffines, kératinocytes) selon des mécanismes d’endocytose, 
mais a aussi soulevé l’intervention d’un processus passif, vraisemblablement de la fusion 
membranaire.  




4. Conclusion  
Afin de répondre aux problèmes de pharmacocinétique et de biodistribution inhérents à 
l’administration de médicaments, le domaine nanotechnologique de la vectorisation a été 
mis en place. Depuis son avènement, de nombreux systèmes de délivrance de principes 
actifs ont été mis au point suivant des designs variés, tant au niveau de leur composition 
(lipides, polymères, tensioactifs…) que de leur mode d’encapsulation (systèmes vésiculaires 
ou matriciels). Ces sytèmes possèdent tous la capacité de transporter les principes actifs de 
façon efficace et sûre vers leur cible cellulaire. 
Il existe différents mécanismes d’interaction vecteur/cellule complexes, faisant appel au 
métabolisme cellulaire suivant des mécanismes biochimiques plus ou moins régulés, comme 
les différentes voies d’endocytose, ou au contraire faisant intervenir des mécanismes passifs, 
comme l’adsorption ou la fusion membranaires. Comme nous l’avons vu, chacune de ces 
voies présente des avantages et des limites. Connaissant leur fonctionnement, on peut 
adapter la conception du vecteur afin de provoquer son internalisation suivant la voie 
d’entrée optimale, compte tenu de la nature du principe actif et de sa cible intracellulaire. 
Dans l’idéal, la stratégie la plus pertinente serait de mettre au point un système polyvalent, 
pouvant encapsuler séparément ou simultanément des principes actifs hydrophiles et 
hydrophobes, et interagissant suivant plusieurs voies d’entrées pour optimiser l’efficacité de 
délivrance. L’un des domaines d’expertise développés au laboratoire des IMRCP [329] 
concerne l’élaboration de tensioactifs catanioniques dérivés de sucres, formant 
spontanément des vésicules en milieux aqueux. Des études préliminaires ont pu mettre en 
évidence leur capacité à encapsuler des molécules d’hydrophilie variée [330] et à intéragir 
avec différents types cellulaires, phagocytaires ou non [60]. 
L’objet des travaux présentés dans cette thèse est à présent d’approfondir l’étude de tels 
systèmes pour la vectorisation de principes actifs. Pour cela, la structure du vecteur sera 
dans un premier temps améliorée. Ensuite, nous évaluerons ses capacités d’encapsulation et 
ses mécanismes d’interaction cellulaire (endocytose et/ou fusion membranaire) suivant le 
design adopté. Enfin, nous étudierons son comportement dans un cas concret 
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Comme nous l’avons vu dans le chapitre de mise au point bibliographique, les liposomes 
constituent un système performant et couramment utilisé pour l’encapsulation et la 
vectorisation de drogues thérapeutiques. Cependant, leur mode de préparation complexe, 
qui nécessite d’être adapté au principe actif à vectoriser, limite souvent leur utilisation. Leur 
instabilité constitue aussi un inconvénient majeur : en effet, selon la théorie 
d’Israelachvili[331], l’assemblage de phospholipides correspondant à leur état d’équilibre est 
sous la forme d’une bicouche lipidique plane. Pour obtenir une organisation vésiculaire, un 
apport d’énergie est nécessaire ; c’est pourquoi le procédé de formulation de liposomes fait 
couramment intervenir une étape d’extrusion. Cette mise en œuvre est donc complexe et 
onéreuse, ce qui constitue un frein à leur développement industriel.  
La synthèse de systèmes vésiculaires stables thermodynamiquement constitue un véritable 
défi scientifique. Des travaux préliminaires à ce projet [55, 330] ont permis d’envisager la mise 
en œuvre de vésicules unilamellaires mimant les systèmes liposomaux, tout en possédant 
l’avantage d’une préparation simple par auto-assemblage spontané de tensioactifs dits 
« catanioniques », c’est-à-dire stabilisés par la présence simultanée d’amphiphiles ioniques 
de charges opposées. Les vésicules catanioniques possèdent la même capacité à vectoriser 
des substances que les liposomes. Elles assurent tout aussi bien la protection des drogues 
encapsulées, réduit leur toxicité et améliore leur durée d’efficacité. La simplicité de leur 
mode de préparation, leur stabilité et leurs propriétés de dispersion en phase aqueuse en 
font des assemblables moléculaires de choix dans la mise en œuvre de systèmes de 
vectorisation.  
Dans un souci de respect des principes fondamentaux de la Chimie Verte, un procédé de 
mise au point de tensioactifs à base de sucre a été développé. Provenant de matériaux 
renouvelables, ces tensioactifs sont biocompatibles et non toxiques [332]. De plus, ils sont 
considérablement moins chers et beaucoup plus faciles d’utilisation que des phospholipides. 
Des études préliminaires menées au laboratoire [55, 56] se sont intéressées à l’influence de 
divers paramètres physico-chimiques pour l’obtention de vésicules catanioniques stables, de 
forme sphérique et capables d’encapsuler des principes actifs. A présent, l’objectif de cette 
partie est d’améliorer le design de vésicules catanioniques en optimisant leurs propriétés 
physico-chimiques et de mettre au point un protocole de formulation de façon à pouvoir, 
ultérieurement, étudier avec précision le mécanisme de vectorisation et de délivrance de 
principes actifs vers des cellules cibles. 
Afin d’atteindre cet objectif, la première étape a concerné la mise au point de la structure 
optimale du tensioactif tricaténaire catanionique pour la formation de vésicules. Ensuite, les 
propriétés physico-chimiques des vésicules catanioniques ont été caractérisées dans 
différents milieux. La compréhension des mécanismes d’auto-assemblage a permis de 
mettre au point un protocole de formulation de vésicules applicable en milieu physiologique. 
Des tests d’encapsulation de molécules fluorescentes de différentes hydrophilies ont 
finalement été réalisés. 
  




2. Conception d’un tensioactif tricaténaire catanionique, le 
« TriCat12 » 
Les tensioactifs catanioniques constituent les briques élémentaires de la structure des 
vésicules catanioniques. La conception d’un tensioactif catanionique particulier, le 
« TriCat12 », a été optimisée dans la perspective de formuler des vésicules utilisables en 
vectorisation. 
2.1. Généralités sur la conception de tensioactifs catanioniques 
Les tensioactifs catanioniques sont des molécules amphiphiles constituées de deux 
tensioactifs de charges opposées, associés par des interactions électrostatiques et des forces 




Figure II- 1 : Représentation schématique d’un tensioactif catanionique bicaténaire. 
 
Les mélanges de tensioactifs chargés qui libèrent leurs contre-ions en solution lors de leur 
association sont à distinguer des paires d’ions amphiphiles où les contre-ions sont éliminés, 
voire inexistants [333]. Dans ce dernier cas uniquement, on parle de tensioactifs 
catanioniques. Ce dernier mode de préparation est plus pertinent pour envisager une étude 
physico-chimique, dans la mesure où les contre-ions pourraient complexifier 
considérablement le système. 
Il existe quatre voies de synthèse de paires d’ions pures actuellement décrites dans la 
littérature [334-336]. Les trois premières éliminent les sels résiduels par des méthodes 
d’extraction par solvant organique, par précipitation ou par échange d’ions. 
La dernière méthode, mise au point au laboratoire [337, 338], fait intervenir un échange de 
protons entre deux tensioactifs précurseurs, l’un porteur d’un groupement acide et l’autre 
d’un groupement amine. La réaction acido-basique permet l’ionisation mutuelle des deux 
espèces et leur association catanionique en l’absence de contre-ions. Cette méthode d’éco-
conception de tensioactifs catanioniques s’inscrit dans une démarche de synthèse verte, 
dans la mesure où la réaction, intervenant dans l’eau, est spontanée et ne nécessite ni 
solvants organiques ni méthodes physiques consommatrices d’énergie pour la purification 
des paires d’ions. Cette stratégie a été exploitée industriellement dans le cadre 
d’applications thérapeutiques, où l’un des deux tensioactifs est un principe actif [339, 340]. Ce 
dernier participe donc à sa propre vectorisation, on parle alors de « formulation bioactive ». 
 
La structure des tensioactifs catanioniques est facilement modulable suivant le besoin. Afin 
de faciliter leur solubilisation dans l’eau, l’utilisation d’amphiphiles glycosidiques à forte 
hydrophilie a été développée [329, 341, 342]. Cette tête sucre présente des avantages de 




biocompatibilité notamment exploités dans la conception d’analogues du 
galactosylcéramide dans le cadre d’une thérapie anti-VIH [337, 343]. 
Par ailleurs, afin de renforcer l’effet hydrophobe qui constitue le principal moteur 
d’association des tensioactifs en vésicules, une troisième chaîne lipidique a été ajoutée, 
donnant naissance à un tensioactif tricaténaire[344, 345]. Dans cet objectif, un acide à double 
chaîne aliphatique a été introduit [346]. Il s’agit d’un acide phosphinique, dont l’acidité est 
plus forte que celle d’un acide carboxylique, afin de déplacer l’équilibre de la réaction dans 




Figure II- 2 : Représentation schématique d’un tensioactif catanionique tricaténaire dérivé de sucre. 
 
Le tensioactif catanionique tricaténaire dérivé de sucre préparé au laboratoire a fait l’objet 
d’une caractérisation physico-chimique [55, 56, 330] mettant en évidence des propriétés 
prometteuses d’association sous forme de vésicules et d’encapsulation de marqueurs 
hydrophiles. Avant d’envisager l’utilisation de telles vésicules pour la vectorisation de 
principes actifs, nous avons optimisé leurs propriétés de biocompatibilité et de stabilité. 
Pour cela, nous avons amélioré la méthode de synthèse ainsi que la structure du tensioactif 
catanionique tricaténaire. 
2.2. Optimisation du procédé de synthèse d’un tensioactif 
précurseur, le N-alkylamino – 1 - déoxylactitol 
Le N-alkylamino – 1 - déoxylactitol, désigné ultérieurement par le terme générique « L-
Hyd », est un tensioactif à tête sucre, précurseur de l’amphiphile cationique qui constitue le 
tensioactif catanionique. Sa synthèse a été effectuée par une réaction d’amination 
réductrice à partir d’-lactose. L’alkylamine greffée possède soit 16 soit 12 carbones, 
formant respectivement le N-hexadécylamino-1-déoxylactitol (L-Hyd16) et le N-
dodécylamino-1-déoxylactitol (L-Hyd12) (cf Figure II- 3). 
 





Figure II- 3 : Synthèse du L-Hyd en deux étapes: (1) amination de l’-lactose par une alkylamine, (2) 
réduction de l’imine (soit par NaBH4, soit par H2 sur Pd/C). 
 
La synthèse de L-Hyd16, mise au point au préalable au sein du laboratoire [337, 338], utilise du 
borohydrure de sodium (NaBH4) comme agent réducteur de l’imine. Cependant, 
l’élimination des traces de bore est une étape relativement délicate à réaliser et à adapter à 
grande échelle, le bore ayant une grande affinité pour les sucres porteurs de groupements 
cis diols, comme le galactose. C’est pourquoi le procédé de synthèse du L-Hyd16, 
particulièrement l’étape de réduction de l’imine, a été optimisé en remplaçant la réduction 
au NaBH4 par une hydrogénation sous pression d’hydrogène en utilisant un catalyseur 
régénérable, le palladium sur charbon (Pd/C), dont l’emploi a été envisagé dans le cadre de 
la thèse d’E. Soussan [330]. 
En utilisant cette synthèse au dihydrogène, la longueur de chaîne du L-Hyd a du être 
raccourcie de 16 à 12 carbones afin de réduire l’hydrophobie globale du tensioactif et ainsi 
d’améliorer sa solubilité en milieu aqueux. Ainsi, trois synthèses de L-Hyd ont été réalisées. 
Comme la plupart des tensioactifs, le L-Hyd possède la propriété de s’auto-organiser en 
milieux aqueux afin de réduire le contact de sa partie hydrophobe avec le solvant : il forme 
spontanément des micelles [347].  
Ces assemblages supramoléculaires peuvent être caractérisés par plusieurs paramètres 
physico-chimiques, notamment la Concentration Micellaire Critique (CMC) et le point de 
Krafft. La CMC correspond à la concentration minimale à partir de laquelle les tensioactifs 
s’associent spontanément sous forme de micelles en solution. Cette valeur est définie pour 
une température donnée. La température de Krafft, quant à elle, est la température 
minimale au-dessous de laquelle le tensioactif ne forme plus de micelles car il cristallise, 
même si sa concentration dans la solution est supérieure à sa CMC. 




Le Tableau II- 1 récapitule les données de CMC et température de Krafft, ainsi que la tension 
de surface de la solution pour une concentration supérieure ou égale la CMC, pour les trois 






par H2 sur Pd/C 
L-Hyd12  
par H2 sur Pd/C 
Température de Krafft / 40°C / 
CMC* (40°C) 1.0x10-4M 4.8x10-5M 1.9x10-4M 
Tension de surface à la CMC* (40°C) 31.0mN/m 28.0mN/m 25.5mN/m 
Tableau II- 1 : Caractérisation physico-chimique du L-Hyd16 dans l’eau, suivant le procédé de synthèse utilisé 
(réduction de l’imine par NaBH4 ou H2 sur Pd/C) et du L-Hyd12 synthétisé en utilisant H2 sur Pd/C.  
*CMC : Concentration Micellaire Critique 
 
La présence d’une température de Krafft de 40°C pour le L-Hyd16 obtenu par hydrogénation 
catalytique indique une moins bonne solubilité dans l’eau que son analogue obtenu par 
réduction au borohydrure de sodium (cf Tableau II- 1). En effet, lorsque l’on utilise le 
dihydrogène, la pureté du produit est accrue car cela évite toute trace de contamination du 
tensioactif par les borates résiduels qui ont une forte affinité pour les fonctions hydroxyles 
du sucre. Cependant, ces composés borés augmentent le volume et la polarité de la tête des 
tensioactifs, ce qui stabilise les micelles par solvatation et améliore ainsi leur solubilité dans 
l’eau. Ceci explique les problèmes de solubilité du L-Hyd16 synthétisé par réduction au 
dihydrogène qui a une température de Krafft supérieure à la température ambiante, rendant 
son utilisation plus délicate (particulièrement en milieu biologique humain, où la 
température est de 37°C). Afin de comparer le comportement physico-chimique des 
tensioactifs, les mesures ont été réalisées à 40°C.  
A 40°C, la concentration micellaire critique (CMC) du L-Hyd16 est approximativement divisée 
par deux lorsque l’on utilise H2 au lieu de NaBH4 (cf Tableau II- 1). En effet, dans ce cas il n’y 
a pas de borates résiduels qui solvatent le L-Hyd16 dans l’eau. Concernant l’influence de la 
longueur de la chaîne alkyle, le L-Hyd12 est moins hydrophobe que le L-Hyd16. Cette 
meilleure solubilité dans l’eau se traduit par une CMC plus importante. 
Comme discuté précédemment, la synthèse qui utilise le dihydrogène est plus facile à 
transposer au niveau industriel que celle utilisant le borohydrure de sodium, c’est pourquoi 
ce procédé a été choisi pour la suite de l’étude. Afin d’assurer une meilleure solubilité du 
tensioactif final dans les milieux aqueux, la chaîne courte à 12 carbones a été préférée. 
2.3. Conception du tensioactif tricaténaire catanionique bis(α-
hydroxydodécyl)phosphinate de 1-N-dodécylammonium-1-
déoxylactitol (« TriCat12 ») 
Le tensioactif tricaténaire catanionique dérivé de sucre bis(α-hydroxydodécyl)phosphinate 
de 1-N-dodécylammonium-1-déoxylactitol, que l’on désignera par la suite « TriCat12 », a été 
synthétisé par réaction acido-basique dans l’eau entre le L-Hyd12 précédemment synthétisé 
et l’acide bis--(hydroxydodécyl)phosphinique, obtenu selon un mode opératoire 
préalablement mis au point au sein du laboratoire [348].  
La cinétique de la réaction de formation du TriCat12 dans l’eau a été suivie par pH-métrie 
jusqu’à stabilisation du pH. Le tensioactif catanionique qui en résulte doit sa formation à des 




interactions électrostatiques entre l’anion phosphinate et le cation ammonium. Il possède 
une tête sucre dérivée de lactose et trois queues hydrophobes (cf Figure II- 4). 
 
 
Figure II- 4 : Synthèse du tensioactif tricaténaire catanionique TriCat12. 
 
Afin de mettre en évidence l’achèvement de la réaction, nous avons, dans un premier temps, 
utilisé la spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier (FT-IR) pour caractériser le 
produit formé. Cette technique de spectroscopie exploite les fréquences de résonance des 
molécules pour déterminer la nature des liaisons chimiques qui les composent. La 
comparaison des bandes vibrationnelles observées sur les spectres FT-IR du L-Hyd12, de 
l’acide phosphinique et du TriCat12 nous fournit plusieurs indications. 
Tout d’abord, les bandes d’absorption correspondant au groupe P-OH, à 941 et 2391 cm-1 
sur le spectre de l’acide phosphinique ne sont pas présentes sur celui du TriCat12. 
Ensuite, la bande d’absorption correspondant à l’élongation du groupe N-H, à 1639 cm-1 sur 
le spectre du L-Hyd12 a disparu sur le spectre du TriCat12. 
De plus, la bande d’absorption correspondant au groupe P(OH)O, à 1115 cm-1 sur le spectre 
de l’acide phosphinique n’est pas présente sur le spectre FT-IR du TriCat12. 
Enfin, la bande d’absorption correspondant au groupe POO-, absente sur le spectre de 
l’acide phosphinique, apparaît à 1067 cm-1 sur le spectre du TriCat12. 
L’interprétation des spectres obtenus nous permet donc de conclure à une réaction acido-
basique complète entre le N-dodécylamino-1-déoxylactitol et l’acide bis-- 
(hydroxydodécyl)phosphinique. 
 
Dans un second temps, la structure du tensioactif TriCat12 a été caractérisée par 
spectrométrie de masse haute résolution. Cette technique permet la séparation en phase 
gazeuse de molécules chargées en fonction de leur rapport masse/charge (m/z). Pour cela, il 
est nécessaire d’ioniser les molécules. Cette étape est réalisée par un électronébuliseur qui 




permet la formation de gouttelettes et leur chargement par méthode électrostatique à 
pression atmosphérique et température ambiante, afin de limiter la détérioration des 
molécules. L’analyseur utilisé est dit « à temps de vol », il permet de séparer les ions 
produits suivant leur vitesse. Il présente une très grande sensibilité ainsi qu’une importante 
rapidité d'analyse. Sa résolution et sa précision en masse permettent de déterminer la 
masse exacte des ions produits. 
Les ions qui ont été fixés sur les sites basiques des molécules du TriCat12 sont les cations 
sodium (Na+). Le spectre de masse obtenu représente le rapport m/z des ions détectés en 
fonction de leur abondance relative (cf Figure II- 5). 
 
 
Figure II- 5 : Spectre de masse du TriCat12. 
 
La masse exacte du tensioactif catanionique (M+Na)+ a été calculée à 968,6779Da. Le pic de 
masse à 968,6894D a une erreur de masse très faible (11,5mDa), prouvant la formation du 
composé catanionique TriCat12. 
  




3. Formulation et caractérisation de vésicules catanioniques 
3.1. Généralités sur l’auto-agrégation de tensioactifs en solution 
aqueuse 
Les tensioactifs en solution aqueuse possèdent la propriété de s’orienter au niveau 
d’interfaces eau-air ou eau-huile, ayant pour conséquence d’abaisser la tension interfaciale. 
Au-delà d’une certaine concentration définie à une température donnée, ces tensioactifs 
dispersés en solution aqueuse s’associent spontanément sous forme d’agrégats 
supramoléculaires, afin de réduire au maximum le contact des parties hydrophobes avec 
l’eau. La morphologie de ces agrégats varie en fonction de la géométrie du tensioactif, donc 
de sa structure moléculaire. 
Ce phénomène a été modélisé pour la première fois par Israelachvili et al. [331], qui a 
introduit la notion de paramètre d’empilement moléculaire P. Ce concept, fondé sur des 
considérations géométriques, permet de prévoir la morphologie des associations 
supramoléculaires à l’équilibre thermodynamique, en tenant compte de trois paramètres 
géométriques du tensioactif : la surface de sa tête polaire a, le volume de sa queue 
hydrophobe v et la longueur de la chaîne lipophile l, tels que : P = v/a.l. 
La correspondance établie entre le paramètre d’empilement P et la morphologie des 




Figure II- 6 : Morphologie des agrégats de tensioactifs en fonction du paramètre d’empilement P. 
 




Ce paramètre d’empilement a été largement admis et utilisé par la communauté 
scientifique. Cependant, son utilisation est parfois biaisée par manque de rigueur dans la 
définition des paramètres à prendre en compte. Une récente discussion menée par Kunz et 
al. [349] a permis d’apporter quelques précisions sur l’utilisation du paramètre d’empilement. 
La longueur l de la chaîne lipophile considérée doit correspondre à la valeur moyennée sur 
les différentes conformations de la molécule. Le volume moléculaire v doit quant à lui 
inclure non seulement la partie apolaire du tensioactif, mais aussi la phase lipophile 
pénétrante. Ces paramètres ne sont pas forcément faciles à déterminer expérimentalement. 
Lorsque le paramètre d’empilement est compris entre 0,5 et 1, les tensioactifs ont tendance 
à s’associer spontanément sous forme de vésicules constituées de bicouches, stabilisées par 
un équilibre compétitif entre l’entropie du mélange et l’élasticité de la courbure des 
bicouches de tensioactifs [350]. Cette organisation spontanée a suscité un profond intérêt 
dans la communauté scientifique et est à l’heure actuelle largement exploitée dans diverses 
applications industrielles, dans le domaine de la santé (à visée diagnostique ou 
thérapeutique, notamment l’encapsulation d’antifongiques, d’anticancéreux, de vaccins…), 
des formulations cosmétiques (produits dermocosmétiques, shampoings) ou encore de 
l’alimentaire [351]. 
A l’instar des autres molécules amphiphiles, les tensioactifs catanioniques possèdent la 
capacité de s’auto-assembler sous forme d’agrégats de nature différente suivant leur 
composition, notamment des nanodisques [336], des icosaèdres [335] ou plus couramment des 
vésicules [352]. Les vésicules de tensioactifs catanioniques suscitent un intérêt croissant, dans 
la mesure où leur agrégation est spontanée, donc requiert peu d’énergie pour la 
formulation, et est adaptable à un grand nombre de tensioactifs commerciaux ou de 
synthèse[333]. Suivant l’application visée, il est possible d’adapter les quantités relatives des 
tensioactifs anionique et cationique [353, 354] et de moduler facilement leur nature [329]. 
Les vésicules de tensioactifs catanioniques dérivés de sucre ont notamment été développées 
pour leurs propriétés de biocompatibilité [329] et leur capacité de reconnaissance spécifique 
de ligands glycoconjugués comme la lectine qui permettent d’envisager des applications 
biotechnologiques [342]. La présence de groupements sucre apporte par ailleurs l’hydrophilie 
suffisante à la formation spontanée de vésicules à l’équimolarité[355]. 
Le tensioactif tricaténaire TriCat16 synthétisé à partir de L-Hyd16, mis au point 
précédemment dans le laboratoire, possède trois queues hydrophobes qui lui confèrent 
l’hydrophobie nécessaire à la formation spontanée de vésicules dans l’eau. Une étude par 
modélisation moléculaire de ce tensioactif a révélé une géométrie tronc-conique, traduisant 
un paramètre d’empilement entre 0,5 et 1. La présence de deux populations de vésicules 
unilamellaires centrées en 150nm et 400nm, stables pendant trois jours, a été confirmée par 
diverses techniques [55]. Les propriétés physico-chimiques d’agrégation du TriCat16 dans le 
cas d’un excès de tensioactif cationique ont de plus été explorées en termes de taille, 
morphologie et stabilité dans des conditions salines et suivant des températures variées [56]. 
La structure du tensioactif catanionique ayant été optimisée (cf paragraphe 2.), il s’agit à 
présent de vérifier s’il s’agrège spontanément sous forme vésiculaire pour envisager son 
utilisation à des fins de vectorisation. 




3.2. Caractérisation physico-chimique des propriétés d’auto-
agrégation du TriCat12  
Les propriétés d’agrégation du TriCat12 ont été évaluées dans différents milieux. Dans un 
premier temps, pour des raisons de praticité, le protocole de formulation des agrégats 
supramoléculaires a été mis au point dans l’eau.  
Ensuite, afin de vérifier s’il peut être utilisé en milieu biologique, nous avons utilisé un 
tampon physiologique mimant les conditions d’un milieu extracellulaire, le tampon PBS (en 
anglais Phosphate Buffer Solution). 
Enfin, une solution aqueuse faiblement ionisée et riche en glucose, désignée ci-après 
« tampon P » (pH 7,4), a été utilisée. Ce tampon interviendra dans la réalisation 
d’expériences décrites dans le chapitre III. 
3.2.1. Propriétés tensioactives du TriCat12 
Lorsqu’il est présent en solution aqueuse, le TriCat12 s’organise spontanément sous forme 
d’agrégat supramoléculaire au-delà d’une certaine concentration appelée Concentration 
d’Agrégation Critique (CAC). Cette valeur est déterminable par tensiométrie, puisqu’il s’agit 
de la concentration minimale pour laquelle la tension de surface de la solution aqueuse 
atteint sa valeur la plus faible. 
Afin de caractériser ces agrégats supramoléculaires, il est nécessaire de déterminer la valeur 
de la CAC en dessous de laquelle ces associations de tensioactifs n’ont pas lieu. La Figure II- 7 
traduit les résultats obtenus pour la mesure de tension superficielle des trois milieux étudiés 
(eau, tampon PBS et tampon P) suivant la concentration en TriCat12 appliquée. 
 
 
Figure II- 7 : Isothermes à 25°C de tension de surface de solutions de TriCat12 préparées par pesées dans les 
trois milieux étudiés, en fonction de leur concentration. 
 




Nous déduisons des ruptures de pente de ces isothermes de tension de surface les valeurs 
de CAC à 25°C : 5 x 10-5M dans l’eau et le tampon P, et 3 x 10-5M dans le PBS.  
Le tampon P et a fortiori l’eau ultrapure sont des solutions très faiblement ionisées. A 
l’inverse, le tampon PBS possède des ions qui écrantent les charges catanioniques du 
tensioactif TriCat12, abaissant ainsi son hydrophilie. Le TriCat12 aura donc tendance à 
s’associer plus spontanément sous forme d’agrégats dans le PBS qu’en milieu faiblement ou 
non ionique (respectivement tampon P et eau), d’où la différence de CAC dans les trois 
milieux. 
3.2.2. Caractérisation des agrégats supramoléculaires 
3.2.2.1. Taille des agrégats supramoléculaires 
Le tensioactif TriCat12 s’associe spontanément sous forme d’agrégats supramoléculaires. 
Afin d’optimiser la reproduction de la formation de ces objets, une étape de sonication a été 
mise en place. Nous avons caractérisé par diffusion dynamique de la lumière (DDL) les 
agrégats supramoléculaires ainsi formulés dans chacun des trois milieux précédents, en se 
plaçant à une concentration en tensioactifs supérieure à la CAC. 
Cette technique d’analyse spectroscopique permet de mesurer le diamètre hydrodynamique 
moyen de particules en suspension dans un liquide. La Figure II- 8 présente les distributions 




Figure II- 8 : Distribution de taille de vésicules de TriCat12 formulées à 1 x 10
-4
M : (A) dans l’eau, (B) en 
milieu tampon PBS, (C) dans le tampon P.  
Zmoy correspond au diamètre hydrodynamique moyen des vésicules, IP est l’indice de polydispersité.  
Les résultats présentés sont représentatifs des valeurs obtenues sur trois échantillons indépendants. 
 




Dans l’eau et dans le tampon P, les distributions de taille des agrégats sont centrées sur la 
valeur de 200nm, alors que la taille des agrégats formulés dans le PBS est supérieure, de 
l’ordre de 450nm.  
Il s’agit par ailleurs d’échantillons relativement polydisperses. Dans l’eau et le tampon P, 
l’indice de polydispersité est de l’ordre de 0,2. Dans le PBS, sa valeur est supérieure à 0,4.  
3.2.2.2. Charge de surface des agrégats moléculaires 
Comme tout colloïde, les vésicules 
catanioniques possèdent une charge 
globale à leur surface qui attire les ions 
de charge opposée présents dans la 
solution aqueuse. Ceux-ci constituent 
une couche ionisée dense, appelée 
couche de Stern, qui attire à son tour 
une couche plus diffuse d’ions de 
charge opposée, dite couche de Gouy-
Chapman (cf Figure II- 9). La différence 
de potentiel entre la couche dense de 
Stern et la couche diffuse de Gouy-
Chapman est appelée potentiel zêta (ζ). 
Cette grandeur caractérise donc la 
répartition des charges électriques que 
les vésicules acquièrent sur leur surface 
grâce aux ions qui l’entourent quand 
elles sont en solution [287, 356, 357]. 
 
 
Figure II- 9 : Schéma représentatif du potentiel ζ. 
 
L’appareil de zêtamétrie applique un champ électrique à travers l’échantillon. Les vésicules 
de TriCat12 migrent vers l’électrode de charge opposée avec une vitesse proportionnelle à 
l’amplitude du potentiel ζ, qui est alors mesuré. Les valeurs obtenues sont retranscrites dans 
le Tableau II- 2. 
 
 Eau Tampon PBS Tampon P 
Potentiel ζ (mV) -29 (±3) Non Mesurable -27 (±3) 
Tableau II- 2 : Mesures de potentiel ζ des vésicules de TriCat12 formulées à 1 x 10
-4
M dans les milieux 
étudiés. 
 
Bien qu’elles soient constituées d’un mélange équimolaire de cations et d’anions, le 
potentiel ζ des vésicules catanioniques a été déterminé à une valeur de l’ordre de -30mV en 
milieu faiblement ou non ionisé (la présence des ions en tampon PBS rend impossible la 
mesure du potentiel ζ des vésicules dans ce milieu). On en déduit que ces vésicules 
possèdent une charge de surface faiblement négative, probablement due à une répartition 
spatiale inhomogène des charges de ces tensioactifs qui composent les bicouches des 
édifices supramoléculaires en solution aqueuse. 




Une telle valeur de potentiel ζ constitue un atout majeur pour les vésicules catanioniques. En 
effet, étant globalement chargées négativement, elles se repoussent mutuellement et 
restent en suspension stable, leur conférant une bonne stabilité en solution. 
3.2.2.3. Morphologie des agrégats supramoléculaires 
Les agrégats supramoléculaires ont été observés par microscopie électronique à 
transmission (MET) dans les trois milieux étudiés : l’eau, le tampon PBS et le tampon P (cf 




Figure II- 10 : Clichés de MET du TriCat12 à 1 x 10
-4
M : (A) dans l’eau, (B) en milieu tampon PBS, (C) dans le 
tampon P. 
 
Ces clichés de microscopie du TriCat12 révèlent la présence d’agrégats de forme sphérique 
dans les trois milieux. Il s’agit vraisemblablement de vésicules se formant spontanément 
dans chacun des milieux utilisés pour solubiliser le tensioactif TriCat12.  
Le diamètre des agrégats semble polydisperse dans les trois cas, ceci confirme la large 
distribution de taille mesurée par DDL. Dans l’eau et le tampon P, il varie approximativement 
entre 80 et 500nm, la valeur médiane est approximativement 150nm. La taille des agrégats 
formulés dans le tampon PBS varie quant à elle entre 100 et 1000nm, avec une valeur 
médiane approximative de 300nm. 
Ces données sont donc en corrélation avec les mesures effectuées par DDL, dans la mesure 
où ces dernières prennent en compte la sphère de solvatation des vésicules catanioniques : 
les tailles mesurées en DDL sont donc supérieures aux diamètres médians observés en MET. 
A l’inverse, le principal inconvénient de la technique de microscopie électronique en 
transmission réside dans le fait que les échantillons sont séchés dans un courant d’azote 
avant d’être observés. Il en résulte de possibles modifications au niveau de la taille des 
agrégats, qui ont tendance à rétrécir en séchant. 
 
La caractérisation des agrégats supramoléculaires formulés dans les trois milieux précédents 
a mis en évidence deux comportements différents, particulièrement au niveau de la taille, 
suivant si le solvant utilisé possède une forte teneur en ions (comme le tampon PBS, riche de 
sels divalents) ou non (comme l’eau ou le tampon P). Cette différence de comportement 
s’explique aisément. 
Le phénomène d’association spontanée de tensioactifs catanioniques sous forme vésiculaire 
dépend fortement de la présence de sels dans la solution [56]. Cette agrégation est dirigée 




par des interactions électrostatiques entre les charges opposées des têtes polaires 
cationiques et anioniques. En présence de sels, ces interactions électrostatiques sont 
altérées par un phénomène d’écrantage des charges qui diminue les interactions entre les 
têtes polaires. La structure des assemblages catanioniques formulés dans un tel milieu en est 
fortement affectée.  
De plus, les effets de sels en solution aqueuse peuvent différer suivant la nature de ces 
derniers. D’après la théorie d’Hofmeister [358], chaque sel a une influence individuelle sur 
l’organisation des associations supramoléculaires, suivant s’il tend à s’adsorber à l’interface 
entre les agrégats de tensioactifs et l’eau, favorisant leur solubilisation (on parle alors de 
phénomène de salting-in) ou s’il reste fortement hydraté en solution, modifiant le réseau de 
liaisons hydrogène de l’eau dans l’environnement proche des édifices supramoléculaires 
(induisant un phénomène de salting-out). 
Des considérations géométriques permettent d’expliquer la modification de l’organisation 
d’un système de tensioactifs en présence de sels. Une récente étude a été menée sur un 
système de tensioactifs commerciaux de charges opposées dont le comportement a été 
étudié en l’absence et en présence de sels [359]. En l’absence de sels, ces tensioactifs 
catanioniques sont assemblés sous forme de micelles. Dans cette étude, l’ajout de sels 
déshydrate la tête polaire des tensioactifs, ce qui entraîne une diminution de la valeur de la 
surface a de cette dernière, par conséquent la valeur du paramètre d’empilement des 
tensioactifs P= v/a.l est augmentée, induisant la formation spontanée de vésicules. 
Dans notre cas, le tampon PBS est riche en phosphates, ions connus pour leurs propriétés 
cosmotropes [360], c’est-à-dire leur capacité à s’hydrater facilement. Tout comme dans 
l’étude précédemment décrite, la géométrie du tensioactif TriCat12 est très probablement 
affectée par la présence des ions phosphate qui déshydratent sa tête polaire. Cette 
déshydratation est d’autant plus marquée que la surface des vésicules est chargée 
négativement, les anions phosphate n’auront donc pas spontanément tendance à s’adsorber 
à leur surface mais plutôt à s’hydrater au détriment du tensioactif TriCat12. Ceci a une 
conséquence directe sur la géométrie de ce dernier. En effet, l’hydrophilie de la tête des 
tensioactifs catanioniques est abaissée, tandis que les chaînes hydrophobes s’écartent suite 
à une moins bonne interaction électrostatique. La géométrie globale du tensioactif est alors 
affectée, puisque l’on passe d’une forme tronc-conique à une forme plus cylindrique (le 
paramètre d’empilement P se rapproche de 1). Ceci induit un plus grand rayon de courbure 
des vésicules catanioniques, donc une taille des agrégats supérieure ; cette hypothèse est 
confirmée par les résultats obtenus en DDL. 
Par ailleurs, l’étude précédente [359] souligne que la présence d’espèces non chargées, 
comme le glucose (qui est le composant majoritaire du tampon P), n’a aucune influence sur 
l’organisation des tensioactifs. Même si ces molécules modifient la structure de l’eau 
environnante, cet effet n’est pas suffisamment important pour modifier de façon 
significative la courbure des vésicules. Une interaction électrostatique est nécessaire. Ceci 
explique pourquoi le TriCat12 a un comportement d’association similaire dans l’eau et le 
tampon P.  
En outre, l’effet de salting-out induit par les ions phosphate sur les agrégats 
supramoléculaires environnants peut avoir pour conséquence de favoriser l’agrégation et la 
précipitation de ces derniers. C’est pourquoi nous nous sommes intéressés par la suite à la 
stabilité des vésicules catanioniques formulées dans les trois milieux précédemment étudiés. 




3.2.3. Stabilité des vésicules 
3.2.3.1. Cinétique de dégradation des vésicules 
Lorsque les vésicules de TriCat12 sont formulées dans l’eau, l’échantillon a une apparence 
macroscopique transparente, homogène et légèrement bleutée, due à l’effet Tyndall. Les 
données de DDL présentées sur la Figure II- 11 confirment la présence de vésicules de 
diamètre constant de l’ordre de 200nm pendant une dizaine de jours (A). A l’issue de cette 
période, on observe l’apparition d’un léger trouble dans l’échantillon (B), qui s’accompagne 
d’un grossissement des vésicules de 600 à 800nm, traduisant probablement un phénomène 
de coalescence des vésicules entre elles. Enfin, au bout de 45 jours environ (C), on observe 
une précipitation macroscopique de l’échantillon. La DDL confirme la présence de macro-
agrégats de l’ordre de plusieurs micromètres de diamètre. 
 
 




La zone blanche (A) correspond à un échantillon transparent et homogène. La zone gris clair (B) correspond 
à l’apparition d’un léger trouble dans l’échantillon. La zone gris foncé (C) correspond à une précipitation 
macroscopique de l’échantillon. 
 
Ce phénomène de coalescence et précipitation est aussi observé dans les milieux tampons 
PBS et P, avec une cinétique beaucoup plus rapide.  
En effet, les vésicules obtenues dans le tampon P sont stables et de taille constante pendant 
environ 48 à 72h après leur formulation. Ce délai est suffisant pour envisager l’utilisation de 
vésicules catanioniques formulées dans le tampon P pour des expériences de 
compréhension mécanistique, développées dans le chapitre III. Au delà, le phénomène de 
coalescence est observé, puis la précipitation de l’échantillon intervient au bout de 4 à 5 
jours. 




Enfin, la coalescence d’un échantillon formulé dans le PBS intervient au bout de 6h environ, 
sa précipitation complète a lieu sous 24h. Comme nous l’avions envisagé, les effets de sels 
induisent une déstabilisation plus rapide des édifices supramoléculaires de TriCat12 
formulés dans le tampon PBS par rapport à une formulation dans l’eau, ce qui présente un 
inconvénient pour leur utilisation à des fins d’application cellulaire. Ce protocole doit donc 
être optimisé. 
3.2.3.2. Stabilité à la dilution des vésicules 
3.2.3.2.1. Stabilité à la dilution dans le milieu de formulation 
Dans le but d’améliorer la stabilité dans le temps des vésicules catanioniques, nous avons 
exploré par diffusion dynamique de la lumière le devenir de ces agrégats supramoléculaires 
lors de leur dilution dans leur milieu de formulation (cf Figure II- 12). 
 
 
Figure II- 12 : Diamètres hydrodynamiques moyens d’agrégats de TriCat12 préparés et dilués en série (R=2) 
respectivement dans : (bleu) de l’eau, (rouge) du tampon PBS, (jaune) du tampon P.  
Les résultats présentés sont représentatifs des valeurs obtenues sur trois échantillons indépendants. 
 
La Figure II- 12 présente les variations de diamètres de ces vésicules au cours de dilutions 
successives dans leur milieu de formulation. Nous observons le maintien des diamètres 
vésiculaires aux alentours de 200 à 250nm dans l’eau ainsi que dans le tampon P, bien que la 
concentration finale soit inférieure à la CAC du TriCat12. Il en est de même pour les vésicules 
formulées et diluées dans le tampon PBS, où leur diamètre est conservé autour de 400 à 500 
nm au cours des dilutions successives. Ces résultats attestent donc d’une stabilité des 
vésicules à la dilution. Ce paramètre pourra s’avérer pertinent lors d’applications en biologie. 
Il est à présent intéressant d’étudier la cinétique de réarrangement des tensioactifs 
catanioniques après leur dilution. Pour cela, la taille d’un échantillon de vésicules de 




TriCat12 formulées dans l’eau a été suivie dans le temps après sa dilution dans l’eau. Les 
résultats sont reportés sur la Figure II- 13. 
 
 
Figure II- 13 : Stabilité dans le temps d’un échantillon de vésicules de TriCat12 formulé à 1 x 10
-4
M dans l’eau, 
puis dilué à 2 x 10
-5
M dans l’eau.  
La zone blanche (A) correspond à un échantillon transparent, homogène et bleuté. La zone gris clair (B) 
correspond à l’apparition d’un léger trouble dans l’échantillon, la zone gris foncé correspondant à la 
précipitation de l’échantillon (C) n’a pas encore été observée. 
 
La taille des vésicules est maintenue aux alentours de 200nm pendant environ trois mois, la 
solution demeurant transparente, homogène et bleutée. Ensuite, un léger trouble est 
observé dans la solution, s’accompagnant d’un grossissement des vésicules vers 320nm. 
Après plus de huit mois, aucune précipitation de l’échantillon n’a encore été observée. 
La comparaison de ces valeurs avec la stabilité de l’échantillon non dilué (cf Figure II- 11) 
traduit un renforcement de la stabilité des vésicules en solution, dont le diamètre est 
stabilisé à 200nm pendant une échelle de temps neuf fois plus importante. Ceci s’explique 
par le fait que la dilution a permis d’éloigner spatialement les vésicules catanioniques les 
unes des autres, limitant considérablement leur rencontre et donc leur coalescence.  
Au vu de ces résultats, il semblerait que la cohésion des agrégats de TriCat12 soit 
suffisamment importante pour les maintenir à l’état vésiculaire sur une large échelle de 
temps, la cinétique de réarrangement des tensioactifs entre les phases libre et agrégée est 
donc probablement longue. Afin de vérifier cette hypothèse, une expérience de tensiométrie 
a été mise en œuvre (cf Figure II- 14). 
 





Figure II- 14 : Variation dans le temps de la tension de surface d’un échantillon de vésicules de TriCat12 
formulé à 1 x 10
-4
M dans l’eau, puis dilué à 2 x 10
-5
M dans l’eau (t=0).  
L’encart rappelle la détermination de la CAC du TriCat12 dans l’eau (cf Figure II- 7). 
 
Un échantillon de vésicules de TriCat12 formulées dans l’eau à une concentration supérieure 
à la CAC a une tension de surface de 30 mN/m. Après dilution en dessous de la CAC, si les 
vésicules n’étaient pas stables à la dilution, leur dégradation entraînerait une augmentation 
immédiate de la quantité de tensioactifs libres en solution. La tension de surface de 
l’échantillon devrait alors correspondre à celle d’une solution de tensioactifs libres à cette 
concentration (soit 47mN/m à 2 x 10-5M).  
Cependant, la tension de surface est restée stable autour de 62 mN/m pendant environ trois 
mois. Cette valeur correspond à la tension de surface des tensioactifs libres de la solution 
mère après leur dilution par le facteur de dilution appliqué sur les vésicules. Ceci traduit le 
fait que la quantité de tensioactifs libres en solution n’a pas augmenté lors de la dilution, le 
tensioactif TriCat12 est donc resté sous forme d’agrégat vésiculaire après dilution, et ce 
pendant une durée d’environ 90 jours. Ces résultats sont en accord avec les mesures de DDL 
(cf Figure II- 8). 
Par ailleurs, nous observons à partir du quatrième mois une décroissance lente de la tension 
de surface de l’échantillon, traduisant une libération progressive de tensioactifs libres en 
solution ou résultant d’une dégradation enzymatique.  
L’équilibre thermodynamique entre les vésicules et les tensioactifs libres n’est pas encore 
établi après plus de huit mois, en effet les structures vésiculaires n’ont pas encore fini de se 
dégrader pour libérer des tensioactifs libres. Cet équilibre, qui sera atteint lorsque la tension 
de surface aura diminué jusqu’à la valeur de 50 mN/m, possède donc une cinétique 
particulièrement longue. 




En conclusion, cette étude de stabilité a montré que les vésicules catanioniques sont 
préparées de façon optimale lorsque le solvant de formulation est faiblement ionisé, comme 
l’eau ou le tampon P. Une formulation dans le tampon PBS ne permet pas d’obtenir des 
vésicules avec une stabilité satisfaisante pour envisager des applications biologiques. Il est 
donc écarté des protocoles de formulation envisageables. De plus, la dilution des vésicules 
leur confère une stabilité optimale, notamment lorsqu’elles sont formulées dans l’eau. Cette 
constatation constitue le point de départ de l’optimisation du protocole de préparation des 
vésicules catanioniques pour des applications de vectorisation. 
3.2.3.2.2. Stabilité à la dilution en milieu physiologique 
Ces vésicules étant destinées à vectoriser des principes actifs sur cellules, nous avons étudié 
leur devenir en milieu physiologique. Du point de vue de la biologie cellulaire, l’ordre de 
grandeur des concentrations en nanovecteurs appliqués est inférieur à celles que nous avons 
utilisées dans le cadre d’une caractérisation physico-chimique, généralement de l’ordre 
d’une à deux dizaines de micromolaires [361-363]. Ces valeurs étant inférieures à la CAC du 
TriCat12, il est nécessaire de formuler les vésicules dans une concentration au dessus de leur 
CAC et de les diluer ultérieurement, puisque celles-ci présentent une stabilité à la dilution. 
La stabilité des vésicules étant optimale lorsqu’elles sont formulées dans l’eau, nous avons 
choisi ce solvant de formulation, en envisageant de les diluer ensuite dans d’autres milieux 
permettant la survie biologique. Cependant, cette démarche soulève plusieurs 
problématiques, notamment au niveau de la conservation de l’intégrité des vésicules aux 
contraintes de pH, de force ionique et de pression osmotique inhérentes à un tel protocole 
de formulation. 
C’est pourquoi, dans un premier temps, il a été nécessaire de vérifier que la dilution dans 
l’eau ultrapure du tampon PBS et des milieux DMEM, EMEM et RPMI induit des variations de 
pH et de force ionique négligeables. Cependant, la force ionique d’une solution de 
composition ionique variée et inconnue est difficilement mesurable. En première 
approximation, on peut corréler cette grandeur à la conductivité électrique de la solution. 
C’est pourquoi la conductivité électrique et le pH de ces solutions ont été mesurés (cf 
Tableau II- 3).  
 








H2O 1,7 x 10
-3 6,12 / / / 
Tampon PBS 14,86 7,50 Tampon PBS/H2O (80 : 20) 12,50 7,53 
DMEM 13,11 7,64 DMEM/H2O (80 : 20) 10,64 7,65 
EMEM 13,38 8,15 EMEM/H2O (80 : 20) 11,11 8,03 
RPMI 13,37 7,40 RPMI/H2O (80 : 20) 11,13 7,52 
NaCl 0,15M 14,80 7,70 NaCl 0,15M/H2O (80 : 20) 12,05 7,35 
Tableau II- 3 : Valeurs de conductivité électrique et de pH du tampon PBS et des milieux de culture DMEM, 
EMEM et RPMI purs et dilués avec 20% d’eau ultrapure.  
Les valeurs de l’eau ultrapure et d’une solution référence de NaCl de force ionique 0,15M pure et diluée sont 
données à titre indicatif. 
 




Ces résultats ont permis de vérifier que la dilution du tampon PBS et des milieux DMEM, 
EMEM et RPMI dans l’eau dans un ratio (80 : 20) induit des variations minimes de pH, qui est 
maintenu dans une gamme de 7 à 8. La survie cellulaire ne sera donc probablement pas 
affectée par cette variation, de même que l’intégrité des vésicules. En ce qui concerne la 
force ionique, nous pouvons aussi considérer que cette grandeur n’a subi que des variations 
minimes suite à la dilution effectuée, puisque la conductivité électrique des solutions a 
conservé son ordre de grandeur après dilution. Il est donc acceptable d’envisager un 
protocole de formulation de vésicules de TriCat12 dans l’eau ultrapure, que l’on diluera 
ensuite dans un milieu tamponné (tampon PBS ou milieu de culture cellulaire), sans affecter 
les principales caractéristiques de ces deux milieux. 
 
Ces conditions ayant été vérifiées, nous nous sommes à présent intéressés au maintien de 
l’intégrité des vésicules par dilution dans des milieux dont la composition diffère de l’eau 
ultrapure, induisant une pression osmotique entre l’intérieur et l’extérieur des vésicules. 
Une étude par diffusion dynamique de la lumière a permis de vérifier la stabilité de vésicules 
formulées dans l’eau puis diluées en tampon PBS ou milieu de culture (cf Figure II- 15) 
 
 
Figure II- 15 : Diamètres hydrodynamiques des vésicules de TriCat12 formulées à 1 x 10
-4
M dans l’eau puis 
diluées à 2 x 10
-5
M dans le PBS, le DMEM, l’EMEM ou le RPMI. 
 
Ces résultats nous montrent que les vésicules catanioniques formulées dans l’eau 
conservent leur intégrité et leur taille après dilution dans des milieux physiologiques. La 
pression osmotique induite par cette dilution ne semble pas affecter la stabilité des 
vésicules. En effet, la présence d’ions dans les solutions a peu d’influence sur les vésicules, 
dans la mesure où elles ont été formulées dans un milieu non ionisé. Ce protocole est donc 
satisfaisant pour envisager l’utilisation des vésicules catanioniques dans des applications 
biologiques. 
3.2.3.3. Stabilité au pH à force ionique donnée 
Un obstacle rencontré lorsque l’on envisage une application de tels systèmes 
supramoléculaires en biologie est le pH. Il s’agit d’un paramètre physico-chimique 
fondamental dans l’étude de structures obtenues par assemblage de molécules 
catanioniques synthétisées par réaction acido-basique, comme les agrégats de TriCat12. En 




milieu physiologique, le pH est de 7,4. Cependant, durant leur transfert jusqu’à leur cible 
biologique, ces nano-objets sont potentiellement exposés à différents pH, notamment à 
l’intérieur des endosomes cellulaires probablement créés lors de leur internalisation, où le 
pH diminue jusqu’à la valeur de 5,5 [142]. Il est donc fondamental que les vésicules de 
TriCat12 possèdent une stabilité suffisante au pH afin de ne pas être dégradées avant d’avoir 
atteint leur cible cellulaire. 
C’est pourquoi l’intégrité des vésicules de TriCat12 a été testée après dilution dans des 
milieux au pH varié et de force ionique constante correspondant à celle du milieu 
physiologique. La taille des nano-objets a été suivie par diffusion dynamique de la lumière (cf 
Figure II- 16). 
 
 
Figure II- 16 : Diamètres hydrodynamiques moyens des agrégats supramoléculaires de TriCat12 suivant le 
pH du milieu (force ionique 0,15M, 25°C).  
Les zones grisées correspondent aux échantillons présentant une précipitation macroscopique observée à 
l’œil nu. 
 
Cette étude montre que les agrégats supramoléculaires de TriCat12 –dont le diamètre 
hydrodynamique moyen est de l’ordre de 200nm- sont stables sur une large gamme de pH 
(variant approximativement de 4,5 à 10,5). Cette gamme est suffisamment large pour nous 
permettre d’envisager une utilisation ultérieure de ces vésicules en milieu biologique (in 
vitro ou in vivo) sans déstabilisation par le pH.  




4. Incorporation de sondes fluorescentes au sein des 
vésicules catanioniques 
Les vésicules catanioniques de TriCat12 sont destinées à encapsuler des principes actifs 
d’hydrophilie variée. Afin de modéliser ces principes actifs, deux sondes fluorescentes ont 
été utilisées pour permettre leur suivi par des techniques utilisant cette fluorescence (cf 
Chapitre III). C’est pourquoi dans un premier temps, nous avons évalué la capacité 
d’encapsulation et la stabilité physico-chimique des vésicules marquées, puis nous avons 
vérifié la pertinence du protocole de formulation des vésicules adapté à des applications 
biologiques sur ces systèmes ainsi chargés. 
4.1. Insertion d’une sonde amphiphile, le « FluoCat » 
4.1.1. Insertion de la sonde 
Afin de modéliser l’insertion d’un principe actif amphiphile au sein des bicouches des 
vésicules catanioniques, nous avons utilisé le tensioactif 12-(N-(7(nitrobenz-2-oxa-1,3-diazol-
4-yl)amino)dodécanoate de 1-N-hexadécylammonium-1-déoxylactitol, désigné ci-après 
« FluoCat » et développé par E. Soussan lors de sa thèse [60, 330]. Il s’agit d’un tensioactif 
catanionique formulé à partir de L-Hyd et d’un acide carboxylique porteur du groupement 
NBD fluorescent (cf Figure II- 17). Leur association a lieu par échange de proton entre 




Figure II- 17 : Structure du FluoCat, tensioactif catanionique porteur du groupement fluorescent NBD 
(encadré). 
 
Cette molécule amphiphile est insérée dans la membrane des vésicules catanioniques de 
TriCat12 (TriCat12/FluoCat (95 : 5)) sans modification de ses caractéristiques intrinsèques, 
comme l’avait déjà montré E. Soussan avec le TriCat16 [330]. En effet, la microscopie 
électronique à transmission permet d’observer des agrégats de morphologie sphérique, 
vraisemblablement des vésicules, de taille variant approximativement de 80 à 400nm (cf 
Figure II- 18 (A)). La distribution de taille des agrégats obtenus a été précisée par une étude 
en diffusion dynamique de la lumière. (cf Figure II- 18 (B)). 
 





Figure II- 18 : (A) Clichés de MET et (B) distribution de taille des agrégats de TriCat12 / FluoCat (95 : 5) 




Au vu des résultats obtenus similaires à ceux des vésicules de TriCat12 pur, il semble 
nécessaire de confirmer que le tensioactif FluoCat a bien été encapsulé dans les vésicules de 
TriCat12.  
Pour cela, le spectre d’émission de fluorescence reporté sur la Figure II- 19 a été réalisé dans 
le cas où le FluoCat est formulé en présence de TriCat12 ainsi que lorsqu’il est à l’état libre 
en solution à la même concentration.  
 
 
Figure II- 19 : Spectres d’émission de fluorescence dans l’eau à 25°C du FluoCat seul (5,3 x 10
-6
M) et du 
mélange TriCat12/FluoCat ((95 : 5), soit 1 x 10
-4
M et 5,3 x 10
-6
M respectivement) (ex=488nm). 
 
Ces spectres mettent en évidence un déplacement bathochrome de la longueur d’onde 
maximale d’émission de fluorescence de 560nm lorsque le FluoCat est libre en solution à 
549nm en présence de vésicules catanioniques. De même, le spectre d’absorption 
UV/Visible traduit lui aussi un effet bathochrome de 488nm lorsque le FluoCat est libre, à 
484nm lorsqu’il est en présence de TriCat12. Ces observations révèlent un changement 
d’environnement de la molécule sonde vers un état plus structuré de la matière [364], 
traduisant son insertion au cœur de la bicouche des vésicules catanioniques. Les vésicules 
qui en résultent, désignées ci-après vésicules de TriCat12/FluoCat, possèdent donc des 
caractéristiques de taille et de morphologie identiques à celles de vésicules de TriCat12 seul. 




4.1.2. Stabilité à la dilution des vésicules de TriCat12/FluoCat 
4.1.2.1. Stabilité à la dilution dans le milieu de formulation 
Afin de vérifier la stabilité des agrégats supramoléculaires de TriCat12 lors de l’insertion de 
FluoCat, nous avons suivi le devenir d’échantillons de TriCat12/FluoCat formulés dans l’eau 




Figure II- 20 : Distribution de taille de vésicules de TriCat12/FluoCat formulées : dans l’eau avant (A) et après 
(B) dilution dans l’eau ; dans le tampon P avant (C) et après (D) dilution dans le tampon P. 
 
Les vésicules catanioniques sont stables en termes de taille et de morphologie à l’insertion 
du marqueur FluoCat, lorsqu’elles sont formulées dans l’eau comme dans le tampon P. En 
effet, après insertion du FluoCat dans leur membrane, les tailles des vésicules catanioniques 
sont de l’ordre de 200nm dans l’eau et 230nm dans le tampon P, ces différences n’étant pas 
significatives en considérant la large distribution des valeurs. Leur indice de polydispersité 
est de l’ordre de 0,2 à 0,4. Par ailleurs, après dilution dans le milieu de formulation, ces 
données sont conservées, traduisant la stabilité à la dilution des vésicules de 
TriCat12/FluoCat. Enfin, ces vésicules, diluées ou non, conservent leur intégrité sur une 
échelle de temps comparable à celle des vésicules de TriCat12 seul.  
4.1.2.2. Stabilité à la dilution en milieu physiologique 
De même que pour les vésicules de TriCat12 seul, nous envisageons d’utiliser les vésicules de 
TriCat12/FluoCat pour des applications biologiques, en utilisant le protocole de formulation 
précédemment mis au point. Pour cela, nous avons vérifié par DDL que les vésicules de 
TriCat12/FluoCat formulées dans l’eau restent elles aussi stables après dilution dans le 
tampon PBS et les milieux de culture DMEM, EMEM et RPMI (cf Figure II- 21). 
 





Figure II- 21 : Diamètres hydrodynamiques des vésicules de TriCat12/FluoCat formulées à 1 x 10
-4
M dans 
l’eau puis diluées à 2 x 10
-5
M dans le PBS, le DMEM, l’EMEM ou le RPMI. 
 
Tout comme dans le cas de vésicules de TriCat12 seul, les vésicules de TriCat12/FluoCat ont 
un diamètre de 200 à 250nm conservé après dilution dans les milieux physiologiques, ce qui 
nous permet d’envisager l’utilisation de vésicules de TriCat12/FluoCat en contact avec des 
cellules. 
4.2. Encapsulation d’une sonde hydrophile, le Texas Red 
4.2.1. Choix de la sonde hydrophile 
Afin de vérifier la possibilité d’encapsuler des molécules hydrophiles dans le cœur aqueux 
des vésicules catanioniques, nous avons sélectionné une molécule sonde hydrophile 
fluorescente. Cette propriété permet de suivre le devenir du contenu intravésiculaire par 
fluorescence.  
Nous avons choisi d’utiliser le sel 9-[2(ou 4)-(chlorosulfonyl)-4(ou 2)-sulfophényl]-
2,3,6,7,12,13,16,17-octahydro-1H,5H,11H,15H-Xanthéno[2,3,4-ij:5,6,7-i'j']diquinolizin-18-




Figure II- 22 : Structure du Texas Red. 
 
Il s’agit d’une molécule hydrophile, globalement neutre, dont les charges, peu accessibles 
stériquement, ne déstabilisent pas l’équilibre de l’association catanionique supramoléculaire 
constituant les vésicules de TriCat12. 




Cette molécule possède un spectre d’absorption de fluorescence permettant une excitation 
dans une gamme de longueurs d’ondes (540-565nm) couramment couverte par les lasers de 
divers appareils (He-Ne, DPSS, diode rouge…). L’émission de fluorescence du Texas Red, 
quant à elle, s’étend dans une gamme visible (580-670nm) exclue de celle du FluoCat décrit 
précédemment. 
L’objectif de l’encapsulation de Texas Red dans les vésicules catanioniques est d’étudier le 
devenir du contenu intravésiculaire lors de leur interaction avec des cellules, ceci fera l’objet 
du chapitre III. Il est donc nécessaire d’encapsuler une quantité suffisante de marqueur 
fluorescent dans le cœur des vésicules pour pouvoir le détecter s’il est déversé au sein d’une 
cellule. En faisant l’approximation grossière d’une cellule sphérique de diamètre 10µm, le 
contenu d’une vésicule sphérique de diamètre 200nm subit une dilution de l’ordre de 1 x 105 
lorsqu’il y est déversé. Il est donc nécessaire que sa concentration de départ soit supérieure 
à 1 x 10-4M pour permettre sa détection même après une telle dilution (cf courbe 
d’étalonnage dans la partie expérimentale). C’est pourquoi la concentration de 5 x 10-4M de 
Texas Red dans l’eau a été choisie pour la suite de l’étude. 
4.2.2. Encapsulation de la sonde Texas Red 
L’encapsulation de Texas Red a été réalisée en tirant profit de la propriété d’auto-association 
spontanée du TriCat12 en milieu aqueux, en dissolvant préalablement le Texas Red dans 
l’eau ou le tampon P.  
La formation de vésicules de TriCat12 dans une solution aqueuse contenant du Texas Red a 
été vérifié par MET (cf Figure II- 23). On retrouve sur ces clichés une morphologie sphérique 
des vésicules, de taille variant approximativement de 80 à 400nm. Les distributions de taille 
observées pour les vésicules de TriCat12 formulées en milieu riche en Texas Red confirment 
la présence d’une population centrée en 200nm (PI≈0,3). Il n’y a donc pas de perturbation à 
la formation des vésicules. 
 
 
Figure II- 23 : (A) Clichés de MET et (B) distribution de taille de vésicules de TriCat12 (1 x 10
-4
M) en milieu 
Texas Red (500µM) à 25°C. 
 
La sonde Texas Red étant hydrophile, elle se place spontanément en équilibre de 
concentrations à l’intérieur et à l’extérieur des vésicules au cours de la formation de celles-
ci. Le spectre d’émission de fluorescence du Texas Red en présence de vésicules de TriCat12 
ne présente aucun déplacement bathochrome ou hypsochrome par rapport au spectre du 
Texas Red libre en solution (cf Figure II- 24). Ceci traduit l’absence de changement 




d’environnement de la sonde fluorescente, vérifiant qu’elle ne s’insère pas dans la 
membrane des vésicules. 
 
 
Figure II- 24 : Spectres d’émission de fluorescence du Texas Red libre en solution et du mélange 
TriCat12/Texas Red (ex=543nm). 
 
4.2.3. Stabilité à la dilution des vésicules de TriCat12/Texas Red  
4.2.3.1. Stabilité à la dilution dans le milieu de formulation 
La stabilité des agrégats supramoléculaires de TriCat12 formulées dans des solutions 
aqueuses de Texas Red a été vérifiée en suivant le devenir d’échantillons de TriCat12/Texas 
Red formulés dans l’eau ou le tampon P, avant et après dilution, par diffusion dynamique de 
la lumière (cf Figure II- 25). 
 
 
Figure II- 25 : Distribution de taille de vésicules de TriCat12/Texas Red formulées : dans l’eau avant (A) et 
après (B) dilution dans l’eau ; dans le tampon P avant (C) et après (D) dilution dans le tampon P. 
 
Les vésicules catanioniques ont un diamètre de l’ordre de 200 à 230nm lorsqu’elles sont 
formulées dans des solutions de Texas Red dans l’eau comme dans le tampon P. Là encore, 




ces différences suivant le milieu ne sont pas significatives, du fait de la large distribution des 
valeurs. Leur indice de polydispersité est de l’ordre de 0,3, ce qui est satisfaisant compte-
tenu du fait que leur formulation est spontanée. Par ailleurs, après dilution dans le milieu de 
formulation, l’ordre de grandeur des tailles et l’indice de polydispersité sont conservés, ceci 
traduit la stabilité à la dilution des vésicules de TriCat12 encapsulant du Texas Red. Enfin, 
l’intégrité des vésicules, diluées ou non, est conservée sur une échelle de temps comparable 
à celle des vésicules de TriCat12 seul. Nous pouvons donc envisager de les utiliser pour des 
applications biologiques. 
4.2.3.2. Stabilité à la dilution en milieu physiologique 
Comme dans le cas précédent, il est nécessaire de valider le protocole de formulation de 
vésicules catanioniques adapté à des applications biologiques dans le cas des vésicules de 
TriCat12 encapsulant du Texas Red. Une expérience similaire de formulation des vésicules 
dans l’eau et diluées par la suite dans le tampon PBS ou les milieux de culture a été mise en 
place par DDL (cf Figure II- 26). 
 
 
Figure II- 26 : Diamètres hydrodynamiques des vésicules de TriCat12/Texas Red formulées à 1 x 10
-4
M dans 
une solution aqueuse de Texas Red (500µM) puis diluées à 2 x 10
-5
M dans le PBS, le DMEM, l’EMEM ou le 
RPMI. 
 
Le diamètre des vésicules lors de leur formulation dans l’eau, de l’ordre de 250nm, est 
maintenu après dilution dans le tampon PBS, mais aussi dans les trois milieux de culture 
testés. Ceci confirme que les vésicules catanioniques pourront être utilisées en milieu 
physiologique sans modification notable de leur taille. 
  




5. Conclusion  
Cette partie a décrit la mise en œuvre de vésicules catanioniques selon un procédé d’éco-
conception à partir de matériaux renouvelables et peu onéreux. La facilité de formulation en 
milieu non salin, dans le respect des principes fondamentaux de la Chimie Verte, leur assure 
un avenir prometteur en tant que systèmes exploitables industriellement. Il est important de 
souligner que leur composition pourra aisément être ajustée à l’application visée, en 
modifiant notamment la nature de la tête sucre pour un ciblage spécifique. 
Notre étude a démontré la possibilité d’une dilution subséquente des vésicules leur 
conférant une stabilité allant jusqu’à trois mois. Une dilution en milieu biologique est tout 
aussi envisageable, dans la mesure où les conditions demeurent viables pour des cellules 
cultivées in vitro et n’affectent pas l’intégrité des vésicules. Le protocole de formulation mis 
au point est donc validé pour envisager son utilisation dans des conditions physiologiques. 
Par ailleurs, comme pour les liposomes, la structure vésiculaire des agrégats catanioniques 
élargit les possibilités d’encapsulation de molécules d’hydrophilie variée. En effet, ces 
vésicules sont autant capables d’encapsuler des molécules amphiphiles dans leur bicouche 
lipidique, comme le marqueur fluorescent FluoCat, que des sondes hydrophiles dans leur 
cœur aqueux, à l’instar du Texas Red, et ce sans affecter l’intégrité et la stabilité des 
vésicules. Leur suivi pourra donc aisément être réalisé par des techniques exploitant ces 
propriétés fluorescentes. 
Ces vésicules catanioniques sont donc de bons candidats pour une utilisation en 
vectorisation de principes actifs. Avant d’envisager directement leur utilisation, nous avons 


























Chapitre III :  
Etude du mécanisme d’interaction 
vésicules catanioniques/cellules 
Avant propos 
Les travaux présentés dans ce chapitre ont été réalisés dans le cadre d’une collaboration avec 
l’équipe de Biophysique Cellulaire de l’Institut de Pharmacologie et de Biologie Structurale 
(IPBS) de Toulouse. Chloé Mauroy, dont les travaux de thèse ont porté sur la fusion d’auto-
assemblages lipidiques, a largement contribué à l’obtention de ces résultats. Son doctorat, 
encadré par Marie-Pierre Rols et Justin Teissié, a été soutenu le 13 décembre 2010. 
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L’étude physico-chimique des vésicules catanioniques développée dans le chapitre 
précédent a validé leur intérêt pour encapsuler des substances d’hydrophilie variable, tout 
en conservant leur propriétés physico-chimiques (taille, morphologie, stabilité dans le 
temps, stabilité à la dilution…).  
Par ailleurs, comme nous l’avons abordé dans le chapitre de mise au point bibliographique, 
l’un des rôles principaux d’un vecteur de médicament est de l’aider à franchir la barrière 
biologique que constitue la membrane cellulaire. C’est pourquoi, avant d’envisager 
l’utilisation des vésicules catanioniques pour la délivrance de principes actifs, il est 
fondamental de comprendre leur comportement dans un milieu vivant afin de vérifier 
qu’elles sont dotées d’une telle fonction. Ce chapitre s’intéresse donc aux mécanismes 
d’interaction des vésicules catanioniques avec des cellules cultivées in vitro. 
 
Comme la plupart des autres systèmes de délivrance de principes actifs, nous pouvons 
envisager que ces nano-objets soient endocytés par les cellules [95], compte tenu de leurs 
caractéristiques physico-chimiques. Il serait donc intéressant de vérifier si ce mécanisme 
intervient et le cas échéant de préciser quel type d’endocytose entre en jeu.  
Par ailleurs, nous avons vu au chapitre I que certains systèmes de délivrance de principes 
actifs sont capables de fusionner avec les membranes cellulaires. Ce phénomène de fusion 
est la plupart du temps provoqué par des techniques physiques comme 
l’électroperméabilisation [307, 365, 366] induisant une électrofusion [311, 365, 367] ; cependant 
certains systèmes fusionnent spontanément avec les membranes cellulaires [253], quoiqu’ils 
demeurent peu décrits dans la littérature. Ces systèmes présentent l’avantage de relarguer 
leur contenu hydrophile directement dans le cytoplasme des cellules, ce qui permet 
d’accélérer considérablement la cinétique de délivrance du principe actif, tout en évitant le 
principal risque de dégradation dans les compartiments endo-lysosomaux subséquents à 
une endocytose. Il est donc pertinent de vérifier si la structure de ces nano-systèmes, qui 
possèdent des bicouches de tensioactifs, permet une telle fusion spontanée avec les 
membranes cellulaires.  
 
Dans un premier temps, afin de simplifier notre étude mécanistique, les membranes 
cellulaires ont été modélisées par des vésicules unilamellaires géantes. La nature des 
interactions vésicules catanioniques/GUVs a été déterminée grâce au suivi des vésicules 
catanioniques marquées avec les sondes fluorescentes précédemment étudiées (FluoCat et 
Texas Red).  
Dans un second temps, ce sont les interactions vésicules catanioniques/cellules cultivées in 
vitro qui ont été étudiées. Le choix s’est porté sur une lignée cellulaire cancéreuse 
couramment étudiée dans la littérature [368, 369], les CHO (pour Chinese Hamster Ovary). Une 
étude complète a été réalisée par observation en microscopie confocale et quantification en 
cytométrie en flux. Les principaux résultats obtenus sont présentés dans la seconde partie 
de ce chapitre. 
  




2. Etude du mécanisme d’interaction vésicules 
catanioniques/vésicules unilamellaires géantes (GUVs) 
modèles de membranes cellulaires 
2.1. Optimisation de la composition du modèle de membrane 
cellulaire 
2.1.1. Choix des GUVs comme modèles d’interaction vésicules 
catanioniques/cellules 
Les GUVs sont des assemblages lipidiques formés en milieu aqueux et couramment utilisés 
comme modèles de membranes cellulaires [370]. En effet, leur taille est du même ordre de 
grandeur que celle de la plupart des cellules (de 10 à 50 µm de diamètre), ce qui permet de 
les observer aisément par les techniques classiques de microscopie optique. De plus, leur 
rayon de courbure s’apparente à celui des membranes cellulaires, ce paramètre est essentiel 
lorsqu’on étudie l’interaction de membranes cellulaires avec des éléments extérieurs 
comme des nano-objets. Enfin, leur composition est ajustable à l’application visée [371].  
Des travaux antérieurs sur les interactions vésicules catanioniques/GUVs ont été menés dans 
le cadre d’une collaboration entre le laboratoire des IMRCP et le laboratoire de 
Physicochimie des Electrolytes, Colloïdes et Sciences Analytiques (PECSA, UMR 7195) de 
l’Université Pierre et Marie Curie (Paris VI) et ont été décrits dans les travaux de thèse 
d’Elodie Soussan et de Grégory Beaune [330, 372, 373]. Les vésicules catanioniques utilisées 
étaient formulées à partir de L-Hyd16 (cf chapitre II), et les GUVs encapsulaient des 
nanoparticules magnétiques (magnétoliposomes). Un champ magnétique a été appliqué lors 
de la mise en contact des vésicules catanioniques et des GUVs. Les résultats ont montré une 
forte interaction entre les deux, exaltée par l’application du champ magnétique et 
dépendant de l’état d’agrégation des vésicules catanioniques : 
 L’ajout de vésicules catanioniques aux magnétoliposomes a induit d’importantes 
instabilités de membranes jusqu’à leur déformation, non observées lorsque les GUVs 
sont en présence de tensioactifs « libres ». 
 L’application du champ magnétique a permis d’intensifier l’apparition de ces 
instabilités en présence des vésicules, qui ont persisté après l’arrêt du champ 
magnétique au delà d’une certaine intensité du champ appliqué. 
Les GUVs que nous avons utilisé ici possèdent une composition phospholipidique similaire à 
celle composant les membranes cellulaires et ne comprennent pas de particules 
magnétiques. Ces GUVs ont été préparés par Chloé Mauroy à l’IPBS dans le cadre de ses 
travaux de thèse [284]. La technique utilisée est l’électroformation [371], à partir de lipides 
membranaires (1-palmitoyl-2-oléoyl-sn-glycéro-3-phosphocholine (POPC) ou de 1,2-
dipalmitoyl-sn-glycéro-3-phosphocholine (DPPC)). 
Les travaux présentés ici constituent un abrégé de l’ensemble de l’étude, détaillée par 
ailleurs de façon complète dans le mémoire de thèse de Chloé Mauroy [284]. Seules les 
expériences ayant apporté des résultats essentiels pour la compréhension mécanistique des 
interactions sur cellules ont été repris. 




2.1.2. Influence de la composition des GUVs 
L’intérêt de cette étude est de déterminer la composition des GUVs qui permettra 
d’observer une interaction optimale avec les vésicules catanioniques. 
Les GUVs ont été électroformés à partir de POPC ou de DPPC, au sein desquels on a fait 
varier la composition en cholestérol (0%, 20% ou 30%). Suivant la nature du phospholipide et 
la teneur en cholestérol employés, l’état de phase de la bicouche lipidique est différente [374]. 
En effet, à température ambiante, on distingue des phases homogènes, telles la phase fluide 
ou liquide désordonné (ld), la phase gel ou solide ordonné (so), la phase cristal liquide ou 
liquide ordonné (lo), et des phases hétérogènes intermédiaires (ld/lo et so/lo).  
Ces GUVs de différentes compositions ne présentent pas d’auto-fluorescence. Afin d’étudier 
leur devenir en présence de vésicules catanioniques, on a réalisé un marquage en 
fluorescence de la bicouche amphiphile de ces dernières, en insérant des tensioactifs 
FluoCat dérivés de NBD (cf chapitre II).  
NB : Il a été vérifié que cette sonde ne modifie pas le comportement des GUVs en 
présence des vésicules catanioniques. Les GUVs de différentes compositions ont été 
observés par microscopie à contraste de phase lors de la mise en présence de 
vésicules catanioniques, marquées ou non par le FluoCat. Aucune différence de 
comportement n’a été observée dans ces deux cas. 
L’interaction des GUVs et des vésicules catanioniques marquées en fluorescence a été 
observée par microscopie à contraste de phase et par microscopie de fluorescence. La Figure 
III- 1 dresse un bilan des interactions vésicules/GUVs observées avec ces deux techniques 
(clichés (A) et (B), respectivement). Les profils d’intensité de fluorescence (graphes (C)) 
permettent de comparer l’intensité de fluorescence à l’intérieur (valeurs en orange) et à 
l’extérieur (valeurs en violet) des GUVs, afin de quantifier la perméabilité des GUVs. 
 






Figure III- 1 : Interactions entre les vésicules catanioniques marquées au FluoCat et les GUVs de différentes 
compositions en microscopie à contraste de phase (clichés (A)) et en microscopie de fluorescence 
(ex=488nm) (clichés (B)). Les profils de fluorescence (trait jaune sur les clichés (B)) sont tracés en (C). Les 
valeurs reportées sur les graphes correspondent à l’intensité de fluorescence à l’intérieur (en orange) et à 
l’extérieur (en violet) des GUVs. 
 
On observe des comportements très différents suivant l’état de phase des lipides composant 
les GUVs. Les GUVs de POPC, en phase ld, et celles de DPPC, en phase so, sont totalement 
déstabilisées en présence de vésicules catanioniques. Les clichés de microscopie en 
contraste de phase montrent une perte de contraste des GUVs qui traduit la 
perméabilisation de leur membrane (clichés (A-1) et (A-5), respectivement). Dans le premier 
cas, ceci s’explique par le fait que les édifices lipidiques ont une grande instabilité due à la 
désorganisation de leurs chaînes hydrophobes, ils sont donc facilement affectés en présence 
de vésicules catanioniques. Dans le second cas, ces édifices ne sont pas parfaitement 
sphériques, mais sont constitués de facettes de bicouches planes comportant des défauts de 
jonction [375]; ce sont ces défauts qui sont à l’origine de l’instabilité des GUVs lors de leur 
mise en présence de vésicules catanioniques.  
Inversement, dans le cas des GUVs de DPPC+30% cholestérol, ces édifices en phase lo 
présentent une stabilité non perturbée par la présence de vésicules catanioniques : aucune 
interaction n’est observée dans ce cas (cliché (B-3), graphe (C-3)). Ceci s’explique par le fait 
que les GUVs ne comportent aucun défaut de structure (fluidité, rigidité ou interfaces). Les 
deux systèmes sont donc en équilibre.  




Dans les états intermédiaires, les vésicules de POPC+20% cholestérol et POPC+30% 
cholestérol sont en phase ld+lo et les vésicules de DPPC+20% cholestérol sont en phase so+lo. 
Dans ces trois cas, on observe une fluorescence au niveau de la membrane (clichés (B-2) et 
(B-4), graphes (C-2) et (C-4)), sans déstabilisation ni perméabilisation (pas de perte de 
contraste de phase observable sur les clichés (A-2) et (A-4), ni d’entrée de fluorescence à 
l’intérieur des GUVs observables sur les clichés (B-2) et (B-4)ou les graphes (C-2)et (C-4)). Il 
s’agit d’états de phases possédant suffisamment de défauts pour permettre une interaction 
avec les vésicules catanioniques, mais suffisamment stables pour ne pas être affectés par ces 
interactions. 
Ainsi, ces résultats ont montré que des défauts de structure, de fluidité, de rigidité ou 
d’interfaces sont nécessaires pour observer une interaction avec les vésicules catanioniques. 
Cependant, ces défauts ne doivent pas être trop importants pour éviter d’induire une trop 
forte déstabilisation qui impliquerait une destruction du GUV par perméabilisation. 
Afin de poursuivre l’étude d’interaction vésicules catanioniques/GUVs, nous avons choisi 
d’utiliser des GUVs composés de DPPC+20% cholestérol car il s’agit d’un modèle 
membranaire présentant un ratio défaut/stabilité optimal [315]. 
2.2. Détermination du mécanisme d’interaction vésicules 
catanioniques/GUVs 
2.2.1. Influence de l’organisation des tensioactifs TriCat12 et FluoCat 
lors de l’interaction avec les GUVs 
Tout d’abord, on peut imaginer que l’interaction entre les GUVs et les tensioactifs 
catanioniques n’ait lieu que lorsque ceux-ci se trouvent à l’état de tensioactifs monomères 
dissociés dans le milieu et non à l’état vésiculaire.  
Afin de le déterminer, l’expérience suivante a été réalisée. D’une part, les vésicules 
catanioniques de TriCat12/FluoCat ont été formulées au dessus de la Concentration 
d’Agrégation Critique (CAC), puis diluées en dessous de la CAC dans le tampon de pulsation 
contenant les GUVs de composition choisie (DPPC/20% cholestérol). D’autre part, une 
solution de tensioactifs libres de TriCat12 et de FluoCat, à la même concentration finale 
inférieure à la CAC, a été mise en interaction avec des GUVs de composition identique. Les 
clichés de microscopie de fluorescence, ainsi que les profils de fluorescence déterminés sur 
un diamètre des GUVs présentés sur la Figure III- 2 montrent que l’on n’observe aucune 
fluorescence membranaire sur les GUVs dans le cas des tensioactifs libres, alors que la 
membrane des GUVs en présence des vésicules diluées est significativement fluorescente. 
 






Figure III- 2 : Clichés de microscopie de fluorescence (ex=488nm) et profils d’intensités de fluorescence 
correspondant au diamètre (trait jaune) dans le cas de GUVs de DPPC+20% cholestérol en interaction avec : 




M respectivement) ; (B) des vésicules 






Ainsi, l’hypothèse d’une possible insertion des tensioactifs TriCat12 et FluoCat à l’état 
dissocié dans le milieu est à écarter : l’interaction avec les GUVs a donc lieu à l’état 
vésiculaire. 
2.2.2. Hypothèses d’interactions vésicules catanioniques/GUVs 
L’objectif in fine de l’étude est de déterminer le mécanisme d’interaction entre les vésicules 
unilamellaires géantes (GUVs) et les tensioactifs catanioniques assemblés sous forme de 
vésicules.  
Les GUVs modélisent le comportement de la membrane des cellules mais ne possèdent pas 
de métabolisme leur permettant d’endocyter les vésicules catanioniques[98]. Dans le modèle 
de GUV choisi (DPPC+20% cholestérol), nous n’avons d’ailleurs pas observé de fluorescence 
à l’intérieur des GUVs sur les clichés de microscopie de fluorescence (cf Figure III- 1) 
traduisant une quelconque internalisation des vésicules catanioniques de façon intègre dans 
le cœur des GUVs. L’hypothèse d’un phénomène d’endocytose a donc été volontairement 
écartée. 
Par conséquent, les interactions entre les vésicules catanioniques et les GUVs ne peuvent 
être que de deux natures différentes (cf Figure III- 3) : 
 Soit on peut considérer que les vésicules catanioniques s’adsorbent à la surface des 
GUVs ; ceci ne permettrait pas la délivrance de molécules encapsulées à l’intérieur 
des vésicules catanioniques, puisque ces dernières resteraient intègres sur la surface 
extérieure des GUVs. 
 Soit on peut envisager un phénomène de fusion entre les membranes des vésicules 
catanioniques et les GUVs. Il en résulterait une dispersion des composants de la 
membrane des vésicules de tensioactif catanionique au sein de celle des GUVs. 
 





Figure III- 3 : Hypothèses d’interactions entre les vésicules unilamellaires géantes et les vésicules de TriCat12. 
 
2.2.3. Observation du relargage du contenu intravésiculaire par 
microscopie à contraste de phase 
Lors de l’interaction des GUVs avec des vésicules de TriCat12/FluoCat, la fluorescence 
apportée par les vésicules catanioniques se concentre au niveau de la membrane des GUVs. 
La résolution d’observation ne permet pas de distinguer les vésicules catanioniques de taille 
submicronique, il est donc pour l’instant impossible de conclure s’il s’agit d’un phénomène 
d’adsorption ou de fusion membranaire. 
Afin de choisir entre ces deux hypothèses, une première expérience à été mise en place en 
microscopie à contraste de phase pour observer si le contenu aqueux des vésicules 
catanioniques est relargué ou non dans le cœur des GUVs.  
Les GUVs de DPPC+20% cholestérol ont été électroformés dans une solution de saccharose 
et ont ensuite été dilués dans une solution tampon contenant du glucose. Le glucose et le 
saccharose possédant des indices de réfraction différents, il en résulte un contraste de phase 
visible au microscope. Les vésicules catanioniques sont quant à elles classiquement 
formulées dans cette solution tampon de glucose, sans changement de leurs propriétés 
physico-chimiques (cf chapitre II). 
Une étude statistique menée sur 300 GUVs a été mise en place en comptant le nombre de 
GUVs ayant perdu leur contraste de façon visible à l’œil pendant 20min, par pas de 5min (cf 
Figure III- 4). 
Lorsque les vésicules catanioniques sont mises en contact avec les GUVs, il en résulte une 
perte de contraste (cf Figure III- 4, ) qui traduit l’entrée de glucose à l’intérieur du cœur 
aqueux du GUV. Cependant, il est impossible de conclure s’il s’agit d’une entrée du milieu 
extérieur riche en glucose à l’intérieur du GUV suite à une perméabilisation de sa 
membrane, ou s’il s’agit effectivement d’un relargage du cœur aqueux riche en glucose des 
vésicules catanioniques. 
 





Figure III- 4 : Relargage du contenu des vésicules catanioniques dans le cœur des GUVs composées de DPPC / 
20% cholestérol. 
 
C’est pourquoi l’expérience suivante a été mise en place. Les vésicules catanioniques ont été 
cette fois-ci formulées dans une solution de saccharose et diluées dans le tampon contenant 
majoritairement du glucose. Dans l’éventualité d’une fusion membranaire, le relargage de 
saccharose vésiculaire dans le cœur riche en saccharose du GUV n’induirait aucun 
changement de contraste. Si en revanche l’hypothèse du phénomène de perméabilisation de 
la membrane du GUV s’avérait exacte, on observerait une perte de contraste car le milieu 
extérieur riche en glucose pénètrerait au sein du GUV. 
La Figure III- 4 révèle qu’aucun changement de contraste de phase significatif n’a été 
observé sur 20 min (cf Figure III- 4, ), contrairement au cas où les vésicules catanioniques 
sont formulées dans le glucose à la même concentration (cf Figure III- 4, ). Ceci valide donc 
l’hypothèse selon laquelle le contenu aqueux des vésicules catanioniques est relargué dans 
le cœur des GUVs, sans perméabilisation de leur membrane. Ce phénomène traduit donc 
une fusion membranaire spontanée survenant entre les vésicules catanioniques et les GUVs. 
2.2.4. Mise en évidence du processus de fusion membranaire par 
microscopie confocale 
Afin de valider ces résultats en utilisant une technique de microscopie différente, une 
expérience a été réalisée en encapsulant une sonde fluorescente hydrophile, le Texas Red, 
dans le cœur aqueux des vésicules catanioniques (cf chapitre II). L’interaction vésicules 
catanioniques/GUVs (de composition DPPC+20% cholestérol) a été suivie par microscopie 
confocale, afin d’observer le relargage du contenu intravésiculaire dans le cœur aqueux du 
GUV non marqué. Un témoin comprenant du Texas Red libre en solution à la même 
concentration a lui aussi été mis en contact avec les GUVs, afin de vérifier le taux de 
fluorochrome ayant diffusé de façon passive à l’intérieur des GUVs. L’intensité moyenne de 
fluorescence à l’intérieur des GUVs a été mesurée sur 10 GUVs grâce au logiciel ImageJ® (cf 










Figure III- 5 : (A) Observation en microscopie confocale (ex=561nm) de : (1) GUV composés de DPPC + 20% 
cholestérol mis en contact avec des vésicules catanioniques encapsulant du Texas Red dans leur cœur 
aqueux ; (2) GUVs de composition identique en présence de Texas Red libre. (B) Quantification de l’intensité 
de fluorescence contenue à l’intérieur de chacun des deux types de GUVs décrits précédemment.  Il s’agit de 
la valeur moyenne d’intensité de fluorescence mesurée à l’intérieur des GUVs, membrane non comprise. 
 
La fluorescence résiduelle observée et mesurée à l’intérieur des GUVs (cf Figure III- 5 (2)) 
peut être due à du bruit électronique, à une légère perméabilisation de quelques GUVs ou 
encore à une diffusion passive de faible intensité des molécules de Texas Red contenues 
dans le milieu extérieur. La fluorescence à l’intérieur des GUVs mis en présence de vésicules 
catanioniques est quant à elle significativement plus intense (cf Figure III- 5 (1)), ceci traduit 
un relargage du contenu des vésicules de TriCat12 dans les GUVs. Ce relargage est la 
conséquence d’une fusion membranaire spontanée entre les deux types de vésicules. 
En conclusion, nous pouvons dire que ces deux expériences indépendantes mettent en 
évidence une fusion membranaire spontanée entre les vésicules catanioniques et des 
membranes lipidiques hétérogènes, favorisée par la présence de défauts structurels. Une 
étude biophysique plus poussée réalisée par Chloé Mauroy dans le cadre de ses travaux de 
thèse [284, 315] a montré l’apparition spontanée d’un champ électrique endogène lors du 
rapprochement des membranes respectives des GUVs et des vésicules catanioniques. Sous 
l’influence de ce champ, les molécules d’eau présentes aux interfaces sont déstabilisées, 
inhibant la barrière énergétique entre les deux systèmes jusqu’à induire leur contact. 
Lorsque les deux surfaces sont en contact, l’intensité de cette déstabilisation est suffisante 
pour provoquer la fusion des membranes au niveau des défauts de fluidité, de rigidité et/ou 
d’interfaces. Les membranes cellulaires comprenant elles aussi de nombreuses 
hétérogénéités structurelles, on peut envisager que les vésicules catanioniques aient la 
possibilité de fusionner avec elles. Afin de le confirmer ou de l’infirmer, nous avons étudié le 
comportement des vésicules catanioniques lorsqu’elles sont en présence de cellules. 




3. Etude du mécanisme d’interaction vésicules 
catanioniques/cellules cultivées in vitro 
3.1. Interaction vésicules catanioniques/cellules : observations 
générales  
3.1.1. Objectif de l’étude 
L’étude mécanistique sur modèle de membrane cellulaire a prouvé que les bicouches 
catanioniques sont capables de fusionner spontanément avec les bicouches 
phospholipidiques membranaires. Il est donc pertinent de vérifier si cette propriété est 
encore valide pour des systèmes beaucoup plus complexes tels que les membranes 
cellulaires. D’autre part, comme pour la plupart des systèmes de délivrance de principes 
actifs, on peut imaginer que les vésicules catanioniques soient endocytées par les cellules.  
Une étude préliminaire [60] sur vésicules catanioniques formulées à partir de L-Hyd16 (cf 
chapitre II) nous a permis de montrer que ces vésicules interagissent avec différents types de 
cellules issues de lignées cancéreuses non phagocytaires et de cellules souches 
phagocytaires, selon différents mécanismes d’endocytose ainsi qu’un processus passif, 
vraisemblablement de fusion membranaire. 
Afin d’aller plus loin dans l’élucidation des mécanismes d’interaction vésicules/cellules et de 
l’appliquer aux systèmes catanioniques dont la composition et le procédé de synthèse ont 
été optimisés, une étude a été menée sur un type cellulaire spécifique. Notre choix s’est 
porté sur une lignée cellulaire cancéreuse non phagocytaire couramment utilisée comme 
modèle cellulaire cultivé in vitro : il s’agit des Chinese Hamster Ovary (CHO) [368, 369]. Les 
vésicules catanioniques ont, quant à elles, été marquées en fluorescence. Comme 
précédemment, le marqueur membranaire FluoCat a été utilisé pour suivre le devenir de la 
vésicule, tandis que le Texas Red a permis l’étude du relargage de son contenu hydrophile. 
3.1.2. Interactions vésicules/cellules : observation par microscopie 
confocale et quantification par cytométrie en flux 
L’étude des interactions vésicules/cellules a été menée en marquant la bicouche lipidique 
des vésicules par le tensioactif FluoCat dérivé du NBD (ex = 488nm), tandis que les cellules 
n’ont pas été marquées en fluorescence. Les interactions entre les vésicules catanioniques et 
les cellules ont été étudiées grâce à deux techniques indépendantes et complémentaires : 
 La microscopie confocale permettant l’observation qualitative d’une coupe de cellule 
afin de visualiser la présence de vésicules catanioniques marquées en fluorescence 
ayant pénétré dans le compartiment intracellulaire [253, 376] ; 
 La cytométrie en flux conduisant à la détermination du nombre de cellules 
fluorescentes (c’est-à-dire du nombre de cellules en interaction avec les vésicules 
marquées), ainsi que l’évaluation quantitative de l’intensité de fluorescence de 
chaque cellule [61, 253]. 
Dans les deux expériences mises en place, les cellules CHO ont été incubées avec les 
vésicules de TriCat12/FluoCat, à 37°C et à 4°C, température à laquelle tous les processus 
actifs sont bloqués. Le contrôle négatif comportant les cellules sans vésicules a été utilisé en 
microscopie confocale pour le réglage de l’intensité du laser, afin de supprimer toute auto-




fluorescence cellulaire sur les clichés. Il a par ailleurs servi à définir un repère pour la 
quantification d’intensité de fluorescence en cytométrie en flux. Pour les deux techniques, 
un contrôle a été mis en place comportant les cellules incubées avec les tensioactifs TriCat12 
et FluoCat libres, à la même concentration que celle des vésicules une fois diluées. La Figure 
III- 6 montre les clichés obtenus en microscopie confocale, tandis que la Figure III- 7 présente 
les résultats obtenus en cytométrie en flux. 
 
 
Figure III- 6 : Clichés de microscopie confocale (ex=488nm) de cellules CHO incubées pendant 15min à 37°C 
ou 4°C avec : (A) des vésicules de TriCat12/FluoCat (respectivement à 2 x 10
-5
M et 1,05 x 10
-6
M) et (B) des 
tensioactifs libres de TriCat12 (2 x 10
-5
M) et FluoCat (1,05 x 10
-6




Figure III- 7 : Résultats de cytométrie en flux de l’interaction cellulaire des vésicules de TriCat12/FluoCat ou 
des tensioactifs libres à la même concentration, à 4°C et 37°C.  
Les contrôles négatifs correspondent aux cellules non traitées, respectivement à 4°C et 37°C. 
 
Les clichés de microscopie confocale (cf Figure III- 6) ainsi que les résultats quantitatifs 
obtenus par cytométrie en flux (cf Figure III- 7) montrent tous deux une fluorescence 




cellulaire significative à 37°C et à 4°C, fluorescence que l’on retrouve au niveau du 
cytoplasme (cf Figure III- 6). 
Comparé à celui obtenu à 37°C, le taux de cellules fluorescentes est largement inférieur à 
4°C, lorsque les processus actifs d’endocytose sont bloqués. Ces résultats montrent donc 
bien l’intervention de mécanismes d’endocytose dans l’entrée des vésicules à l’intérieur des 
cellules. 
Quoique largement diminué, le taux de fluorescence des cellules traitées avec les vésicules à 
4°C n’en demeure pas moins significatif (cf Figure III- 6 et Figure III- 7), ce qui prouve 
l’intervention d’un processus passif d’interaction. 
Par ailleurs, aucune fluorescence cellulaire significative n’est révélée sur les clichés de 
microscopie confocale lorsque les cellules ont été incubées avec les tensioactifs libres, à 37°C 
comme à 4°C (cf Figure III- 6). Ceci est confirmé par la non-détection de fluorescence en 
cytométrie en flux (cf Figure III- 7). On peut donc conclure que les interactions ne se 
produisent que lorsque les tensioactifs sont à l’état vésiculaire. 
3.2. Mise en évidence des processus actifs d’endocytose 
La lignée cancéreuse CHO étant non phagocytaire, les mécanismes actifs intervenant dans 
les interactions vésicules/cellules sont des processus de pinocytose (cf chapitre I). Les trois 
voies principales de pinocytose ont été examinées par les techniques de microscopie 
confocale et de cytométrie en flux. 
Dans ce but, les cellules ont été pré-incubées avec trois inhibiteurs d’endocytose 
classiquement décrits dans la littérature [208], séparément ou simultanément : l’amiloride (A) 
pour bloquer la macropinocytose, la chlorpromazine (C) inhibant la voie des clathrines et la 
filipine (F) pour empêcher l’endocytose par la voie des cavéoles.  
La Figure III- 8 présente les clichés obtenus en microscopie confocale des cellules en 
interaction avec les vésicules catanioniques marquées en fluorescence, après incubation 
avec ces agents d’inhibition. Sur ces clichés, on peut observer une fluorescence résiduelle au 
sein du cytoplasme dans chaque cas. De plus, lorsque les trois voies d’endocytose sont 
bloquées simultanément (ACF), la fluorescence des vésicules est toujours internalisée dans 
le cytoplasme des cellules, mettant en évidence l’intervention d’un processus passif, comme 




Figure III- 8 : Clichés de microscopie confocale (ex=488nm) de cellules CHO pré-traitées avec : (A) Amiloride, 
(C) Chlorpromazine, (F) Filipine, (ACF) Amiloride, Chlorpromazine et Filipine simultanément. Dans chaque 
cas, les cellules pré-traitées ont été incubées avec les vésicules de TriCat12/FluoCat à 37°C. 
 




La technique de cytométrie en flux a permis de déterminer le pourcentage de cellules 
fluorescentes, qui correspond directement au pourcentage d’internalisation des vésicules 
par les cellules, puisque seules les vésicules (et non les cellules) sont fluorescentes (cf Figure 
III- 9). Ces résultats de cytométrie en flux montrent que les inhibiteurs chimiques et la basse 




Figure III- 9 : Pourcentage de cellules fluorescentes mesuré par cytométrie de flux des cellules CHO pré-
traitées avec : (A) Amiloride, (C) Chlorpromazine, (F) Filipine, (ACF) Amiloride, Chlorpromazine et Filipine 
simultanément. Dans chaque cas, les cellules pré-traitées ont été incubées avec les vésicules de 
TriCat12/FluoCat à 37°C. Les résultats présentés sont des pourcentages de fluorescence donnée par le 
contrôle non-traité (cellules incubées avec des vésicules sans inhibiteur à 37°C). 
 
De manière similaire aux processus observés avec d’autres nano-objets [95, 96], plusieurs voies 
d’endocytose sont impliquées dans leur internalisation. L’examen de la Figure III- 9 montre 
que l’amiloride (A) est l’agent induisant la plus forte inhibition de l’internalisation des 
vésicules (88±1%) : cela signifie que la macropinocytose est le processus majoritaire 
d’endocytose. Cette voie est décrite [134, 256] comme étant une pinocytose non spécifique, 
puisque les macropinosomes formés pour invaginer les nanoparticules ne reconnaissent pas 
spécifiquement d’enrobage particulier, et ne concentrent pas de récepteurs. Cette voie 
d’endocytose ne révèle aucune sélectivité, notamment dans la taille du matériel endocyté 
[150, 154]. Ces observations s’accordent avec nos résultats, puisque les vésicules catanioniques 
ne possèdent pas de ligands spécifiques comme des protéines, et sont de taille relativement 
élevée (200nm de diamètre). 
La filipine, quant à elle, induit une diminution de l’internalisation des vésicules de 
TriCat12/FluoCat par les cellules de 65±2% (cf Figure III- 9), soulignant l’intervention du 
processus d’endocytose des vésicules par la voie des cavéoles. Ce dernier est connu pour 
endocyter de larges particules, dont le diamètre est de l’ordre de 200nm ou plus [150, 279]. De 
plus, les rafts cavéolaires sont des microdomaines lipidiques ordonnés enrichis en 
sphingolipides, dont la structure est similaire à celle des tensioactifs TriCat12 qui composent 
les vésicules catanioniques. Il était donc prévisible que les vésicules aient une affinité 
spontanée pour ces domaines. C’est pourquoi la teneur en vésicules internalisée par les 
cavéoles est assez élevée. 




L’inhibition de l’internalisation des vésicules causée par la chlorpromazine est moindre, 
(31±2%, cf Figure III- 9). L’endocytose par la voie des clathrines intervient de façon moins 
importante que les deux précédentes dans le processus d’internalisation des vésicules. Ceci 
était tout à fait prévisible puisque cette voie est généralement empruntée pour 
l’internalisation de petites particules (<200nm de diamètre) [149, 150]. La polydispersité 
observée sur la distribution de taille des vésicules explique la présence de vésicules dont la 
taille est inférieure à 200nm, ainsi ces vésicules empruntent très probablement la voie des 
clathrines pour pénétrer à l’intérieur des cellules. Par ailleurs, ce processus d’endocytose fait 
intervenir des récepteurs dans la reconnaissance du matériel à endocyter grâce à des 
protéines adaptatrices comme l’epsine [138]. La structure externe des vésicules catanioniques 
est difficilement reconnue par ces protéines, c’est pourquoi les vésicules ne se lient pas très 
fortement aux récepteurs de surface des cellules spécifiques des clathrines. 
Ainsi, la prédominance de la voie non-spécifique de macropinocytose a été montrée, de 
même qu’une large utilisation des rafts cavéolaires et un emploi moins important de la voie 
des clathrines ; ces observations concordent avec la taille et la composition des vésicules. De 
plus, on remarque que lorsque ces trois voies sont inhibées, la fluorescence résiduelle 
intracytoplasmique est toujours significative, avec une valeur comparable à celle obtenue 
lors de l’interaction vésicules/cellules à 4°C.  
De cet ensemble de résultats, on peut dégager deux conclusions : 
 Premièrement, aucun autre processus actif que les trois susmentionnés n’intervient.  
 Deuxièmement, les trois inhibiteurs ont été utilisés dans des concentrations 
suffisamment élevées pour permettre une inhibition maximale de chaque voie 
d’endocytose. 
3.3. Mise en évidence de la contribution de la fusion 
membranaire 
La Figure III- 9 montre une internalisation de fluorescence de 16±3% lorsque l’expérience est 
réalisée à 4°C au lieu de 37°C. Lorsque les trois inhibiteurs sont utilisés simultanément, 
l’internalisation de fluorescence est d’environ 7±4% par rapport aux conditions sans 
inhibiteur. Ces taux significatifs de fluorescence cellulaire soulignent l’intervention d’un 
mécanisme passif, vraisemblablement de la fusion membranaire, comme évoqué 
précédemment. 
Afin d’explorer cette hypothèse, les vésicules catanioniques ont été préparées dans une 
solution de Texas Red. Cette sonde fluorescente hydrophile a été encapsulée dans le cœur 
aqueux des vésicules. L’étude par microscopie confocale (cf Figure III- 10) révèle une 
internalisation de fluorescence à l’intérieur du cytoplasme des cellules seulement en 
présence de TriCat12 à l’état vésiculaire, à 37°C (cliché (C)) mais aussi à 4°C (cliché (D)), 
lorsque l’endocytose est bloquée. Les vésicules catanioniques ont ainsi relargué leur contenu 
hydrophile directement à l’intérieur du cytoplasme. Ce phénomène traduit la fusion 
membranaire qui intervient spontanément entre les vésicules et la membrane des cellules. 
 






Figure III- 10 : Clichés de microscopie confocale (ex=561nm) des cellules CHO en l’absence de vésicules 
marquées ((A) à 37°C, (B) à 4°C), et après incubation avec les vésicules encapsulant le Texas Red dans leur 
cœur aqueux ((C) à 37°C, (D) à 4°C). 
 
L’utilisation de GUVs comme modèles de membrane cellulaire a montré que la présence de 
défauts dans la structure est nécessaire pour créer une déstabilisation membranaire 
induisant un processus de fusion. La fusion membranaire spontanée des vésicules 
catanioniques est donc un processus passif et mécanique qui nécessite seulement la 
présence de microdomaines phospholipidiques induisant des défauts interfaciaux où les 
lipides sont désorganisés. L’expérience présentée ici montre que ces vésicules sont capables 
de fusionner spontanément avec les membranes de cellules vivantes qui possèdent des 
hétérogénéités lipidiques et notamment des interfaces de domaines. En effet, la présence de 
microdomaines lipidiques riches en sphingomyéline et en cholestérol induit une distribution 
latérale inhomogène des membranes [377-379] qui amplifie leur désorganisation lipidique et 
leur déstabilisation. 
3.4. Colocalisation des vésicules et de leur contenu 
Afin de confirmer l’intervention des processus d’endocytose et de fusion membranaire dans 
le mécanisme d’interaction vésicules/cellules, la sonde amphiphile verte FluoCat et la sonde 
hydrophile rouge Texas Red ont été encapsulées simultanément dans la structure des 
vésicules, respectivement au sein de leur bicouche amphiphile et de leur cœur aqueux. La 
Figure III- 11 montre des cellules CHO incubées pendant 1h avec ces vésicules doublement 
marquées.  
 






Figure III- 11 : Clichés de microscopie confocale de cellules CHO incubées à 37°C avec des vésicules 
catanioniques dont la bicouche est marquée avec la sonde amphiphile verte FluoCat et le cœur aqueux avec 
la sonde hydrophile rouge Texas Red : (A) contraste Nomarsky, (B) canal à 561nm, (C) canal à 488nm, (D) 
superposition des trois clichés précédents. 
 
Sur ces clichés on peut voir : 
 Une fluorescence rouge diffuse (clichés (B) et (D)) qui souligne le phénomène de 
fusion membranaire entre les vésicules catanioniques et les cellules et le relargage 
du contenu intravésiculaire dans le cytoplasme ; 
 Un marquage ponctiforme vert (clichés (C) et (D)), qui résulterait du phénomène de 
fusion membranaire et d’une internalisation subséquente de résidus de membrane 
vésiculaire par les cellules ; 
 Un marquage ponctiforme jaune (cliché (D)), qui correspond à la colocalisation des 
fluorescences rouge et verte. La présence superposée des deux sondes traduit 
l’existence de vésicules catanioniques intègres à l’intérieur des cellules, 
vraisemblablement au niveau des compartiments endo-lysosomaux résultant de 
mécanismes d’endocytose. 
3.5. Comparaison des cinétiques des mécanismes d’endocytose et 
de fusion membranaire 
L’étude a ensuite porté sur la comparaison des cinétiques des différentes voies d’interaction 
vésicules/cellules. 
Les cellules CHO ont été incubées avec les vésicules catanioniques marquées simultanément 
par le FluoCat et le Texas Red pendant des durées variables, à 4°C et 37°C (cf Figure III- 12). 
 






Figure III- 12 : Clichés de microscopie confocale de cellules CHO incubées à 37°C ou à 4°C avec des vésicules 
catanioniques marquées simultanément avec les sondes TriCat12 (verte, ex=488nm) et Texas Red (rouge, 
ex=561nm), en fonction du temps d’incubation. 
 
Ces clichés de microscopie confocale confirment l’apparition quasi-immédiate de la fusion 
membranaire, à 37°C comme à 4°C (la fluorescence rouge diffuse est visible dès les deux 
premières minutes d’interaction). De plus, la fluorescence ponctiforme jaune traduisant 
l’endocytose des vésicules n’apparaît qu’à 37°C, à partir de 15 min de co-incubation. Ce 
phénomène actif, qui n’existe pas à 4°C, est retardé par rapport au mécanisme passif. Ceci 
était prévisible puisque l’endocytose est un processus métabolique. Ce dernier s’amplifie 
donc avec le temps à 37°C, alors que l’on n’observe toujours aucune fluorescence 
ponctiforme jaune à 4°C, même après 1h d’incubation. 
De façon prévisible, l’étude cinétique a montré que la fusion membranaire est un processus 
bien plus rapide que l’endocytose qui fait intervenir un métabolisme cellulaire complexe 
mettant en jeu des protéines.  
  





Comme abordé dans le chapitre II, les vésicules catanioniques de TriCat12 sont des 
assemblages de tensioactifs dérivés de sucre faciles à formuler. Ils constituent une 
alternative verte aux autres systèmes de délivrance de principes actifs plus « classiques ». Ce 
chapitre met en évidence que les vésicules catanioniques sont capables de délivrer des 
substances hydrophiles et amphiphiles à l’intérieur des cellules selon plusieurs mécanismes 
complémentaires. 
Grâce à des techniques variées de microscopie, nous avons dans un premier temps montré 
que les vésicules catanioniques sont capables de fusionner spontanément avec des 
assemblages lipidiques à condition que ceux-ci présentent des défauts de structure (de 
fluidité, de rigidité ou d’interfaces de phases). Ces vésicules unilamellaires géantes 
constituent un modèle simplifié de membrane cellulaire. 
Dans une seconde partie, nous avons mis en place une étude sur cellules vivantes cultivées 
in vitro. Les observations effectuées en microscopie confocale, confirmées par une analyse 
quantitative par cytométrie en flux, ont mis en évidence la polyvalence des vésicules 
catanioniques. En effet, trois voies d’endocytose ont été mises en relief dans le mécanisme 
d’interaction entre les vésicules et les cellules : majoritairement la macropinocytose et la 
voie des cavéoles, et dans une moindre mesure la voie des clathrines. Il est tout à fait 
pertinent pour un système de délivrance de principe actif de faire intervenir plusieurs voies 
d’entrée dans les cellules, pour assurer une efficacité même en cas de dysfonctionnement 
d’une des voies. 
Par ailleurs, ces vésicules constituent des systèmes tout à fait innovants dans la mesure où 
ils sont aussi simultanément capables de fusionner avec les membranes des cellules. La 
fusion membranaire fournit ainsi aux vésicules catanioniques la capacité de délivrer des 
composés hydrophiles directement dans le cytoplasme des cellules, évitant les principaux 
inconvénients de l’endocytose, à savoir une possible dégradation intra-endo-lysosomale du 
matériel encapsulé et une cinétique lente et complexe de relargage du principe actif. Une 
étude cinétique a révélé que ce phénomène de fusion membranaire est immédiat, tandis 
que la cinétique d’endocytose des vésicules catanioniques est plus lente. 
Bien entendu, le métabolisme cellulaire dépend de la nature de la cellule. Il est donc 
probable que la teneur de vésicules endocytées, voire même la proportion internalisée par 
chaque voie d’endocytose, varient d’un type cellulaire à l’autre. De même, la composition 
membranaire est, elle aussi, susceptible de varier suivant la nature de la cellule, faisant 
probablement varier la teneur de vésicules capables de fusionner avec elle. C’est pourquoi 
dans cette étude nous avons choisi de nous intéresser aux CHO, dont la composition 
membranaire est parfaitement connue [368], ce qui n’est pas le cas, à l’heure actuelle, de tous 
les types cellulaires. 
Même si ces teneurs sont susceptibles de varier d’un type cellulaire à l’autre, les vésicules 
catanioniques présentent tout de même une polyvalence particulièrement intéressante. Une 
multitude de perspectives peuvent être envisagées pour de tels systèmes. En particulier, on 
peut exploiter leurs capacités à encapsuler des principes actifs quelle que soit leur 
hydrophilie et à cibler des zones différentes de la cellule suivant la voie d’interaction 
cellulaire suivie. On peut même envisager d’encapsuler simultanément plusieurs principes 
actifs d’efficacité complémentaire. Une seule administration suffirait alors à effectuer une 




multithérapie, tout en permettant de relarguer les principes actifs dans des zones 
différentes de la cellule, avec des cinétiques de relargage plus ou moins rapides. Ceci 
pourrait apporter des avantages remarquables dans le traitement de nombreuses 





















Chapitre IV :  
Vectorisation d’un agent anticancéreux 
dans le cadre d’une thérapie 
photodynamique 
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1. Introduction : Mise au point bibliographique sur la 
thérapie photodynamique (PDT) 
1.1. La PDT, une stratégie anticancéreuse 
Après le carcinome de cellules basales, le carcinome de cellules squameuses (SCC) est le 
second cancer le plus répandu affectant la peau et les muqueuses. Plus de 700 000 nouveaux 
cas de SCC sont diagnostiqués chaque année à travers le monde. Moins fréquent (160 000 
nouveaux cas par an) mais encore plus dangereux, le mélanome est quant à lui à l’origine de 
75% des décès attribués à un cancer de la peau [380].  
Ces deux types de cancer sont classiquement traités par des méthodes variées incluant un 
retrait chirurgical de la tumeur, des traitements à base d’adjuvants, la chimio- et l’immuno-
thérapies ou encore la thérapie par irradiation. Malgré leur indéniable efficacité, ces 
techniques sont la plupart du temps délicates à mettre en place et lourdes de conséquences 
pour le patient. 
Dans les années 1980, la recherche médicale a mis au point une nouvelle technologie : la 
thérapie photodynamique (PDT) est apparue comme une alternative aux autres traitements 
contre le cancer notamment [381]. Son application clinique a été particulièrement développée 
en oncologie dermatologique [382, 383], mais aussi en pneumologie, en gastroentérologie ou 
encore en urologie [384].  
Ce traitement localisé, par voie cutanée, percutanée ou endoscopique, permet la destruction 
de tissus, d’origine tumorale ou non, par activation d’un agent photosensibilisateur grâce à 
un laser émettant une lumière visible monochromatique, en présence d’oxygène 
moléculaire [384-387]. Cette photoexcitation provoque la production d’oxygène singulet, lui-
même à l’origine de la formation de dérivés réactifs de l’oxygène (ROS, pour Reactive 
Oxygen Species) au niveau des cellules. Cette cascade d’excitations induit l’apoptose et/ou la 




Figure IV- 1 : Principe de fonctionnement de la thérapie photodynamique appliquée à un cancer de la peau. 
 




L’application du laser est topique et localisée avec précision au niveau de la tumeur : elle est 
sans danger pour les cellules saines à proximité. Les effets secondaires d’une telle thérapie 
sont donc réduits. De plus, le rétablissement post-intervention est amélioré, par rapport à 
d’autres techniques comme la chirurgie ou la chimiothérapie, par exemple. 
Le choix de la molécule photosensibilisatrice est spécifique au type cellulaire visé. La 
molécule doit répondre à un certain nombre de spécifications photochimiques et 
photophysiques [388-390] : 
 elle doit être stable chimiquement et non toxique dans des conditions d’obscurité, 
ainsi qu’avoir une faible incidence sur la toxicité due à l’administration, comme des 
réactions allergiques ; 
 elle doit être intrinsèquement fluorescente et ne doit pas photoblanchir ; 
 elle doit avoir un rendement quantique d’oxygène singulet élevé pour une efficacité 
de photoactivation optimale ; 
 la plage spectrale de lumière permettant son activation doit éviter toute diminution 
d’absorption parasite par des molécules endogènes afin de permettre une 
pénétration lumineuse tissulaire profonde. Les tissus étant plus transparents dans le 
rouge ou le rouge lointain, l’absorption de fluorescence doit donc se situer à de 
grandes longueurs d’onde (>600nm) ; 
 les photons émis doivent toutefois avoir une énergie suffisante pour que l’état triplet 
du photosensibilisateur puisse transférer son énergie à l’oxygène triplet, afin que ce 
dernier passe à l’état singulet. Ceci implique une longueur d’onde d’émission 
inférieure à 800nm. 
Plusieurs familles de molécules, d’origine naturelle ou synthétique, correspondent à ces 
critères et ont été approuvées en clinique ou sont en cours de tests précliniques pour des 
indications oncologiques [391].  
Initialement issus de l’hématoporphyrine, les photosensibilisateurs de première génération à 
l’instar de la version commerciale Photofrin® (cf Figure IV- 2) ont démontré leur efficacité de 
pénétration tissulaire et d’activité photosensibilisatrice, ainsi qu’une facilité de mise en 
œuvre [392, 393]. Cependant, ces dérivés de porphyrine ne sont pas purs. Il s’agit en effet d’un 
mélange complexe mal défini dont la composition est difficile à reproduire [394] ce qui 
complexifie les études mécanistiques de pharmacocinétique ou de pharmacodynamie.  
C’est pourquoi les photosensibilisateurs de deuxième génération ont été développés. Ces 
composés purs présentent, en outre, des caractéristiques photophysiques améliorées 
(absorption dans le rouge, amélioration du rendement en oxygène singulet). La plupart 
d’entre eux sont dérivés d’un noyau aromatique tétrapyrrole, parmi lesquels on peut citer 
les porphyrines, les chlorines (ex. Foscan®, cf Figure IV- 2) ou encore les bactériochlorines 
[395]. Une deuxième famille de photosensibilisateurs potentiels concerne les systèmes 
pyrroliques conjugués, comprenant les texaphyrines, les porphycènes et les sapphyrines. 
Enfin, les phthalocyanines (cf Figure IV- 2) et les naphthalocyanines constituent le dernier 
groupe largement étudié de photosensibilisateurs de deuxième génération [396]. Ces 
molécules sont, la plupart du temps, coordonnées avec un atome métallique diamagnétique 
(Zn, Pd, In, Sn, Lu par exemple). Ces composés photosensibilisateurs présentent tous une 
bande d’absorption située entre 600 et 800nm (aux alentours de 630nm pour les 
porphyrines, de 650nm pour les chlorines et de 690nm pour les phtalocyanines). En plus de 
leurs propriétés de fluorescence, ils possèdent de bons rendements quantiques de 




production d’oxygène singulet. Les chlorines et les phthalocyanines absorbent plus 
efficacement dans le rouge que les porphyrines et possèdent des structures chimiques 
constantes. 
Toutefois, l’inconvénient majeur de ces composés aux caractéristiques photophysiques 
améliorées est leur faible sélectivité tissu tumoral/tissu sain, engendrant notamment des 
effets secondaires indésirables. De nouveaux agents photosensibilisants, dits de troisième 
génération, ont été créés pour augmenter leur accumulation dans les tissus tumoraux tout 
en limitant leur incorporation dans les cellules saines. L’optimisation de cette sélectivité est 
obtenue en greffant des motifs de reconnaissance de récepteurs membranaires directement 
sur le photosensibilisateur, en les séparant éventuellement par un bras espaceur permettant 
d’individualiser les deux parties. Les molécules d’adressage peuvent soit cibler 
spécifiquement les cellules cancéreuses (plusieurs études reportent l’utilisation de sucres 
[397] (cf Figure IV- 2), d’anticorps monoclonaux [398], de peptides [399], d’acide folique [400]…), 
soit cibler les néo-vaissaux dans le cadre d’une stratégie anti-angiogénique [401]. Si les 
molécules d’adressage sont suffisamment accessibles, l’assemblage sera reconnu par les 
récepteurs spécifiques, ou reconnaîtra les marqueurs surexprimés à la surface des cellules 
tumorales, facilitant leur incorporation par ces dernières. 
 
 
Figure IV- 2 : Quelques exemples de structures de molécules photosensibilisatrices de première, deuxième et 





Les photosensibilisateurs de troisième génération permettent donc un ciblage plus 
spécifique que ceux de deuxième génération. Toutefois, ils présentent des inconvénients au 




niveau de leur synthèse, qui peut être complexe et coûteuse du fait de l’utilisation de ligands 
biologiques, mais aussi au niveau de leurs propriétés pharmacocinétiques, puisque les 
principes actifs doivent être clivés de leur module d’adressage pour interagir avec les cellules 
cibles. Une alternative intéressante consiste donc à utiliser des photosensibilisateurs de 
deuxième génération et à les adresser par un ciblage passif, en utilisant des vecteurs qui 
peuvent les encapsuler, les transporter puis les relarguer de façon sûre, spécifique et rapide. 
1.2. Vectorisation et PDT 
La présence de structures macrocycliques rend ces molécules photosensibilisatrices difficiles 
à administrer directement, en raison de leur forte hydrophobie. Afin d’y remédier, diverses 
formulations ont vu le jour pour l’encapsulation et la vectorisation de ces principes actifs. 
Plusieurs classifications des nanoparticules utilisées en PDT ont été reportées [403], suivant 
leur composition (naturelle ou synthétique ; organique ou inorganique), suivant leur 
morphologie (sphère, tube, etc), ou encore suivant leur structure (oxyde, métaux, sels, 
polymères, etc). 
La PDT reposant sur l’efficacité de production d’oxygène singulet et sa diffusion dans le 
cytoplasme cellulaire, une classification récente s’est intéressée à la stratégie de conception 
des nanoparticules [8]. 
 D’une part, on répertorie les nanoparticules biodégradables qui libèrent l’agent 
photosensibilisateur au sein du cytoplasme cellulaire une fois la barrière 
membranaire passée, une irradiation subséquente permet leur excitation pour 
produire l’oxygène singulet. 
 D’autre part, la PDT peut utiliser des nanoparticules non-biodégradables, qui, une 
fois internalisées par les cellules, restent intègres dans le cytoplasme et laissent 
pénétrer en leur cœur l’oxygène triplet grâce à une structure poreuse. Après 
excitation de ce dernier au contact de la molécule photosensibilisatrice piégée dans 
leur cœur, ces nanoparticules laissent s’échapper l’oxygène singulet qui retourne 
vers le cytoplasme. Une alternative consiste à greffer de façon covalente les 
molécules photosensibilisatrices en périphérie des nanoparticules, pour un accès plus 
direct [404]. 
Les nanoparticules biodégradables, de composition organique, sont la plupart du temps de 
nature polymérique (comme des particules de polyesters aliphatiques) ou lipidique 
(liposomes, par exemple) [405]. Biocompatibles, elles possèdent par ailleurs l’avantage d’un 
fort rendement d’encapsulation, la possibilité de contrôler le relargage ou encore l’existence 
d’une large variété de matériaux et de procédés de fabrication [406]. Cependant, cette 
biodégradabilité peut constituer un frein à leur développement, particulièrement du point 
de vue cinétique, puisque leur dégradation au sein des cellules et donc le relargage de la 
drogue ne sont pas immédiats, mais aussi d’un point de vue du respect de l’intégrité du 
principe actif qui risque d’être dégradé par l’activité métabolique cellulaire. 
Les particules non-biodégradables, quant à elles, permettent d’outrepasser ces 
inconvénients. Elles sont la plupart du temps constituées de céramique (silice inerte, 
notamment) ou de métaux (par exemple l’or) [8]. Elles possèdent l’avantage d’être 
particulièrement stables aux fluctuations de température et de pH [407]. Leur taille, 
morphologie, porosité et monodispersité sont facilement contrôlables lors de leur 
préparation [408]. Elles sont de plus particulièrement résistantes aux attaques microbiennes 




[409]. En revanche, leur inertie et leur stabilité peuvent poser des problèmes pour leur 
élimination. 
A cette classification de vecteurs « passifs », Chatterjee et al. [405] ont récemment opposé des 
nanoparticules de seconde génération, dites « actives » puisqu’elles possèdent directement 
des propriétés photosensibilisatrices, comme les quantum dots ou les nanoparticules auto-
luminescentes. Cependant, là encore, des problèmes de toxicité et d’élimination peuvent 
apparaître.  
Ainsi, si la stratégie de vectorisation semble pertinente pour améliorer l’efficacité de 
traitement anticancéreux par PDT, le développement du vecteur optimal est loin d’être 
résolu. 
1.3. Objectif de l’étude 
La conception de systèmes permettant l’encapsulation de photosensibilisateurs avec un fort 
rendement constitue un véritable défi scientifique. Dans l’idéal, ces systèmes seraient 
composés de matériaux biodégradables et biocompatibles, faciles à éliminer par le corps 
humain. Le respect de leur intégrité après leur internalisation dans les cellules assurerait une 
excellente protection des molécules photosensibilisatrices tout en leur permettant d’activer 
l’oxygène pour induire la mort cellulaire. 
Comme nous l’avons vu précédemment, les vésicules catanioniques constituent une 
alternative aux autres systèmes de délivrance de principes actifs, qui assurent protection et 
adressage intracellulaire de molécules d’hydrophobie variée. Leur structure biocompatible 
et leur stabilité en font des candidats de choix pour l’encapsulation de molécules 
photosensibilisatrices dans le cadre d’une PDT anticancéreuse.  
L’objectif de cette étude est donc d’étudier la faisabilité d’une telle encapsulation pour 
améliorer le profil pharmacocinétique du principe actif tout en assurant son activité 
photosensibilisatrice.  
Dans un premier temps, la formulation de vecteurs colloïdaux catanioniques a été mise au 
point. Ensuite, nous avons étudié le comportement photocytotoxique de tels systèmes sur 
des cellules de cancer de la peau et des muqueuses cultivées in vitro, en vérifiant le respect 
de l’activité photoexcitatrice de l’oxygène une fois les systèmes internalisés par les cellules. 
 
  




2. Mise au point de vésicules catanioniques contenant des 
phthalocyanines de chloroaluminium (ClAlPc) 
2.1. ClAlPc : caractéristiques et applications pour la PDT 
Les phthalocyanines constituent une large classe de composés avec un coefficient 
d’extinction élevé dans la région spectrale de 630 à 800nm. Plusieurs études ont montré leur 
efficacité pour induire une mort cellulaire dans le cadre d’un traitement par PDT, in vitro [410, 
411] comme in vivo [412, 413]. Elles présentent l’avantage d’être des composés chimiquement 
purs et identifiés, à l’inverse des dérivés hématoporphyrines largement utilisés en mélange 
pour la PDT. De plus, les phthalocyanines absorbent la lumière à une longueur d’onde plus 
importante que la plupart des autres familles de photosensibilisateurs (notamment les 
hématoporphyrines), cette lumière pénètre donc plus profondément dans les tissus [414]. 
En particulier, les phthalocyanines de chloroaluminium (ClAlPc) (cf Figure IV- 3) répondent 
aux spécifications photophysiques et photochimiques leur permettant d’assurer le rôle de 




Figure IV- 3 : Structure de la phthalocyanine de chloroaluminium (ClAlPc). 
 
En environnement hydrophobe, les ClAlPc sont présentes à l’état monomérique [415, 416]. Un 
maximum d’absorption est observé à la longueur d’onde de 670nm (cf Figure IV- 4 (A)), 
tandis que le maximum d’émission de fluorescence, variable suivant le milieu, est relevé à 
vers 670nm-680nm (cf Figure IV- 4 (B)). 
En revanche, comme la plupart des phthalocyanines, les ClAlPc sont agrégées en milieu 
aqueux, même à faible concentration. Etant donnée leur absence de solubilité dans l’eau, il 
est impossible de déterminer la constante de dissociation des agrégats [415]. La formation 
d’agrégats en milieu aqueux se traduit par une extinction des propriétés spectroscopiques 
de ClAlPc, d’absorption UV-Visible (cf Figure IV- 4 (A)) comme d’émission de fluorescence (cf 
Figure IV- 4 (B)). 
 





Figure IV- 4 : (A) Spectre d’absorption UV-Visible et (B) spectre d’intensité de fluorescence (ex: 610nm) de 
ClAlPc libre dans un environnement hydrophile (DMSO/H2O (1 : 50), trait noir continu) et dans un 
environnement hydrophobe (DMSO/acétonitrile (1 : 50), trait gris pointillé). 
 
Ces molécules possèdent une efficacité accrue pour la destruction de tumeurs solides in 
vivo, par comparaison avec des dérivés sulphonés de ClAlPc hydrophiles, pourtant très 
prometteurs en PDT clinique. En effet, une étude [413] a montré que ClAlPc a un mode 
d’action antitumorale prolongé jusqu’à 24h post-irradiation, suite à une cytotoxicité directe 
mais aussi à des dommages de la vascularisation tumorale. Grâce à cette double action, 
ClAlPc ouvre de larges perspectives dans la stratégie de thérapie anticancéreuse.  
Cependant, le principal frein à leur utilisation concerne leur faible biocompatibilité, dans la 
mesure où leur hydrophobie limite une bonne biodistribution dans les milieux biologiques. 
Afin d’outrepasser cet inconvénient, la stratégie d’encapsulation (liposomes, nanocapsules, 
nanoémulsions) a été envisagée [381, 417, 418] pour protéger le principe actif, et ainsi empêcher 
ses problèmes d’insolubilité, réduire ses effets secondaires systémiques tout en les 
vectorisant à l’intérieur des cellules. Les résultats obtenus in vitro ont prouvé l’efficacité 
photosensibilisatrice de ClAlPc administré par formulation liposomale [419, 420]. 
Dans la continuité de telles recherches, nous avons expérimenté l’insertion des ClAlPc au 
sein des vésicules catanioniques. 
2.2. Insertion des ClAlPc au sein de la bicouche des vésicules 
catanioniques 
2.2.1. Mise au point de vésicules de TriCat12/ClAlPc 
Afin d’insérer la molécule hydrophobe dans les bicouches catanioniques des vésicules du 
tensioactif TriCat12 sans perturber l’agrégation de ce dernier, plusieurs protocoles de 
formulation ont été envisagés.  
La méthode dite « du film », couramment utilisée pour l’encapsulation de molécules dans les 
bicouches des liposomes, a été adaptée aux vésicules de TriCat12. Outre une mise en place 
longue, fastidieuse et consommant abondamment des solvants organiques (méthanol et 
chloroforme), cette méthode s’est révélée inadaptée car les vésicules ainsi formées ont 
précipité dans l’heure ayant suivi leur formation. Ce protocole a donc été abandonné. 




Une deuxième expérience a montré l’échec d’une encapsulation active des ClAlPc au sein 
des bicouches de vésicules catanioniques : en effet, l’insertion ultérieure des ClAlPc à des 
vésicules préformées s’est révélée impossible. Nous avons donc du envisager un protocole 
tel que l’insertion des ClAlPc au sein des agrégats de TriCat12 soit concomitante à leur 
formulation. 
Une troisième expérience a souligné la nécessité de dissoudre préalablement les 
phthalocyanines dans un solvant organique miscible à l’eau, le simple mélange des poudres 
de ClAlPc et TriCat12 avant ajout d’eau ayant conduit à la formation de vésicules de TriCat12 
« vides » et à la précipitation des phthalocyanines. Deux solvants de dissolution ont été 
envisagés : le diméthylsulfoxide (DMSO) et l’acétone. Tous deux permettent une dissolution 
rapide de ClAlPc, sont miscibles à l’eau et sont tolérés par la FDA pour des applications 
pharmaceutiques [129]. L’acétone s’est révélé être un solvant plus facile à éliminer pour 
assurer une meilleure biocompatibilité, c’est pourquoi il a été retenu. 
Le protocole retenu tient compte de ces différentes remarques et exploite la propriété 
d’auto-organisation spontanée des tensioactifs catanioniques en solution aqueuse, au sein 
de laquelle les phthalocyanines dissoutes dans l’acétone ont été préalablement diluées.  
 
L’étape suivante a été de déterminer les quatités optimales relatives de tensioactif TriCat12 
et de ClAlPc. Pour chaque concentration en tensioactif TriCat12 envisagée, plusieurs 
concentrations en ClAlPc ont été testées, analogues à celles classiquement utilisées dans la 
littérature [414, 419, 421]. Les agrégats formés ont été évalués en termes d’observation 
macroscopique et distribution de taille en DDL (cf Tableau IV- 1).  
 
 
Tableau IV- 1 : Observation des agrégats de TriCat12/ClAlPc suivant leurs concentrations respectives, en 
termes d’observation macroscopique et par DDL. Les cases rouges représentent les échantillons non 
utilisables, les cases orange les échantillons présentant une stabilité maximale de 24h, et les cases vertes les 
échantillons correspondant à des agrégats de taille et indice de polydispersité acceptables (resp. <300nm, 
IP<0,4) stables à l’échelle de quelques jours. Le cadre vert correspond au ratio [ClAlPc]/[TriCat12] retenu. 
 
Trois échantillons ont répondu aux critères d’acceptabilité pré-établis : aspect transparent, 
homogène, présence d’agrégats de taille inférieure à 300nm (IP<0,4) stables sur plusieurs 
jours. En effet, lorsque la concentration en tensioactif TriCat12 est supérieure à 1 x 10-4M, 
les vésicules de TriCat12/ClAlPc précipitent rapidement, même si l’ajout de ClAlPc améliore 
la stabilité des vésicules (leur précipitation est plus lente pour la concentration maximale en 




ClAlPc). En fixant la concentration en TriCat12 à 1 x 10-4M, nous avons retenu le protocole 
faisant intervenir la plus forte concentration en ClAlPc (soit 5µg/mL), afin que la quantité de 
principes actifs administrée soit maximale pour une quantité de vésicules donnée, pour 
assurer une efficacité photosensibilisatrice optimale. 
2.2.2. Caractérisation physico-chimique des vésicules de 
TriCat12/ClAlPc 
La taille des vésicules est un paramètre essentiel à prendre en compte, dans la mesure où il 
influence l’internalisation des systèmes par les cellules et contrôle la cinétique de relargage 
du principe actif. Ces aspects sont d’autant plus considérables dans le cadre d’un traitement 
de mélanome de la peau où la résistance aux traitements thérapeutiques plus « classiques » 
est très fréquente [419]. 
Avec le protocole de formulation retenu, des agrégats de morphologie et de distribution de 
taille identique à celles des vésicules de tensioactif TriCat12 seul sont observés par MET et 
mesurés par DDL (cf Figure IV- 5) : une seule population est observée avec un diamètre 




Figure IV- 5 : (A) Clichés de MET et (B) distribution de taille des agrégats de TriCat12 / ClAlPc formulés dans 
l’eau à 25°C. 
 
Si l’absorption et l’émission de fluorescence des ClAlPc ne sont pas mesurables en milieu 
aqueux, des études ont montré le rétablissement de ces propriétés photophysiques lorsque 
ces dernières sont encapsulées dans les zones hydrophobes de nanoémulsions et de 
nanocapsules [421], mais aussi au cœur de la bicouche de liposomes unilamellaires [415].  
La comparaison des spectres d’absorption UV-Visible ainsi que celle des spectres d’intensité 
de fluorescence des ClAlPc libres en solution aqueuse et en présence de TriCat12 dans cette 
même solution montre la réapparition ou l’exacerbation d’un pic dans l’échantillon 
correspondant à la solution de vésicules catanioniques (cf Figure IV- 6). Ceci traduit la 
présence de ClAlPc dans un environnement hydrophobe : il ne peut s’agir que des bicouches 
lipidiques des vésicules catanioniques, par analogie avec les études précédentes. 
 






Figure IV- 6 : (A) Spectre d’absorption UV-Visible et (B) spectre d’intensité de fluorescence (ex: 610nm) de 
ClAlPc libre en solution (à 5 µg/mL dans acétone/eau (5 : 95)) (trait gris pointillé) et en présence de vésicules 
de tensioactif TriCat12 (1.10
-4
M) dans une solution identique (trait noir continu). 
 
Par ailleurs, le spectre d’intensité de fluorescence (cf Figure IV- 6 (B)) traduit un déplacement 
bathochrome du pic d’intensité lorsque ClAlPc est encapsulé (674nm) par rapport aux 
molécules libres (685nm), attribué à un changement d’environnement des molécules de 
ClAlPc qui se retrouvent en zone hydrophobe. La spectroscopie UV-Visible n’est pas une 
technique suffisamment sensible pour détecter des variations d’absorbance des molécules 
libres en environnement hydrophile. 
2.2.3. Efficacité d’encapsulation de ClAlPc dans les vésicules 
catanioniques 
Afin de quantifier la quantité de ClAlPc encapsulées dans la bicouche des vésicules 
catanioniques, une méthode de dosage a été mise en place par spectrofluorimétrie. 
Pour un même échantillon, la teneur en ClAlPc non encapsulées a été déterminée en dosant 
le surnageant après ultracentrifugation entraînant la précipitation des vésicules. La teneur 
en ClAlPc totales contenues à l’intérieur et à l’extérieur des vésicules a quant à elle été 
déterminée après destruction des structures vésiculaires par ajout de méthanol (cf Figure IV- 
7). On en déduit un rendement d’encapsulation de vésicules catanioniques de 92% (±2%). Il 
s’agit d’une valeur minimale, étant donné que l’étape d’ultracentrifugation est susceptible 
de libérer des phthalocyanines encapsulées. 





Figure IV- 7 : Spectres d’intensité de fluorescence des ClAlPc non encapsulées (trait gris pointillé) et totales 
après destruction des vésicules (trait noir continu).  
L’encart présente les valeurs d’efficacité d’encapsulation obtenues pour trois échantillons indépendants. 
 
L’encapsulation des phthalocyanines au sein des bicouches de vésicules catanioniques est 
donc obtenue avec un rendement quasi-quantitatif. Ce résultat est particulièrement 
intéressant si on le compare à l’efficacité d’encapsulation de ClAlPc obtenue avec d’autres 
types de formulations (de l’ordre de 63% pour des nanocapsules ou des nanoémulsions [421], 
déterminée par dosage fluorimétrique avec une méthode comparable à la notre). 
2.3. Stabilité des vésicules de TriCat12/ClAlPc 
2.3.1. Cinétique de dégradation des vésicules de TriCat12/ClAlPc 
Les échantillons de TriCat12/ClAlPc ont une apparence transparente et homogène de 
couleur bleutée, due à la présence des phthalocyanines naturellement colorées. Aucune 
modification de cette apparence macroscopique n’a lieu sur une période d’au moins huit 
mois. D’un point de vue microscopique, les données de DDL permettent de confirmer une 
stabilité des distributions de taille et d’indice de polydispersité sur une telle durée (cf Figure 
IV- 8). 
 





Figure IV- 8 : (A) Evolution dans le temps des diamètres hydrodynamiques moyens des vésicules de 
TriCat12/ClAlPc formulées à 1 x 10
-4
M dans l’eau. (B) Distributions de taille des vésicules à trois temps 
donnés. 
 
Les vésicules de TriCat12/ClAlPc possèdent une stabilité dans le temps environ 25 fois plus 
importante que des vésicules formulées en l’absence de ClAlPc. L’hypothèse la plus 
vraisemblable est qu’une interaction entre les molécules de ClAlPc et les tensioactifs 
TriCat12 stabiliserait fortement les vésicules, à l’instar des molécules de cholestérol qui 
interagissent avec les lipides membranaires. En effet, il a été montré que les interactions 
entre le cholestérol et les phospholipides résultent de forces de Van der Waals et 
hydrophobes et peuvent être renforcées par l’apparition de liaisons hydrogènes entre les 
fonctions hydroxyles de la tête polaire du cholestérol et les régions lipidiques interfaciales 
[422]. Il se forme alors des « complexes » moléculaires au niveau de microdomaines organisés 
[423-425], les rafts membranaires [426], dont l’état de phase et les propriétés mécaniques sont 
modifiés par une variation de rigidité dynamique suivant la teneur en cholestérol [427]. 
Par analogie avec ce phénomène, on peut donc envisager que les macrocycles des 
phthalocyanines interagissent avec les tensioactifs catanioniques, modifiant leur état de 
phase, améliorant ainsi la rigidité membranaire des vésicules catanioniques et protégeant le 
matériel inséré dans leurs bicouches. Une étude de l’état de phase des bicouches 
catanioniques est actuellement en cours, elle devrait permettre de confirmer ou d’infirmer 
cette hypothèse. 
  




2.3.2. Stabilité à la dilution des vésicules de TriCat12/ClAlPc 
2.3.2.1. Stabilité à la dilution dans l’eau 
Afin de poursuivre l’exploration des propriétés physico-chimiques de ces systèmes 
d’encapsulation, nous avons ensuite vérifié la stabilité des vésicules soumises à des dilutions 
sériées (cf Figure IV- 9). Les résultats de DDL confirment la présence d’une population unique 
centrée en 200nm environ, et ce quel que soit le facteur de dilution appliqué. 
 
 
Figure IV- 9 : Diamètres hydrodynamiques moyens d’agrégats de TriCat12/ClAlPc préparés à 1 x 10
-4
M dans 
l’eau et dilués en série (R=2). 
 
La concentration des vésicules après dilution retenue pour la suite de l’étude est identique à 
celle déterminée dans le chapitre II. Les vésicules diluées sont au moins aussi stables dans le 
temps que les solutions mères, puisqu’un échantillon de vésicules diluées datant de huit 
mois possède une distribution de taille identique à celle qu’il avait au moment de la dilution 
(Figure IV- 10). 
 
 
Figure IV- 10 : (A) Evolution dans le temps des diamètres hydrodynamiques moyens des vésicules de 
TriCat12/ClAlPc formulées à 1 x 10
-4
M dans l’eau puis dilué dans l’eau à 2 x 10
-5
M. (B) Distributions de taille 
des vésicules à trois temps donnés. 
 




2.3.2.2. Stabilité à la dilution en milieu physiologique 
Avant d’utiliser les vésicules de TriCat12/ClAlPc pour des applications biologiques, il est 
nécessaire de vérifier la stabilité des édifices vésiculaires lors de leur dilution en milieu 
physiologique. Pour cela, nous avons vérifié par DDL que les vésicules de TriCat12/ClAlPc 
formulées dans l’eau restent stables après dilution dans le tampon PBS et les milieux de 
culture DMEM, EMEM et RPMI (cf Figure IV- 11). 
 
 
Figure IV- 11 : Diamètres hydrodynamiques des vésicules de TriCat12/ClAlPc formulées dans l’eau ultrapure 
([TriCat12]=1 x 10
-4
M ; [ClAlPc]= 5µg/mL) puis diluées par 5 dans le PBS, le DMEM, l’EMEM ou le RPMI. 
 
Les vésicules formulées dans l’eau conservent leur diamètre hydrodynamique moyen après 
dilution dans différents milieux physiologiques, notamment dans le RPMI et le DMEM, 
milieux de culture respectifs des lignées cellulaires sur lesquelles ont été appliquées les 
vésicules (cf paragraphe 3).  
La spectrofluorimétrie d’échantillons de vésicules de TriCat12/ClAlPc après dilution dans ces 
deux milieux de culture cellulaire (cf Figure IV- 12) a mis en évidence que la nature du milieu 
environnant n’a pas d’influence sur le spectre de fluorescence de ClAlPc. Là encore, ceci 
confirme que ces molécules fluorescentes sont encapsulées dans un environnement 
lipophile, d’où leur protection dans les bicouches vésiculaires.  
De plus, les intensités de fluorescence mesurées avant et après dilution sont 
proportionnelles suivant le facteur de dilution appliqué. Autrement dit, aucune extinction de 
fluorescence subséquente à un relargage quelconque des ClAlPc en milieu hydrophile n’est 
observée. Par conséquent, les vésicules conservent leur teneur en ClAlPc encapsulées au 
sein de leur bicouche lipophile. La dilution des vésicules catanioniques dans des milieux 
physiologiques respecte donc leur intégrité.  
 






Figure IV- 12 : Spectres d’intensité de fluorescence de vésicules de TriCat12/ClAlPc (A) formulées dans l’eau 
ultrapure ([TriCat12]=1 x 10
-4
M ; [ClAlPc]= 5µg/mL) puis diluées par 5 dans (B) le RPMI et (C) le DMEM. 
 
Les caractéristiques physico-chimiques des vésicules de TriCat12/ClAlPc en termes de taille, 
de morphologie, d’efficacité d’encapsulation, ainsi que leur exceptionnelle stabilité avant et 
après dilution, notamment dans des conditions physiologiques, traduisent leur potentiel en 
tant que systèmes de vectorisation. Une étude d’interaction de ces assemblages a donc été 
menée sur cellules cancéreuses cultivées in vitro. 
 
  




3. Interaction des vésicules catanioniques chargées en ClAlPc 
avec des cellules 
3.1. Mécanisme d’interaction des vésicules de TriCat12/ClAlPc avec des 
cellules 
Par analogie avec l’étude en microscopie confocale menée sur l’interaction de vésicules de 
TriCat12 marquées avec les sondes fluorescentes (cf chapitre III, Figure III- 11), nous avons 
observé l’interaction de vésicules de TriCat12/ClAlPc avec des cellules CHO cultivées in vitro. 
Afin de détecter qualitativement une éventuelle fusion membranaire, nous avons chargé le 
cœur aqueux des vésicules de TriCat12/ClAlPc avec la sonde fluorescente Texas Red.  
Les clichés de microscopie confocale (cf Figure IV- 13) révèlent que les cellules ont 
principalement un marquage ponctiforme jaune (cliché (D)), qui correspond à la 
colocalisation des fluorescences rouge et verte, elles-mêmes ponctiformes (clichés (B) et 
(C)). La présence superposée des deux fluorescences traduit l’existence de vésicules 
catanioniques intègres à l’intérieur des cellules, résultant de mécanismes d’endocytose. 
En revanche, la résolution de l’appareil ne permet pas de détecter significativement de 
fluorescence rouge diffuse dans le cytoplasme (clichés (B) et (D)). On en déduit que le 
mécanisme de fusion membranaire intervient de façon négligeable, voire nulle, dans les 





Figure IV- 13 : Clichés de microscopie confocale de cellules CHO incubées à 37°C avec des vésicules de 
TriCat12/ClAlPc dont le cœur aqueux avec la sonde hydrophile rouge Texas Red : (A) contraste Nomarsky, (B) 
canal à 561nm (couleur rouge arbitraire), (C) canal à 633nm (couleur verte arbitraire), (D) superposition des 
trois clichés précédents. 
 
Cette différence de comportement avec les vésicules de TriCat12 non chargées en ClAlPc (cf 
chapitre II) concourt à l’hypothèse d’une modification de l’organisation des bicouches 
vésiculaires par la présence de ClAlPc qui augmente vraisemblablement la rigidité des 
membranes des assemblages catanioniques, ce qui rend leur structure plus compacte et 
moins apte à fusionner avec les membranes cellulaires. A notre connaissance, un tel 
comportement n’a jamais été observé avec d’autres structures vésiculaires de type 
liposomes. 




3.2. Photocytotoxicité des vésicules de TriCat12/ClAlPc 
Afin d’envisager une application des vésicules de TriCat12/ClAlPc au traitement des cancers 
de la peau et des muqueuses par PDT, deux lignées cellulaires cancéreuses ont été 
sélectionnées comme modèles in vitro : 
 Les B16-F10, mélanomes de la peau d’origine murine ; 
 Les OSCC (pour Oral Squamous Cell Carcinoma), carcinomes de la muqueuse buccale 
d’origine humaine. 
Pour chaque lignée, la toxicité des vésicules de TriCat12/ClAlPc a été évaluée dans 
l’obscurité, à différentes concentrations. De manière générale, les vésicules catanioniques 
sont dans l’ensemble moins cytotoxiques sur OSCC que sur B16. L’hypothèse la plus 
probable est que les vésicules interagissent moins avec les OSCC qu’avec les B16, car leur 
métabolisme, le stade de développement cellulaire ou encore leur morphologie 
membranaire diffère. Les B16, qui sont une lignée cellulaire de mélanomes –et non de 
carcinomes, comme les OSCC-, sont plus invasifs et donc vraisemblablement plus actifs dans 
l’internalisation des vésicules que les OSCC. Par ailleurs, les B16 possèdent des récepteurs au 
galactose [428] qui reconnaissent la surface des vésicules catanioniques et induisent leur 
endocytose médiée. 
Nous avons choisi une concentration d’application de vésicules qui évite au maximum toute 
toxicité cellulaire dans l’obscurité, particulièrement pour le restect de l’intégrité des cellules 
non tumorales à proximité. 
L’intérêt de tels systèmes est en revanche d’induire une forte toxicité sous l’action d’un 
rayonnement laser. La quantification de la mort cellulaire après irradiation laser correspond 
à la photocytotoxicité. Cette grandeur a été évaluée pour les vésicules de TriCat12/ClAlPc à 
sept doses de lumière différentes (cf Figure IV- 14). Les deux types cellulaires traités avec les 
formulations de TriCat12/ClAlPc ont démontré le même comportement : on a observé dans 
les deux cas une cytotoxicité évoluant avec l’intensité de la dose de lumière appliquée. 
 





Figure IV- 14 : Viabilité des cellules B16 (courbe noire) et OSCC (courbe grise) pré-incubées avec des 
vésicules de TriCat12/ClAlPc (resp. 2 x 10
-5
M et 1,74 x 10
-6
M (1µg/mL)) et soumises à une radiation laser 
(=670nm) de dose de lumière croissante.  
Les résultats présentés ont été obtenus sur triplicats cohérents, provenant de sources animales ou 
humaines indépendantes. 
 
En effet, l’augmentation de la dose de lumière a induit une excitation plus importante des 
ClAlPc insérées dans les vésicules. Par conséquent, ce composé photosensible a stimulé la 
production d’espèces réactives de l’oxygène, elles-mêmes capables d’induire la mort 
cellulaire. Ainsi, pour les deux lignées cellulaires, ces résultats soulignent l’activité 
photosensibilisatrice des ClAlPc insérées dans les vésicules qui sont internalisées par les 
cellules. 
Le comportement des lignées cellulaires B16 et OSCC en présence de vésicules de 
TriCat12/ClAlPc est globalement similaire lors de l’application de faibles doses de lumière. La 
DL50, qui correspond à la dose de lumière induisant 50% de mort cellulaire, est 
d’approximativement 10 J/cm² pour les deux lignées cellulaires. 
Après 20 J/cm², la décroissance logarithmique de la cytoviabilité traduit un ralentissement 
de l’efficacité photocytotoxique sur les deux lignées. Le comportement des B16 et des OSCC 
varie alors légèrement lorsqu’elles sont soumises à des irradiations plus importantes : par 
exemple, lorsqu’on applique une dose de 50 J.cm-2, près de 80% des B16 ont été tuées, 
contre seulement 60% environ des OSCC. La cytotoxicité a atteint 98% des B16 et 82% des 
OSCC lors de l’application d’une dose de lumière égale à 100 J.cm-2, correspondant à une 
durée d’irradiation suffisamment faible (6min30s) pour envisager une transposition en 
application clinique.  
La différence d’efficacité photocytotoxique des vésicules catanioniques sur les deux lignées 
va dans le sens de l’hypothèse d’une internalisation des vésicules cellule-dépendante (le 
taux d’internalisation par les OSCC étant moins important que par les B16). Le métabolisme 
cellulaire joue un rôle important sur la quantité de vésicules internalisées, donc sur la 
quantité de phthalocyanines incorporées au sein des cellules, et par conséquent sur 
l’efficacité de photocytotoxicité. 




3.3. Biodistribution des ClAlPc après interaction cellulaire  
Un dosage spectrofluorimétrique des ClAlPc a été effectué après incubation des vésicules de 
TriCat12/ClAlPc sur les deux lignées cellulaires, respectivement dans les milieux extra-et 
intracellulaires (cf Figure IV- 15).  
 
 
Figure IV- 15 : Dosage spectrofluorimétrique (ex: 610nm), respectivement dans les milieux extracellulaire 
(trait noir continu) et intracellulaire (trait gris pointillé), des ClAlPc encapsulées dans les vésicules de 
TriCat12 après 3h d’incubation sur (A) B16 et (B) OSCC. 
 
Pour les deux lignées cellulaires, l’intensité de fluorescence des vésicules de TriCat12/ClAlPc 
dans le milieu extracellulaire (courbes noires continues) a un ordre de grandeur comparable 
à l’intensité relevée pour une solution identique, mais en l’absence de cellules (environ 
160UA, cf Figure IV- 12). Le milieu extracellulaire étant en large excès, il était tout à fait 
prévisible que la teneur en ClAlPc demeurant à l’extérieur des cellules après incubation soit 
similaire à celle avant incubation, la présence de cellules n’ayant aucune influence sur la 
teneur en vésicules dans le milieu extracellulaire. 
Par ailleurs, l’intensité de fluorescence des vésicules de TriCat12/ClAlPc dans le milieu 
intracellulaire (courbes grises pointillées) diffère fortement suivant la lignée cellulaire :  
 Pour les B16, on observe un équilibre de concentration de ClAlPc en environnement 
hydrophobe entre les milieux extra- et intracellulaires ; 
 Pour les OSCC, la concentration en ClAlPc en environnement hydrophobe dans le 
milieu intracellulaire est d’environ 25% de celle relevée dans le milieu extracellulaire. 
Deux interprétations différentes peuvent être avancées, compte tenu du fait que seules les 
ClAlPc présentes en environnement hydrophobe sont détectables par spectrofluorimétrie. 
D’une part, si l’on considère une destruction rapide de la structure des vésicules suite à leur 
internalisation, on peut attribuer la fluorescence des ClAlPc visible à l’intérieur des B16 à leur 
regroupement au sein de zones intracellulaires hydrophobes, comme par exemple les 
membranes des mitochondries, du réticulum endoplasmique ou de l’appareil de Golgi pour 
lesquelles elles ont une affinité [396, 429]. Dans le cas des OSCC, la cinétique de leur transfert 
en zone hydrophobe serait plus lente, d’où une extinction de fluorescence lors de leur 
transit au sein du cytoplasme hydrophile. 




D’autre part, si l’on considère que les vésicules conservent leur intégrité à l’intérieur des 
cellules, on en déduit que l’activité d’internalisation de vésicules par les B16 est maximale 
sur cette durée d’incubation, alors qu’elle n’est que de 25% par les OSCC sur une même 
durée. Cette hypothèse soulignerait la différence de métabolisme cellulaire et/ou de 
cinétique d’internalisation entre les deux lignées. 
On peut également envisager être en présence d’une combinaison de ces deux phénomènes. 
 
Afin d’apporter des éléments de réponse à la question de la biodistribution des ClAlPc 
internalisées, un dosage spectrofluorimétrique a été mis en place sur les deux lignées 
cellulaires dans des conditions analogues à précédemment, en remplaçant les vésicules de 
TriCat12/ClAlPc par des ClAlPc libres à la même concentration (cf Figure IV- 16). 
L’internalisation de ces dernières par les cellules a été vérifiée par une activité largement 
photocytotoxique (et non cytotoxique dans l’obscurité). Le mécanisme d’internalisation et la 
biodistribution des ClAlPc pouvant être influencés par la présence ou non du vecteur et 
l’emploi de solvants organiques dans le cas des ClAlPc libres, les résultats observés sur une 
telle expérience sont à prendre avec une grande réserve et ne constituent pas une preuve 
formelle pour l’élucidation de la biodistribution des ClAlPc après interaction vecteur/cellule. 
 
Figure IV- 16 : Dosage spectrofluorimétrique (ex: 610nm), respectivement dans les milieux extracellulaire 
(trait noir continu) et intracellulaire (trait gris pointillé), des ClAlPc libres en solution après 3h d’incubation 
sur (A) B16 et (B) OSCC. 
 
Dans le cas où la première hypothèse serait vérifiée, les ClAlPc libres ayant pénétré à 
l’intérieur des cellules B16 se seraient intégralement regroupées dans les zones 
hydrophobes des organites cellulaires, avec une cinétique d’autant plus importante qu’elles 
se trouvent déjà directement dans le cytoplasme en l’absence de nanovecteur. Nous aurions 
donc du observer une intensité de fluorescence de l’ordre de 160 UA environ. Or, cette 
valeur est environ trois fois inférieure à celle attendue, ceci signifie que l’intégralité des 
ClAlPc ne se situe pas en zone hydrophobe. De même, le signal observé à l’intérieur des 
cellules OSCC est quasiment nul, alors qu’il devrait être significatif étant donnée la réponse 
obtenue en photocytotoxicité. 




Ces observations ne nous permettent effectivement pas de conclure clairement sur la 
biodistribution des ClAlPc après interaction vecteur/cellule. Nous pouvons toutefois en 
déduire que la destruction des structures vésiculaires n’est pas totale après internalisation 
par les cellules. Les vésicules catanioniques ont vraisemblablement conservé leur intégrité, 
ce qui est en adéquation avec l’extrême stabilité de leur structure. 
L’hypothèse de la conservation de la structure vésiculaire à l’intérieur des cellules est 
vérifiée par une activité photocytotoxique moins efficace que celle observée avec d’autres 
types de formulations de ClAlPc. En effet, l’équipe de recherche dirigée par Pr Tedesco a mis 
au point des systèmes de liposomes et de nanocapsules pour l’administration de ClAlPc [419]. 
Les résultats présentent un optimum d’activité photocytotoxique (>90% de mort cellulaire) 
sur mélanome humain (WM1552C) après application d’une dose de lumière de 700 mJ.cm-2 
sur une concentration de 0,29 µg/mL en ClAlPc. Une telle différence d’efficacité 
photocytotoxique est vraisemblablement due à une différence d’accessibilité des ClAlPc. 
Cette moindre efficacité ouvre toutefois la porte à de nouvelles perspectives. En effet, 
comme les ClAlPc sont moins accessibles car mieux protégées par les vésicules catanioniques 
que par d’autres vecteurs, leur durée de survie dans le compartiment intracellulaire est 
largement améliorée. Ce remarquable avantage pourrait être exploité si l’on envisage de 
stimuler les ClAlPc à plusieurs reprises par différentes irradiations, par exemple à une dose 
de lumière correspondant à la DL50 (10 J.cm-2). Ce protocole original de multi-stimulations 
permettrait de potentialiser l’efficacité de mort cellulaire [430] pour atteindre un rendement 
photocytotoxique équivalent, voire supérieur, à ceux obtenus en utilisant d’autres vecteurs. 
L’avantage principal serait de réduire le risque d’effets secondaires dus à une irradiation 
prolongée des tissus. 
Quoi qu’il en soit, que les ClAlPc soient libérées du vecteur ou non, leur activité 
photosensibilisatrice induit une mort cellulaire, qui peut résulter de deux processus 
différents : 
 La nécrose, qui est une forme violente et rapide de dégénération cellulaire qui 
affecte des populations entières de cellules d’un tissu. Elle est caractérisée par le 
gonflement du cytoplasme entraînant la rupture de la membrane plasmique et le 
relargage du contenu intracellulaire, qui s’accompagne d’un processus inflammatoire 
[431]. Si ce dernier sollicite une réaction immunitaire entraînant une réponse 
synergique à la PDT [420, 432], la propagation du matériel cellulaire est toutefois peu 
souhaitable, puisqu’elle est susceptible d’entraîner la réapparition d’un cancer dans 
des tissus proches [419]. 
 L’apoptose, qui est un processus de mort cellulaire plus « doux » que la nécrose, 
puisqu’il n’affecte pas les cellules environnantes. Il se traduit par une convolution des 
membranes cytoplasmiques et nucléaires et une condensation du cytoplasme qui 
induisent un rétrécissement des cellules. Ce processus conserve l’intégrité de la 
membrane cellulaire, donc évite toute réaction inflammatoire [431]. En général, ce 
processus est préférable puisqu’il s’agit d’une mort cellulaire régulée [419]. 
Le type de mort cellulaire dépend directement du comportement du nanovecteur vis-à-vis 
des cellules cancéreuses. Différentes études ont montré que des liposomes encapsulant un 
photosensibilisateur hydrophobe peuvent obéir à deux comportements distincts. 




Certains liposomes ont tendance à s’adsorber à la surface cellulaire et à relarguer la drogue, 
qui ne diffuse pas à travers la membrane mais est retenue au sein de la bicouche amphiphile 
constituant la membrane cellulaire [429]. Lorsque le photosensibilisateur hydrophobe, 
accumulé au niveau de la membrane cellulaire, est excité par photoirradiation, la membrane 
cellulaire a tendance à se rompre, se traduisant par une nécrose. 
Dans le cas où les liposomes sont endocytés par les cellules, le principe actif s’accumule dans 
un premier temps au niveau des lysosomes cellulaires puis est redistribué vers les autres 
organelles [433]. Dans ce cas, les deux types de mort cellulaire (nécrose et apoptose) peuvent 
intervenir, séparément ou simultanément, suivant différents paramètres : l’intensité et la 
dose de lumière appliquée, la concentration du photosensibilisateur, ses propriétés physico-
chimiques, sa localisation subcellulaire, ou encore les caractéristiques intrinsèques des 
cellules irradiées [386, 414, 431, 434-439]. 
L’étude du mécanisme d’interaction cellulaire des vésicules de TriCat12/ClAlPc a montré leur 
tendance à être endocytés par les cellules CHO. Si cette étude n’a pu être menée sur les 
cellules B16 et OSCC, nous pouvons formuler l’hypothèse d’un comportement similaire, 
compte-tenu des observations spectroscopiques précédentes. Le processus de mort 
cellulaire impliqué peut donc être de l’apoptose ou de la nécrose, suivant les conditions 
choisies. Une perspective pourra être d’étudier l’influence des paramètres précédemment 
cités sur le type de mort cellulaire induit par les vésicules de TriCat12/ClAlPc.  




4. Conclusion  
Dans le cadre d’un traitement anticancéreux par PDT, les phthalocyanines de 
chloroaluminium (ClAlPc) constituent une molécule photosensibilisatrice au large potentiel 
thérapeutique. Leur hydrophobie nécessite cependant leur encapsulation pour améliorer 
leur biodisponibilité et leur pharmacodistribution dans les cellules cancéreuses. Les vésicules 
catanioniques demeurent des candidats de choix pour l’encapsulation de ClAlPc au vu des 
atouts apportés par leur formulation verte et moins onéreuse que la plupart des autres 
nanovecteurs, mais aussi plus facile à mettre en œuvre pour envisager une transposition à 
l’échelle industrielle.  
L’objectif de ce chapitre était d’étudier la faisabilité de l’insertion de ces principes actifs au 
sein des bicouches de vésicules catanioniques, à travers la mise au point d’un protocole de 
formulation puis de la détermination de l’activité photochimique de tels nanovecteurs sur 
deux lignées cellulaires cancéreuses cultivées in vitro. 
Dans un premier temps, l’auto-association spontanée des tensioactifs catanioniques a été 
exploitée pour la conception de vecteurs vésiculaires avec un rendement d’encapsulation 
quasi-quantitatif. Ces vésicules catanioniques présentent une exceptionnelle stabilité 
temporelle en présence de ces phthalocyanines insérées dans leur structure (environ 10 
jours pour des vésicules de TriCat12 vides, contre plus de 8 mois lorsqu’elles sont chargées 
en ClAlPc). La rigidification de la membrane des vésicules de TriCat12 par la présence de 
ClAlPc, à l’instar du cholestérol dans les membranes lipidiques, est très probablement à 
l’origine d’une telle stabilité vésiculaire. Les conséquences sur le comportement d’un tel 
système sont nombreuses. Notamment, leur mode d’entrée au sein des cellules (CHO) 
semble être principalement l’endocytose, leur stabilité structurale les empêchant très 
probablement de fusionner avec les membranes cellulaires.  
Dans un second temps, l’évaluation de l’activité photochimique de vésicules de 
TriCat12/ClAlPc a mis en évidence différents points.  
Dans l’obscurité, les vésicules de TriCat12/ClAlPc sont faiblement toxiques sur B16, et le sont 
encore moins sur OSCC. Après irradiation laser, on retrouve une tendance cytotoxique 
analogue : le taux de mort cellulaire observé est supérieur sur B16 à celui sur OSCC, pour 
une même concentration vésiculaire et une même dose de lumière appliquées. Les 
variations comportementales observées entre les deux types cellulaires en interaction avec 
les vésicules sont expliquées par leurs métabolismes distincts, qui induisent l’internalisation 
de ClAlPc dans des quantités plus importantes pour les B16 que pour les OSCC et 
vraisemblablement avec des cinétiques différentes. 
L’importante toxicité cellulaire induite par les vésicules catanioniques après irradiation laser 
démontre l’efficacité de ces systèmes de vectorisation, dans la mesure où ils permettent de 
délivrer les ClAlPc dans le compartiment intracellulaire des cellules cancéreuses, provoquant 
leur destruction. L’activité photocytotoxique des ClAlPc est donc respectée, malgré leur 
insertion dans les bicouches vésiculaires qui les protège et limite considérablement leur 
relargage intracytoplasmique.  
Aucune comparaison d’efficacité photocytotoxique ne peut être réalisée avec des ClAlPc 
libres, dans la mesure où leur hydrophobie interdit leur administration sans formulation 
préalable, ou utilisation de solvants organiques. En revanche, lorsque l’on compare les 
vésicules catanioniques à d’autres nanovecteurs, comme les liposomes ou les nanocapsules, 




ces derniers montrent des efficacités photocytotoxiques plus performantes [419]. Le principal 
inconvénient des vésicules catanioniques concerne la forte dose de lumière à appliquer (et 
par conséquent la durée d’irradiation) pour envisager une administration ultérieure en 
étude clinique. Ceci n’est pas du à un faible taux de ClAlPc à l’intérieur des cellules, mais 
plutôt à leur accessibilité réduite pour les molécules d’oxygène.  
Si l’on peut considérer cette différence de comportement des vésicules catanioniques par 
rapport à d’autres systèmes comme un désavantage, de nouvelles possibilités peuvent 
toutefois être envisagées. En effet, les vésicules catanioniques prolongent la survie des 
phthalocyanines dans le compartiment intracellulaire. Il serait donc pertinent de tirer parti 
de cet avantage inédit qui ouvre la voie à de nouvelles perspectives, en apportant quelques 
modifications dans le protocole de photoexcitation. En effet, on peut imaginer que plusieurs 
petites irradiations pourraient optimiser l’efficacité photocytotoxique par potentialisation de 
la mort cellulaire résultant d’une multi-stimulation [430]. Bien entendu, les conditions (et 
notamment l’intervalle de temps entre deux irradiations) devraient être optimisées pour 
obtenir une efficacité photocytotoxique optimale. 
L’optimisation de ce protocole devrait par ailleurs permettre de privilégier une apoptose 
cellulaire aux dépens du processus de nécrose, dans la mesure où il a été démontré [419, 431, 
434] que l’application de faibles doses de lumière induit préférentiellement une apoptose 
cellulaire. 
Une fois ces conditions optimisées, l’étude pourra être transposée à des tests in vivo, en 
prenant soin d’évaluer au préalable la perméation et la rétention cutanée [440] des systèmes 



















Afin de contrôler et de moduler l’administration d’un médicament, il est nécessaire 
d’encapsuler le principe actif au sein d’une structure chimique ou biochimique qui assure 
simultanément les rôles de transport, de protection et de ciblage spécifique. La 
biocompatibilité, la biodisponibilité, la pharmacodynamie et la pharmacocinétique du 
principe actif sont ainsi améliorés. Le défi relevé dans cette étude a donc consisté à mettre 
au point un vecteur, de type vésicule catanionique, qui assure une telle tâche, tout en 
répondant à de nombreuses spécifications inhérentes à sa fonction.  
Dans une première partie, nous avons mis au point un système catanionique dérivé de 
sucres. Pour cela, nous avons exploité la capacité des tensioactifs catanioniques à 
s’assembler spontanément en solution aqueuse sous forme de vésicules stables 
chimiquement et thermodynamiquement. En utilisant des tensioactifs dérivés de sucre, 
matières premières issues de ressources renouvelables et peu onéreuses, nous avons assuré 
leur biocompatibilité et leur biodégradabilité. Leur association étant spontanée, une telle 
formulation est facile à mettre en œuvre et requiert peu d’énergie. Par ailleurs, la structure 
des vésicules catanioniques ainsi formées est facilement ajustable à l’application visée, 
puisque l’on peut aisément moduler la nature de la tête polaire suivant l’application visée. 
Ces vésicules catanioniques, de taille, charge et morphologie adéquates pour des vecteurs, 
présentent en outre une très bonne stabilité dans le temps, mais aussi à la dilution, 
particulièrement en milieu physiologique. Par ailleurs, leur capacité à encapsuler des 
molécules hydrophiles dans leur cœur aqueux et à insérer des molécules hydrophobes ou 
amphiphiles au sein de leur bicouche, et ce sans modification de leurs propriétés physico-
chimiques, en font des systèmes de choix dans le cadre d’une vectorisation. 
Le design des vecteurs étant achevé, nous avons, dans un second chapitre, vérifié leur 
capacité à interagir avec des cellules, pour permettre le passage transmembranaire des 
principes actifs. Une étude préliminaire portant sur l’interaction des vésicules catanioniques 
avec des assemblages phospholipidiques membranaires a mis en évidence leur capacité à 
interagir avec ces modèles membranaires, à condition que ceux-ci soient pourvus de défauts 
d’interfaces. Le relargage du contenu aqueux des vésicules catanioniques dans les systèmes 
lipidiques modèles a prouvé qu’un processus de fusion membranaire, qui intervient 
spontanément, contrôle ces interactions.  
Nous nous sommes ensuite intéressés au comportement des vésicules catanioniques placées 
en présence de cellules cultivées in vitro. Notre étude a mis en évidence leur internalisation 
selon trois voies d’endocytose : la macropinocytose, la voie des cavéoles et, dans une 
moindre mesure, la voie des clathrines. Ces résultats étaient tout à fait attendus compte 
tenu de la structure, de la taille et de la morphologie des vésicules. Par ailleurs, outre cette 
activité métabolique des cellules, nous avons prouvé qu’une interaction de nature 
mécanique intervient de façon concomitante et permet le relargage du contenu 
intravésiculaire dans le cytoplasme : il s’agit d’une fusion membranaire spontanée survenant 
avec une cinétique quasiment immédiate. 
Les vésicules catanioniques sont donc des systèmes vecteurs tout à fait innovants et 
polyvalents, dans la mesure où ils interagissent avec les cellules par des mécanismes 




complémentaires. Leur endocytose, qui permet un ciblage des compartiments endo-
lysosomaux, survient suivant différentes voies, ce qui permet d’assurer leur internalisation 
même en cas de blocage de l’une des voies. Leur fusion spontanée avec les membranes 
cellulaires permet, quant à elle, de délivrer des composés hydrophiles directement dans le 
cytoplasme des cellules. Ceci évite les principaux inconvénients de l’endocytose, à savoir une 
éventuelle dégradation intra-endo-lysosomale du matériel encapsulé et une cinétique lente 
et complexe de relargage du principe actif.  
Les perspectives d’application de tels systèmes sont multiples, puisqu’il est possible de les 
utiliser quelle que soit l’hydrophobie des principes actifs, la nature des cellules-cibles, ou 
encore le compartiment intra-cellulaire visé. Il est tout à fait possible d’envisager 
l’encapsulation simultanée de principes actifs d’hydrophobie et de cibles intracellulaires 
différentes pour une action conjointe dans le cadre d’une multithérapie, par exemple. 
Dans une troisième partie, nous avons utilisé ces systèmes vecteurs dans un cas concret 
d’encapsulation d’un principe actif. Nous avons choisi d’utiliser une molécule 
photosensibilisatrice hydrophobe, qui a prouvé son efficacité dans le cadre d’une thérapie 
photodynamique anti-cancéreuse pour le traitement de mélanomes et de carcinomes de la 
peau et des muqueuses. Pour cela, nous avons mis au point un protocole d’encapsulation de 
la molécule, avec une efficacité quasi-quantitative. Ces vésicules ont montré une stabilité 
exceptionnelle dans le temps et/ou à la dilution, vraisemblablement due à une 
augmentation de la rigidité membranaire par la présence des principes actifs 
macrocycliques. Cette particularité induit une protection maximale du principe actif inséré 
dans les bicouches des vésicules catanioniques. Si cette stabilité extrême empêche les 
vésicules de fusionner avec les membranes cellulaires et de relarguer le principe actif dans le 
cytoplasme, elles assurent tout de même leur rôle de transport transmembranaire. Le 
photosensibilisateur, quoique demeurant dans le vecteur même après son internalisation, 
peut toutefois être efficace en induisant la mort cellulaire sous l’action d’un rayonnement 
laser. 
Cette protection prolongée du principe actif après son internalisation cellulaire permet 
d’entrevoir des perspectives d’un fort intérêt thérapeutique. En effet, il serait pertinent de 
tester l’efficacité de tels systèmes sous l’action d’une multi-stimulation laser afin de 
potentialiser l’action photocytotoxique du principe actif. Un tel protocole, tout à fait 
innovant, permettrait de réduire les effets secondaires de cette thérapie anti-cancéreuse. 
Outre ces perspectives dans le cadre d’une thérapie photodynamique, les vésicules 
catanioniques offrent un large spectre d’applications thérapeutiques par ces multiples 


















Partie expérimentale  
1. CONCEPTION ET CARACTERISATION PHYSICO-CHIMIQUE DE VESICULES CATANIONIQUES 165 
1.1. LISTE DES PRODUITS 165 
1.2. MATERIELS COMMERCIAUX UTILISES 166 
1.3. TECHNIQUES GENERALES DE CARACTERISATION STRUCTURALE ET ANALYTIQUE 166 
1.3.1. Résonance Magnétique Nucléaire (RMN) 166 
1.3.2. Spectroscopie Infra-Rouge (IR) 167 
1.3.3. Spectrométrie de Masse (SM) 167 
1.3.4. Analyse élémentaire 167 
1.4. TECHNIQUES GENERALES DE CARACTERISATION PHYSICO-CHIMIQUE 167 
1.4.1. Tensiométrie 167 
1.4.2. Microscopie Electronique à Transmission (MET) 168 
1.4.3. Diffusion Dynamique de la Lumière 169 
1.4.4. Zêtamétrie 169 
1.4.5. Spectroscopie d’absorption UV-Visible 169 
1.4.6. Spectrofluorimétrie 169 
1.5. SYNTHESE ET CARACTERISATION PHYSICO-CHIMIQUE DES PRECURSEURS 169 
1.5.1. Synthèse des précurseurs 170 
1.5.1.1. Synthèse du L-Hyd 16 par réduction en présence de borohydrure de sodium 170 
1.5.1.2. Synthèse de L-Hyd 16 par hydrogénation catalytique (H2) 171 
1.5.1.3. Synthèse de L-Hyd 12 par hydrogénation catalytique (H2) 171 
1.5.1.4. Synthèse de l’acide bis--(hydroxydodécyl)phosphinique 172 
1.5.2. Caractérisation physico-chimique du L-Hyd 173 
1.5.2.1. Mesure de la température de Krafft du L-Hyd 173 
1.5.2.2. Détermination de la Concentration Micellaire Critique (CMC) du  L-Hyd 173 
1.6. AUTO-ASSEMBLAGE ET CARACTERISATION DES VESICULES CATANIONIQUES DE TRICAT12, TRICAT12/FLUOCAT 
ET  TRICAT12/TEXAS RED 174 
1.6.1. Préparation du tensioactif tricaténaire catanionique (TriCat12) sous forme lyophilisée 174 
1.6.2. Formulation et caractérisation de vésicules de TriCat12 174 
1.6.3. Formulation et caractérisation de vésicules de TriCat12/FluoCat 175 
1.6.4. Formulation et caractérisation de vésicules de  TriCat12/Texas Red 175 
2. ETUDE DU MECANISME D’INTERACTION ENTRE LES VESICULES CATANIONIQUES ET DES 
CELLULES 178 
2.1. INTERACTION ENTRE LES VESICULES CATANIONIQUES ET DES GUVS 178 
2.1.1. Matériels commerciaux utilisés pour la préparation des vésicules unilamellaires géantes (GUVs)
 178 
2.1.2. Electroformation des GUVs 178 
2.1.2.1. Préparation des mélanges de solutions en chloroforme 178 
2.1.2.2. Préparation du tampon de formation des GUVs 179 
2.1.2.3. Electroformation des GUVs 179 
2.1.3. Vésicules catanioniques utilisées 180 
2.1.4. Observation par microscopie à contraste de phase et par microscopie de fluorescence 180 
2.1.5. Observation par microscopie confocale 180 




2.2. INTERACTION ENTRE LES VESICULES CATANIONIQUES ET DES CELLULES CULTIVEES IN VITRO 181 
2.2.1. Matériels commerciaux utilisés 181 
2.2.2. Vésicules catanioniques utilisées 181 
2.2.3. Culture cellulaire 181 
2.2.4. Etude de cytotoxicité des vésicules catanioniques sur CHO 181 
2.2.5. Inhibition de l’internalisation par endocytose 182 
2.2.6. Observation par microscopie confocale 182 
2.2.7. Quantification par cytométrie en flux (CMF) 182 
3. VECTORISATION D’UN AGENT ANTICANCEREUX DANS LE CADRE D’UNE THERAPIE 
PHOTODYNAMIQUE 184 
3.1. MATERIELS COMMERCIAUX UTILISES 184 
3.2. FORMULATION ET CARACTERISATION DES VESICULES DE TRICAT12/CLALPC 184 
3.2.1. Mise au point de vésicules de TriCat12/ClAlPc 184 
3.2.1.1. Préparation de la solution de ClAlPc libres 184 
3.2.1.2. Formulation des vésicules de TriCat12/ClAlPc 184 
3.2.2. Caractérisation des vésicules de TriCat12/ClAlPc 184 
3.2.2.1. Caractérisation physico-chimique des vésicules de TriCat12/ClAlPc 184 
3.2.2.2. Caractérisation photophysique des vésicules de TriCat12/ClAlPc 184 
3.2.2.2.1. Absorbance des ClAlPc libres et encapsulées 184 
3.2.2.2.2. Fluorescence des ClAlPc libres et encapsulées 185 
3.2.3. Détermination de l’efficacité d’encapsulation de ClAlPc dans les vésicules catanioniques 185 
3.3. INTERACTION CELLULAIRE DES VESICULES DE TRICAT12/CLALPC 185 
3.3.1. Culture cellulaire 185 
3.3.2. Cytotoxicité des vésicules catanioniques 186 
3.3.2.1. Méthode 186 
3.3.2.2. Résultats 186 
3.3.3. Photocytotoxicité des vésicules catanioniques 188 
3.3.3.1. Méthode 188 
3.3.3.2. Résultats 188 
3.3.4. Biodistribution des vésicules catanioniques 189 
 
  




1. Conception et caractérisation physico-chimique de 
vésicules catanioniques 
1.1. Liste des produits 











Bis(α-hydroxydodécyl)phosphinate de 1-N-dodécylammonium-1-déoxylactitol (TriCat12) 
 
 
Figure A- 1 : Structures chimiques des produits synthétisés. 
 




1.2. Matériels commerciaux utilisés 
Les produits chimiques commerciaux utilisés au cours de ce travail sont listés dans le Tableau 
A- 1. 
 
Produit N° CAS Pureté Fournisseur Condition-
nement 
-lactose monohydraté [5989-81-1]  SIGMA-ALDRICH 1kg 
Hexadécylamine [143-27-1] ≥99% FLUKA 100g 
Dodécylamine [24-22-1] 98% SIGMA-ALDRICH 100g 
Borohydrure de sodium [16940-66-2] 99% ACROS ORGANICS 100g 




JANSSEN CHIMICA 10g 
Hypophosphite de sodium 
monohydraté 
[10039-56-2]  SIGMA-ALDRICH 100g 
Dodécylaldéhyde [112-54-9] 92% SIGMA-ALDRICH 100g 
Acide chlorhydrique fumant 
(37%) 
[7647-01-0]  CARLO ERBA REAGENTI 1L 
1,4-dioxane [123-91-1]  PROLABO 1L 
Propan-2-ol [67-63-0]  SDS 2,5L 





















Tableau A- 1 : Produits chimiques commerciaux utilisés au cours des synthèses. 
 
1.3. Techniques générales de caractérisation structurale et 
analytique 
1.3.1. Résonance Magnétique Nucléaire (RMN) 
Les spectres de Résonance Magnétique Nucléaire (RMN) ont été enregistrés par un 
spectromètre Brucker® Avance 300 fonctionnant à 300MHz pour la RMN du proton (1H), à 




75MHz pour la RMN du carbone (13C), à 96MHz pour la RMN du bore (11B) et à 120MHz pour 
la RMN du phosphore (31P). 
Pour l’obtention d’un spectre du proton, 5mg des produits sont solubilisés dans 600µL d’un 
solvant adapté (spécifié dans chaque cas). L’obtention d’un spectre du carbone ou du 
phosphore nécessite de 15 à 20mg de produit pour 600µL de solvant. 
Les déplacements sont exprimés en partie par million (ppm) par rapport au 
tétraméthylsilane dans le cas du proton et du carbone et par rapport à l’acide phosphorique 
dans le cas du phosphore. Les fréquences sont exprimées en Hertz (Hz). 
NB : les abréviations suivantes sont utilisées pour décrire la multiplicité des signaux obtenus 
sur le spectre RMN du proton : « s » pour singulet, « d » pour doublet, « t » pour triplet, 
« q » pour quadruplet et « m » pour multiplet. 
1.3.2. Spectroscopie Infra-Rouge (IR) 
Les spectres de spectroscopie infra-rouge (IR) ont été enregistrés par un appareil Perkin 
Elmer® FT-IR 1760-X. Les échantillons solides ont été préparés en pastille de bromure de 
potassium (KBr), avec une concentration massique de 0,5%. 
1.3.3. Spectrométrie de Masse (SM) 
Deux spectromètres de masse ont été utilisés pour les analyses. 
Le premier appareil est un appareil Perkin Elmer® Sciex API-365. L’utilisation en mode 
Electrospray permet une ionisation douce par des protons. Les ions obtenus sont de type 
(M+H)+ ou (M-H)- (pour la détection des ions positifs ou négatifs, respectivement) où M est 
la masse molaire de la molécule étudiée. L’étude de certains pics par couplage de masse 
(SM/SM) permet de déterminer s’il s’agit de fragments de l’ion moléculaire ou d’une 
contamination de l’échantillon. 
Le second appareil, utilisé pour la caractérisation des paires d’ions, est un Waters Qtof 
Ultima API. 50μL d’une solution aqueuse de l’association catanionique à 1mg/mL et 50μL 
d’une solution aqueuse de NaI à 1mg/mL sont mélangés à 900μL d’eau. L’échantillon est 
injecté dans l’appareil à un débit de 10μL/min. La tension du capillaire est de 35kV, celle du 
cône est réglée à 100V et l’énergie de collision est de 10eV. 
1.3.4. Analyse élémentaire 
L’analyse élémentaire (C, H, N) des produits synthétisés est effectuée sur un appareil Perkin 
Elmer® 2400 Series II Microanalyser. 
 
1.4. Techniques générales de caractérisation physico-chimique 
1.4.1. Tensiométrie 
La tension superficielle est une grandeur physique qui rend compte de la force qu'exercent 
les molécules qui se trouvent à la surface séparant deux milieux (dans notre cas, la solution 
aqueuse et l’air). Lors de l’ajout de tensioactifs dans la solution aqueuse, ceux-ci vont se 
placer à la surface, la tête hydrophile orientée dans l’eau et la queue hydrophobe tournée 
vers l’extérieur. Ainsi, le nombre de molécules d’eau à la surface de la solution diminue, par 




conséquent la tension de surface diminue. Au delà d’une certaine concentration en 
tensioactifs (la Concentration d’Agrégation Critique ou CAC), la surface de la solution se 
sature en tensioactifs et les molécules excédentaires s’organisent spontanément en agrégats 
afin de minimiser le contact des queues hydrophobes avec l’eau. Lorsque ces agrégats sont 
des micelles, on parle de Concentration Micellaire Critique ou CMC. La tension de surface, à 
ce moment-là, n’est plus modifiée. Il est donc possible de déterminer la CAC (ou CMC le cas 
échéant) par la mesure de tension de surface d’une solution de tensioactifs à différentes 
concentrations. 
Les analyses de la tension de surface des échantillons ont été réalisées par un tensiomètre 
KRÜSS® K20 EasyDyne. Deux méthodes sont préconisées suivant le type d’échantillons : 
La méthode de l’anneau de De Noüy consiste à mesurer la force nécessaire pour soulever un 
anneau immergé de 1mm dans une solution. L’appareil est paramétré comme suit : 
- Limite de lecture : 100 mesures 
- Vitesse : 25% 
- Ecart-type maximal : 0,2mM/m 
- Densité : 0,998g/mL 
- Correction : Harkins & Jordan 
 
La méthode de la lame de Wilhelmy consiste à immerger une lame mince dans la solution et 
à mesurer le poids du ménisque qui se forme le long de son périmètre. Contrairement à la 
méthode de l’anneau de De Noüy, cette méthode est plus simple à mettre en œuvre et ne 
nécessite aucune correction. Cependant, elle apporte une moins grande précision. L’appareil 
est paramétré comme suit : 
- Limite de lecture : 15 mesures 
- Vitesse : 50% 
- Ecart-type maximal : 0,1mM/m 
- Intervalle entre deux mesures : 2s 
- Périmètre immergé : 40,20mm 
- Hauteur d’immersion : 3mm 
1.4.2. Microscopie Electronique à Transmission (MET) 
La microscopie électronique à transmission (MET) est une technique de microscopie fondée 
sur l’analyse d’un faisceau d’électrons transmis à travers un échantillon. L’absorption plus ou 
moins importante des électrons incidents par les particules de l’échantillon donne naissance 
à une image électronique, transformée en une image optique contrastée par projection sur 
un écran fluorescent. 
Afin de renforcer les différences de densité électronique au sein de l’échantillon pour 
permettre une meilleure visualisation, un agent de contraste a été employé : il s’agit du 
phosphotungstate de sodium à 2% massique dans H2O (pH= 7,5), sel hydrophile qui absorbe 
les électrons, créant ainsi un contraste élevé dans les régions polaires de l’échantillon. 
Le microscope utilisé pour ces analyses est un appareil JEOL® JEM 1011 à 120kV. Les 
échantillons sont déposés sur des grilles de cuivre Formvar® couvertes d’un film de carbone 
et traitées par la solution de contrastant au phosphotungstate de sodium. 




1.4.3. Diffusion Dynamique de la Lumière 
La distribution de taille des agrégats est déterminée par la technique de diffusion dynamique 
de la lumière (DDL). Cette technique est sensible aux variations spatiales de l’indice de 
réfraction d’un milieu du au mouvement brownien des particules qu’il contient, lorsqu’il est 
traversé par la lumière d’un laser. Elle permet d’évaluer le coefficient de diffusion des 
particules par l’analyse de l’intensité de la lumière diffusée à 173° ; ceci permet de retrouver 
le rayon hydrodynamique de ces particules supposées sphériques. 
Les déterminations des tailles des vésicules ont été réalisées sur un appareil Malvern 
Instruments® Nano ZS ZEN3600 équipé d’un laser He-Ne qui émet une lumière 
monochromatique de longueur d’onde 633nm. Les tailles mesurées doivent être comprises 
entre 0,6nm et 6µm. 
Les échantillons de vésicules catanioniques ont été analysés par DDL à 25,0°C ±0,1°C, sans 
préparation spécifique préalable (notamment pas de filtration des échantillons). 
1.4.4. Zêtamétrie 
La zêtamétrie est une technique de détermination du potentiel zêta (ζ), qui représente la 
charge qu’une particule acquiert grâce aux ions qui l’entourent lorsqu’elle est mise en 
solution. Le potentiel ζ est en réalité calculé grâce à l’équation de Smoluchowski à partir de 
la mobilité électrophorétique, elle-même mesurée par vélocimétrie laser-doppler. Cette 
mesure est effectuée à l’aide d’un appareil Malvern Instruments® Nano ZS ZEN3600. Les 
agrégats doivent avoir des tailles comprises entre 5nm et 10µm pour permettre une 
détermination significative de leur potentiel ζ. 
Les échantillons de vésicules catanioniques ont été analysées à 25,0°C ±0,1°C dans des cuves 
spécialement conçues pour la mesure de potentiel zêta (« Folded Capillary Cells » DTS 1060), 
sans préparation spécifique préalable. 
1.4.5. Spectroscopie d’absorption UV-Visible 
Les mesures de spectroscopie UV-Visible ont été réalisées sur un Spectromètre VARIAN®, 
entre 300 et 800nm.  
1.4.6. Spectrofluorimétrie 
Les mesures de spectrofluorimétrie ont été réalisées sur un Spectrofluorimètre PTI® (Photon 
Technology International) équipé d’une lampe EIMAC au xénon de 175W. La largeur 
d’ouverture des fentes d’entrée et de sortie (ouverture spectrale) est fixée à 2nm.  
1.5. Synthèse et caractérisation physico-chimique des 
précurseurs 
Afin d’effectuer l’assemblage catanionique qui donnera lieu à la formation de TriCat12, la 
synthèse des deux précurseurs amphiphiles est préalablement nécessaire. Il s’agit : 
- d’un tensioactif dont la tête -lactose est greffée à une chaîne aliphatique par une 
fonction amine secondaire, facilement protonable ; ce tensioactif sera désigné « L-
Hyd », suivi du nombre de carbones dans la chaîne (12 ou 16). Deux voies de 
synthèse ont été envisagées : la réduction de l’imine a été effectuée soit en utilisant 




du borohydrure de sodium, soit par hydrogénation catalytique sur palladium, sous 
pression. 
- d’un tensioactif à tête acide phosphinique sur laquelle sont greffées deux queues 
hydrophobes par une réaction d’Abramov. 
1.5.1. Synthèse des précurseurs 
1.5.1.1. Synthèse du L-Hyd 16 par réduction en présence de borohydrure de 
sodium 
Le N-hexadécylamino-1-déoxylactitol (L-Hyd16), dont la formule chimique est rappelée sur la 




Figure A- 2 : Formule chimique du L-Hyd16. 
 
3mmol (soit 1,081g) d’-lactose sont dissoutes dans 6mL d’eau ultrapure pendant 30min 
sous agitation. 5mmol (soit 1,205g) d’hexadécylamine dissoutes dans 10mL de propan-2-ol 
sont ajoutées. La solution est agitée pendant 24h à température ambiante, puis chauffée à 
60°C pendant 30min. La solution est refroidie dans un bain de glace puis les solvants sont 
évaporés à l’évaporateur rotatif. Un solide blanc est récupéré, il s’agit de la N-
hexadécyllactosylamine. Cette amine est dissoute dans 70mL de méthanol. Ensuite, 4,2mmol 
(soit 160mg) de borohydrure de sodium sont ajoutées en quatre fractions espacées de 
10min. Le mélange est ensuite agité pendant 15h à température ambiante, puis chauffé à 
60°C pendant 10h. Il est refroidi puis laissé sous agitation à température ambiante pendant 
24h. Le solvant est ensuite évaporé à l’évaporateur rotatif jusqu’à sec. Le solide blanc 
obtenu est ensuite lavé avec 3x50mL de chloroforme en filtrant à chaque fois sur un fritté de 
porosité 4. 
Afin d’éliminer les traces éventuelles de bore, deux reprécipitations successives de la poudre 
blanche dissoute dans 4,8mL d’eau ultrapure sont effectuées avec 4,8mL de méthanol. A 
chaque étape, le précipité est filtré sur fritté de porosité 4. Il est ensuite repris dans 5mL 
d’eau ultrapure jusqu’à dissolution complète. La solution est placée au lyophilisateur. On 
obtient une poudre blanche d’aspect floconneux (m=1,26g, R=74%). 
RMN 1H (D2O, 300MHz) : (ppm) : 0,81 (m, 3H, CH3) ; 1,24 (m, 28H, CH2 aliphatiques) ; 3,27 
à 3,93 (m, 20H, OH, CH et CH2 du sucre) ; 4,36 (d, 1H, H anomérique) 
RMN 11B (D2O, 96MHz) : (ppm) : 22,40 ; 10,34 
ESI/MS (H2O) : m/z : 568,5 (M+H)
+ 
FT-IR (KBr) : max (cm
-1) :3424 (N-H st (amine secondaire), alcools), 2922 (élongation C-H), 
2848 (élongation CH, CH2, CH3), 1638 (élongation N-H), 1465 (déformation angulaire CH2), 




1384 (C-H), 1082 (C-N st (amine secondaire)), 720 (N-H  présence d’une chaîne aliphatique 
supérieure à 4C) 
Analyse élémentaire : C : 51,01%, H : 8,43%, N : 2,08% (Cthéo : 59,23% ; Hthéo : 10,12% ; Nthéo : 
2,47%) 
Pureté sur le carbone : 86,1% 
1.5.1.2. Synthèse de L-Hyd 16 par hydrogénation catalytique (H2) 
Une variante du protocole de synthèse du L-Hyd16 a été mise en place. Il s’agit d’une 
réaction « one-pot », où les deux étapes de synthèse ont lieu simultanément dans la même 
enceinte autoclavée. 8,75mmol (soit 3,15g) d’-lactose sont dissoutes dans 20mL d’eau 
ultrapure. 14,94mmol (soit 3,60g) d’hexadécylamine sont dissoutes dans 25mL de propan-2-
ol. 5% massique (par rapport à la masse totale de réactifs) de palladium supporté sur 
charbon (soit 0,338g) sont placés en suspension dans 10mL de propan-2-ol. L’amine, le 
palladium et enfin le lactose sont placés dans un réacteur fermement vissé. 
Après trois purges sous 20 bars d’hydrogène, le réacteur est rempli d’hydrogène sous 22bars 
puis désolidarisé de la bouteille d’hydrogène et placé dans un bain de sable thermostaté à 
60°C, de façon à avoir une température d’environ 50°C dans le réacteur. Le milieu 
réactionnel est ainsi laissé sous agitation magnétique pendant 3 jours. Après refroidissement 
du réacteur, le milieu réactionnel est remis à pression atmosphérique. 
Afin d’éliminer l’excès de palladium, on effectue une filtration sur célite du milieu 
réactionnel en utilisant un filtre de porosité 4. Après avoir tassé la célite à l’eau ultrapure, le 
milieu réactionnel chauffé à 50°C y est déposé, puis lavé par 200mL de solution d’eau 
ultrapure/propan-2-ol (1 : 1) à 50°C. Le filtrat est ensuite séché à l’évaporateur rotatif. 
Lorsqu’il ne reste que de l’eau, celle-ci est éliminée par lyophilisation. Une poudre blanche 
floconneuse est récupérée (m=3,94g, R=80%). 
RMN 1H (D2O, 300MHz) :  (ppm) : 0,83 (m, 3H, CH3) ; 1,24 (m, 20H, CH2 aliphatiques) ; 3,56 
à 3,89 (m, 20H, OH, CH et CH2 du sucre) ; 4,41 (d, 1H, H anomérique) 
ESI/MS (H2O) : m/z : 568,6 (M+H)
+ 
FT-IR (KBr) : max (cm
-1) : 3424 (N-H st (amine secondaire), alcools), 2922 (élongation C-H), 
2848 (élongation CH, CH2, CH3), 1638 (élongation N-H), 1465 (déformation angulaire CH2), 
1384 (C-H), 1082 (C-N st (amine secondaire)), 720 (N-H  présence d’une chaîne aliphatique 
supérieure à 4C) 
Analyse élémentaire : C : 58,80%, H : 10,47%, N : 2,83%, Pd < 0,02% (Cthéo : 59,23% ; Hthéo : 
10,12% ; Nthéo : 2,47%) 
Pureté sur le carbone : 99,3% 
1.5.1.3. Synthèse de L-Hyd 12 par hydrogénation catalytique (H2)  
Le N-dodécylamino-1-déoxylactitol (L-Hyd12), dont la formule chimique est rappelée sur la 
Figure A- 3, a été synthétisé selon un protocole quasiment identique au précédent. 







Figure A- 3 : Formule chimique du L-Hyd12. 
 
Les différences sont les suivantes :  
- L’hexadécylamine est remplacée par la dodécylamine (14,88mmol, soit 2,76g). 
- L’isopropanol est remplacé par du méthanol, dont les propriétés physico-chimiques 
(notamment de solubilité des réactifs et du produit) ainsi que de sécurité sont similaires. La 
température d’ébullition du méthanol étant plus basse, il sera plus facile à évaporer en fin 
de synthèse. 
- Lors de la filtration sur célite, un fritté de porosité 5 au lieu de 4 est utilisé, afin de limiter la 
contamination du L-Hyd par le palladium. Le lavage est effectué avec 200mL de solution 
d’eau ultrapure/méthanol (1 : 1) à 50°C. 
On obtient une poudre blanche (m=1,62g, R=36%), hygroscopique, qui devient pâteuse à 
l’air libre. Elle est redissoute dans l’eau ultrapure (C≈1mM) et relyophilisée au fur et à 
mesure de son utilisation. 
RMN 1H (D2O, 300MHz) :  (ppm) : 0,81 (m, 3H, CH3) ; 1,48 (m, 20H, CH2 aliphatiques) ; 3,48 
à 3,84 (m, 20H, OH, CH et CH2 du sucre) ; 4,42 (d, 1H, H anomérique) 
MS : m/z: 512,4 
FT-IR (KBr) : max (cm
-1) : 3435 (N-H st (amine secondaire), alcools), 2924 (élongation C-H), 
2853 (élongation CH, CH2, CH3), 1638 (élongation N-H), 1466 (déformation angulaire CH2), 
1380 (C-H), 1079 (C-N st (amine secondaire)), 720 (N-H , présence d’une chaîne aliphatique 
supérieure à 4C) 
Analyse élémentaire : C : 53,90%, H : 9.68%, N : 2.79%, Pd < 0,02% (Cthéo : 56,34% ; Hthéo : 
9,65% ; Nthéo : 2,74%) 
Pureté sur le carbone : 95,7% 
1.5.1.4. Synthèse de l’acide bis--(hydroxydodécyl)phosphinique 
L’acide bis--(hydroxydodécyl)phosphinique, dont la formule chimique est rappelée sur la 




Figure A- 4 : Formule chimique de l’acide bis--(hydroxydodécyl)phosphinique. 
 




2,5mmol d’hypophosphite de sodium monohydraté (soit 2,38g) sont agitées en présence de 
30mL de 1,4-dioxane. 56mmol de dodécylaldéhyde (soit 10,3g) sont ajoutées, de même que 
4mL d’acide chlorhydrique à 37%. Le mélange réactionnel est chauffé à reflux (101°C) 
pendant 24h. Après son refroidissement, le ballon est passé à l’évaporateur rotatif jusqu’à 
l’obtention d’une pâte solide brune. Cette dernière est lavée successivement avec 15mL 
d’eau ultrapure, 15mL de tétrahydrofurane, 4x15mL d’acétone, 15mL d’eau ultrapure, 15mL 
de tétrahydrofurane, 4x15mL d’acétone et 15mL de tétrahydrofurane. Les lavages sont tous 
effectués en utilisant un fritté de porosité 4. On obtient une poudre compacte blanche 
(m=2,00g, R=20,5%). 
RMN 1H (CDCl3 / CD3OD, locké CD3OD, 55°C, 300MHz) :  (ppm) : 0,85 (t, 6H, CH3); 1,25 (m, 
36H, CH2 aliphatiques); 1,61 (m, 4H, CH2 en ); 1,77 (m, 4H, CH2 ); 3,60 (m, 2H de CHOH) 
RMN 13C (CDCl3 / CD3OD, locké CD3OD, 55°C, 300MHz) :  (ppm) : 13,6 (s, CH3) ; 22,4 à 31,7 
(CH2), entre 60 et 70 (CH) 
RMN 31P (CDCl3 / CD3OD, locké CD3OD, 55°C, 300MHz) :  (ppm) : 45,43 et 46,52 : pics dus à 
la pseudo-asymétrie du phosphore. Pas de pic vers 30ppm : il ne reste pas de monosubstitué 
MS : 433,3 (M-H)- 
FT-IR (KBr) : max (cm
-1) : 3313 (C-OH) ; 2918 (C-H) ; 2848 (C-H) ; 2369 (P-OH) ; 1465 (CH2) ; 
1222 (P=O); 1141 (P=O); 1115 (PO-OH); 1067 (P-OH); 960 (P-OH); 941 (P-OH) 
Analyse élémentaire : C : 65,67%, H : 9.18% (Cthéo : 66,32% ; Hthéo : 11,83%) 
Pureté sur le carbone : 99,0% 
1.5.2. Caractérisation physico-chimique du L-Hyd 
1.5.2.1. Mesure de la température de Krafft du L-Hyd 
La température de Krafft correspond à la température minimale de solubilité d’un tensioactif 
dans un solvant. A cette température, la concentration de la solution est égale à la 
Concentration Micellaire Critique (CMC) du tensioactif dans ce solvant. 
La mesure de la température de Krafft a tout d’abord été déterminée visuellement, par 
augmentation degré par degré de la température d’une solution de L-Hyd16 dans l’eau à 
1mM, sous agitation magnétique. Il s’agit de la température correspondant à la disparition 
de la dernière trace d’échantillon solide. 
Ces valeurs qualitatives ont ensuite été confirmées par la technique de Diffusion Dynamique 
de la Lumière (DDL). En effet, l’intensité de lumière absorbée par l’échantillon s’annule 
lorsque la solution devient totalement limpide. Ainsi, en fixant arbitrairement l’index 
d’atténuation à 6 (correspondant à une transmission de 0,3% nominale), l’étude des 
intensités absorbées par un échantillon soumis à des températures augmentées 
progressivement de 5°C à 50°C renseigne sur la température de Krafft. 
1.5.2.2. Détermination de la Concentration Micellaire Critique (CMC) du  
L-Hyd 
Les analyses de la tension de surface des échantillons dissous dans l’eau à 25°C ou 40°C 
selon le cas ont été réalisées par tensiométrie. La méthode préconisée dans ce type 
d’échantillons est celle de l’anneau de De Noüy, car elle apporte une précision optimale dans 




les mesures. La Concentration Micellaire Critique (CMC) du L-Hyd a pu être extrapolée de ces 
mesures. 
La CMC du L-Hyd12 à 25°C est de 1,3 x 10-3M. 
1.6. Auto-assemblage et caractérisation des vésicules 
catanioniques de TriCat12, TriCat12/FluoCat et  
TriCat12/Texas Red 
Après avoir synthétisé et caractérisé les précurseurs (L-Hyd et acide phosphinique), la 
formation du tensioactif tricaténaire catanionique bis(α-hydroxydodécyl)phosphinate de 1-
N-dodécylammonium-1-déoxylactitol (« TriCat12 ») puis son organisation sous forme 
vésiculaire en solution aqueuse ont été envisagés.  
1.6.1. Préparation du tensioactif tricaténaire catanionique (TriCat12) 
sous forme lyophilisée 
L’assemblage catanionique TriCat12 est formé par réaction acido-basique entre le L-Hyd12 
obtenu par hydrogénation catalytique et l’acide phosphinique à l’équimolarité. Pour cela, les 
réactifs sont placés dans les quantités désirées dans de l’eau ultrapure sous agitation à 25°C 
jusqu’à ce que le pH du milieu réactionnel se stabilise (environ trois jours). L’échantillon est 
ensuite dilué jusqu’à l’obtention d’une solution à 4mmol/L, qui est ensuite lyophilisée. On 
obtient une poudre de TriCat12 floconneuse et blanche, qui sera ensuite dissoute dans la 
solution désirée. 
1.6.2. Formulation et caractérisation de vésicules de TriCat12 
Les vésicules de TriCat12 sont formulées dans trois milieux différents : 
 H2O ultrapure (conductivité ionique : 1,7 x 10
-3mS/cm, pH 6,12) 
 Tampon PBS 0,15M (conductivité ionique : 14,86mS/cm, pH 7,50) 
 Tampon P, de composition 260mM de glucose + 1mM Hepes + 1mM NaCl 
(conductivité ionique : 0,17mS/cm, pH 7,36) 
La formation de vésicules de TriCat12 s’effectue selon le protocole suivant. La poudre 
lyophilisée de TriCat12 est dissoute dans le milieu voulu (H2O, milieu tampon PBS ou milieu 
tampon P) à la concentration de 1 x 10-4M (sauf mention contraire), par agitation vigoureuse 
à l’aide d’un vortex. La formation d’assemblages vésiculaires est spontanée, cependant afin 
de réaliser cette étape de façon reproductible, l’échantillon est soniqué par une sonde à 
ultrasons en titane de diamètre 1cm (Vibra Cell, Bioblock Scientific®), durant 15 minutes, à 
puissance 3, avec un nombre de cycle actif de 30%. 
Cet échantillon est caractérisé par diverses techniques physico-chimiques (MET, DDL, 
zêtamétrie). Les mesures de DDL et zêtamétrie sont effectuées à 25°C, après avoir vérifié 
que des résultats analogues sont obtenus à 37°C. 
Les analyses de la tension de surface sont quant à elles réalisées par tensiométrie sur des 
échantillons préparés par pesée de TriCat12 dissous dans l’eau, le tampon PBS ou le tampon 
P à 25°C. La méthode utilisée est celle de l’anneau de la lame de Wilhelmy, adaptée à la 
mesure de tension de surface de solutions de paires d’ions. Pour cela, les solutions ont été 
préparées par pesée de la quantité nécessaire de TriCat12 lyophilisé, dissous et soniqué en 
extemporané dans la solution désirée. La Concentration d’Agrégation Critique (CAC) du 




tensioactif tricaténaire catanionique TriCat12 dans les trois milieux a été extrapolée de ces 
mesures. 
1.6.3. Formulation et caractérisation de vésicules de 
TriCat12/FluoCat 
Le tensioactif 12-(-N-(7-nitrobenz-2-oxa-1,3-diazol-4-yl)amino)dodécanoate de N-
hexadécylammonium-1-déoxylactitol, désigné « FluoCat », a été obtenu suivant un protocole 
mis au point précédemment au sein du laboratoire [60, 330]. Il s’agit d’un tensioactif 
catanionique formulé par réaction acido-basique entre l’acide 12-(N-(7-nitrobenzo-2-oxa-1, 
3-diazol-4-yl)amino)dodécanoïque (porteur du groupement fluorescent NBD) (0,2mmol) et le 
N-hexadécylamino-1-déoxylactitol (0,2mmol) préalablement dissous dans 15mL d’eau pour 
donner une suspension hétérogène. Le milieu a été mélangé à température ambiante, 
jusqu’à disparition totale du matériel initial insoluble (environ 24h). Le produit a ensuite été 
lyophilisé et récupéré sous forme d’une poudre orangée. 
FT-IR (KBr) : max (cm
-1) : 1562 (COO− st as); 1407 (COO− st as). 
ESI/MS (H2O) : m/z : calculée pour C46H83N5O15 : 946,18; trouvée 946,0. (cation : 377,4 ; 
anion : 568,6). 




-), 3,34 (CH2NH, CH2NH2
+), 3,52–3,84 (fonction sucre), 4,15 (NH), 
6,38 (NH2
+), 8,57 (CHCNO2). 
Ces molécules tensioactives de structure similaire au TriCat12, porteuses d’un groupement 
fluorescent, ont été insérées au cœur de la structure en bicouche des vésicules. Pour cela, 
les poudres de TriCat12 et FluoCat ont été mélangées suivant le ratio molaire optimal de 
(95 : 5) déterminé lors d’une étude précédente [330], puis ajoutées au solutions voulues (eau 
ou tampon P) à 1 x 10-4M en TriCat12. Le mélange a été agité vigoureusement et vortexé, 
puis soniqué dans des conditions identiques à celles décrites au paragraphe 1.6.2. 
Les caractéristiques physico-chimiques des vésicules ainsi formées sont établies par les 
mêmes techniques que précédemment (MET, DDL, zêtamétrie). Le potentiel zêta des 
vésicules de TriCat12/FluoCat mesuré dans l’eau à 25°C est de l’ordre de -30mV. 
Les spectres d’absorption UV-Visible du FluoCat seul et du mélange TriCat12/FluoCat sont 
tracés entre 300 et 800nm. Les spectres d’émission de fluorescence sont quant à eux 
collectés entre 500 et 800nm, à la longueur d’onde d’excitation de 488nm. 
1.6.4. Formulation et caractérisation de vésicules de  
TriCat12/Texas Red 
Le 9-[2(ou 4)-(chlorosulfonyl)-4(ou 2)-sulfophényl]-2,3,6,7,12,13,16,17-octahydro-
1H,5H,11H,15H-Xanthéno[2,3,4-ij:5,6,7-i'j']diquinolizin-18-ium, désigné par la suite « Texas 
Red », est une sonde fluorescente hydrophile commerciale, dont les spectres d’absorption et 
d’émission de fluorescence sont reportées dans la Figure A- 5.  
 





Figure A- 5 : Spectres d’excitation de fluorescence (en bleu) et d’émission de fluorescence (en rouge) de la 
sonde Texas Red dans l’eau (données fournisseur). 
 
Afin de déterminer la concentration en Texas Red à appliquer lors de la formulation de 
vésicules catanioniques, l’étude de l’intensité de fluorescence du Texas Red a été réalisée 
dans l’eau en faisant varier sa concentration (cf Figure A- 6). 
 
 
Figure A- 6 : Droite d’étalonnage reliant l’intensité de fluorescence à la concentration en Texas Red dans 
l’eau (ex=543nm). 
 
Il en résulte une droite d’étalonnage linéaire sur une gamme de concentrations de Texas Red 
variant approximativement de 1 x 10-9M à 1x 10-3M. Pour des raisons économiques, nous 
nous sommes volontairement limités à une telle concentration maximale. Par ailleurs, en 
dessous de la concentration de 1 x 10-9M en Texas Red, il est impossible de détecter cette 
sonde par spectrofluorimétrie. Etant donné que le Texas Red encapsulé dans les vésicules 
catanioniques est susceptible d’être dilué par un facteur 105 lors de l’interaction cellulaire, 
sa concentration minimale doit donc être de 1 x 104M.  




C’est pourquoi, afin de l’encapsuler dans le cœur aqueux des vésicules catanioniques, une 
solution à 500µm a été préparée dans l’eau ultrapure ou le tampon P. La poudre lyophilisée 
de TriCat12 a été dissoute dans cette solution (1 x 10-4M en TriCat12). Le mélange a été agité 
vigoureusement et vortexé, puis soniqué dans des conditions identiques à celles décrites au 
paragraphe 1.6.2. 
Les caractéristiques physico-chimiques des vésicules ainsi formées sont établies par les 
mêmes techniques que précédemment (MET, DDL, zêtamétrie). Le potentiel zêta des 
vésicules de TriCat12/Texas Red mesuré dans l’eau à 25°C est là encore de l’ordre de -30mV. 
Les spectres d’absorption UV-Visible du Texas Red seul et du mélange TriCat12/Texas Red 
sont tracés entre 300 et 800nm. Les spectres d’émission de fluorescence sont quant à eux 
collectés entre 570 et 800nm, à la longueur d’onde d’excitation de 563nm. 
  




2. Etude du mécanisme d’interaction entre les vésicules 
catanioniques et des cellules  
2.1. Interaction entre les vésicules catanioniques et des GUVs  
2.1.1. Matériels commerciaux utilisés pour la préparation des 
vésicules unilamellaires géantes (GUVs) 
Les lipides utilisés pour la préparation des vésicules unilamellaires géantes sont : 1-
palmitoyl-2-oléoyl-sn-glycéro-3-phosphocholine (POPC), 1,2-dipalmitoyl-sn-glycéro-3-
phosphocholine (DPPC) et le cholestérol (Avanti Polar Lipids, Alabaster, Alabama, US). Les 









Figure A- 7 : Structures chimiques des lipides utilisés dans la préparation des GUVs. 
 
2.1.2. Electroformation des GUVs 
La préparation des GUVs par électroformation a été réalisée par Chloé Mauroy dans le cadre 
de ses travaux de thèse [284]. 
2.1.2.1. Préparation des mélanges de solutions en chloroforme 
Les solutions lipidiques sont préparées par dissolution de lipides (ou mélange de lipides) 
dans le chloroforme à 500μL/mL, suivant la composition souhaitée des membranes des 
GUVs. Ces solutions sont conservées à -20°C dans des petites fioles en verre avec un 
bouchon en téflon. 




2.1.2.2. Préparation du tampon de formation des GUVs 
Le tampon utilisé lors de la formation des GUVs est composé de 240mM de saccharose 
dissous dans de l’eau Milli-Q. La conductance électrique de ce tampon est de 17,1μS/cm. 
2.1.2.3. Electroformation des GUVs  
Les GUVs sont électroformés entre deux lames de verre recouvertes d’un seul côté d’oxyde 
d'indium-étain (ITO, Indium Tin Oxide) conducteur. Une bande de cuivre adhésif de 36μm 
d’épaisseur est collée sur chaque lame et repliée des deux côtés. Du côté non conducteur, 
un fil électrique est soudé sur le cuivre (cf Figure A- 8). On dépose ensuite 15μL du mélange 
de solutions lipidiques à la surface de l’ITO sur chacune des lames, à l’aide d’un patron 
circulaire représentant le joint qui servira à éloigner les deux lames lors de l’application du 
champ électrique. Les lipides doivent être étalés de la façon la plus homogène possible sur 
toute la surface. Les deux lames sont ensuite mises sous vide pendant deux heures dans une 
boîte opaque pour retirer tout résidu de solvant. 
 
 
Figure A- 8 : Chambre d’électroformation des GUVs, présentant deux compartiments afin de former 





La formation des GUVs se fait à l’aide de l’application d’un champ électrique[371]. Les deux 
lames ITO sont superposées, séparées par un joint de silicone (cf Figure A- 8). Les deux 
câbles électriques sont branchés à la sortie d’un générateur basse tension Exact®. 
L’amplitude des tensions délivrées par le générateur est contrôlée à l’aide du logiciel 
Picoscope®. Selon la composition des GUVs souhaitée, les paramètres de formation peuvent 
différer. 
GUVs composés de POPC ou de DPPC : On effectue la formation à 25°C pour le POPC et à 
50°C pour le DPPC. Une rampe de tension sinusoïdale de fréquence 8 Hz de 25 mV à 1225 
mV est appliquée, en augmentant de 100 mV en 100 mV toutes les cinq minutes. Ensuite, la 
tension de 1225 mV est maintenue durant une nuit. Puis, une tension carrée de fréquence 4 
Hz et d’amplitude 1225 mV est appliquée pendant 1h pour décrocher les GUVs formés. 
GUVs composés de POPC ou de DPPC avec 20% ou 30% de cholestérol : On effectue la 
formation à 40°C. Une rampe de tension sinusoïdale de fréquence 8 Hz de 25 mV à 1225 mV 
est appliquée, en augmentant de 100 mV en 100 mV toutes les cinq minutes. Ensuite, la 




tension de 1225 mV est maintenue durant une nuit. Puis, une tension carrée de fréquence 4 
Hz et d’amplitude 1225 mV est appliquée pendant 1h pour décrocher les GUVs formés. 
Les GUVs ainsi formés mesurent entre 10 et 80μm de diamètre. Une étude menée par Chloé 
Mauroy [284] a prouvé leur unilamellarité. Ces GUVs peuvent être conservés pendant environ 
une semaine à 4°C dans des fioles en verre. Les lames ITO sont ensuite nettoyées à l’éthanol 
et à l’eau, puis séchées pour pouvoir être réutilisées. 
2.1.3. Vésicules catanioniques utilisées 
Afin d’étudier leur comportement d’interaction avec les GUVs, les vésicules catanioniques de 
composition suivante sont préparées : TriCat12 seul, TriCat12/FluoCat, TriCat12/Texas Red. 
Elles sont formulées dans le tampon P (260mM glucose, 1mM Hepes et 1mM NaCl (pH = 
7,35)) selon les protocoles décrits précédemment. 
2.1.4. Observation par microscopie à contraste de phase et par 
microscopie de fluorescence 
La chambre d’observation est constituée avec une paire d’électrodes parallèles espacées de 
1mm. 1,5µL de solution de GUVs de POPC ou de DPPC avec ou sans cholestérol 
électroformés dans le tampon de saccharose (240mM) sont introduits dans la chambre, 
ensuite on les dilue dans 50µL de tampon P composé de 260mM de glucose, 1mM d’Hepes 
et 1mM de NaCl (pH = 7,35), afin de pouvoir les observer en microscopie à contraste de 
phase. Les vésicules catanioniques sont quant elles introduites juste avant l’observation 
(t=0). La visualisation optique est réalisée en utilisant un microscope champ large champ 
PHACO 2 à contraste de phase équipé d’un objectif 40x. Les clichés sont pris par une caméra 
digitale montée sur le microscope et connectée à un ordinateur. L’illumination des 
échantillons est réalisée par une lampe à mercure et un miroir dichroïque à la longueur 
d’onde d’excitation de 488nm, ou par contraste de phase avec une lampe halogène. 
Les clichés des GUVs ont été pris avec le logiciel Metavue®. Les profils d’intensité ont été 
tracés sur un diamètre des vésicules. La membrane lipidique a été détectée par deux pics 
d’intensité de fluorescence. L’intensité moyenne de fluorescence à l’intérieur des GUVs a été 
mesurée dans une région d’intérêt comprenant la vésicule. 
Lors de l’expérience mettant en évidence le relargage du contenu glucosidique des vésicules 
catanioniques dans le cœur des GUVs, la perte du contraste de phase a été observée 
visuellement au microscope à contraste de phase. Environ 300 GUVs ont été photographiés, 
ceux ayant perdu leur contraste et ceux l’ayant conservé ont été comptés. 
2.1.5. Observation par microscopie confocale 
Afin de mettre en évidence le relargage dans le cœur aqueux des GUVs du Texas Red (ex = 
563nm) encapsulé dans les vésicules catanioniques, l’augmentation de l’intensité de 
fluorescence dans le cœur des GUVs a été détectée par microscopie confocale. L’appareil 
utilisé est un microscope confocal inversé Zeiss® LSM 510 Inv avec un objectif à huile 63x et 
équipé d’un laser Hélium Néon à 543nm. Les profils d’intensité de fluorescence ont été 
tracés sur les diamètres de 10 GUVs. L’intensité moyenne de fluorescence à l’intérieur des 
GUVs a été mesurée dans une région d’intérêt comprenant la vésicule. Une moyenne de ces 
10 GUVs a été calculée pour déterminer une intensité de fluorescence moyenne. Cette 
méthode a été utilisée sur les GUVs dans un milieu de Texas Red en solution aqueuse 




(500µM), en présence ou non de vésicules catanioniques encapsulant le Texas Red. 
L’échantillon ne comprenant pas de vésicules catanioniques permet de déterminer le 
minimum d’intensité de fluorescence du au bruit extérieur. 
2.2. Interaction entre les vésicules catanioniques et des cellules 
cultivées in vitro 
2.2.1. Matériels commerciaux utilisés 
Le Sérum de Veau Fœtal provient de Lonza® (Bâle, Suisse). Le tampon PBS, la L-glutamine et 
la pénicilline sont fournis par Eurobio® (Courtaboeuf, France). Les vitamines, le tryptose 
phosphate et le glucose sont achetés chez Sigma-Aldrich Chemical Co® (St. Louis, MO, USA).  
Les plaques 24 puits sont fournies par Nunc / Thermo Fischer Scientific® (Waltham, MA, 
USA). Les tubes de cytométrie en flux proviennent de BD Biosciences® (Franklin Lakes, NJ, 
USA). Les autres consommables plastiques de laboratoire utilisés pour la culture cellulaire 
proviennent de Dutscher SAS® (Brumath, France). 
Les cellules CHO-Z proviennent d’un clone sélectionné pour pousser en suspension. 
2.2.2. Vésicules catanioniques utilisées 
Afin d’étudier leur comportement d’interaction avec les cellules, les vésicules catanioniques 
de composition suivante sont préparées : TriCat12/FluoCat, TriCat12/Texas Red et 
TriCat12/FluoCat/Texas Red. Elles sont formulées dans l’eau et diluées dans le milieu de 
culture EMEM sans sérum de veau fœtal jusqu’à 2 x 10-5M selon les protocoles décrits 
précédemment. 
2.2.3. Culture cellulaire 
Les cellules d’Ovaires de Hamster Chinois (CHO) ont été cultivées de façon adhérente à 2 x 
105 cell/mL dans du EMEM supplémenté avec 10% (v/v) de sérum de veau fœtal (SVF), 1% 
(v/v) de L-glutamine (2mM), 1% (v/v) de pénicilline streptomycine (50 IU/mL), 1% (v/v) de 
glucose, 1% (v/v) de vitamines and 1% (v/v) de tryptose phosphate. Elles ont été cultivées 
dans un incubateur à 37°C, 5% de CO2, en atmosphère à 80% d’humidité et dans des 
conditions d’obscurité. Les cellules ont été repiquées tous les 2 jours. 
2.2.4. Etude de cytotoxicité des vésicules catanioniques sur CHO 
La cytotolérance aigue des cellules en présence d’échantillons variés de vésicules 
catanioniques à différentes concentrations a été déterminée en utilisant un kit de test de 
prolifération cellulaire au 2,3-bis[2-méthoxy-4-nitro-5-sulfophényl]-2H-tétrazolium-5-
arboxanilide (XTT). Les cellules ont été ensemencées dans des plaques 96 puits à 2 x 105 
cellules/mL et incubées pendant 48h. Les cellules ont été lavées 3 fois avec un tampon PBS 
puis incubées pendant 3h avec les différentes solutions de vésicules catanioniques (TriCat12, 
TriCat12/FluoCat, TriCat12/Texas Red, TriCat12/FluoCat/Texas Red) de concentration en 
TriCat12 variant de 1 x 10-4M à 2 x 10-7M obtenues par dilutions sériées (R=2) dans le milieu 
EMEM sans sérum. Ensuite, les cellules ont été lavées au PBS et mises dans 50µL d’une 
solution d’EMEM sans Rouge Phénol contenant le XTT (0,5 mg/mL) et la coenzyme Q 
(40µL/mL). Après 3h d’incubation, 100µL d’une solution à 10% de dodécylsulphate de 
sodium (SDS) ont été ajoutés. Les résultats ont été lus sur un spectrophotomètre Polarstar 
Galaxy (BMG Labtech, France) à la longueur d’onde de 450nm. 




Un optimum de viabilité des CHO (près de 100%) est observé après 3h d’incubation avec les 
vésicules diluées à 2 x 10-5M en TriCat12, quelle que soit la composition des vésicules 
(TriCat12, TriCat12/FluoCat (95:5), TriCat12 formulé dans une solution aqueuse de Texas Red 
(500µM), TriCat12/FluoCat (95:5) formulé dans une solution aqueuse de Texas Red 
(500µM)). C’est pourquoi dans la suite de l’étude, les vésicules catanioniques sont formulées 
à 1 x 10-4M puis diluées dans le milieu de culture jusqu’à 2 x 10-5M. La stabilité à la dilution 
des vésicules a été vérifiée par DLS et tensiométrie. 
2.2.5. Inhibition de l’internalisation par endocytose 
Pour étudier le phénomène d’endocytose, des agents inhibiteurs d’endocytose couramment 
décrits dans la littérature [208] ont été appliqués sur les cellules CHO : A, amiloride; C, 
chlorpromazine; F, filipine. La concentration optimale de chaque inhibiteur a été déterminée 
par une étude préliminaire où une gamme de concentrations dans le milieu de culture a été 
appliquée sur les cellules. Les concentrations choisies ont montré une efficacité d’inhibition 
maximale tout en restant non cytotoxiques : (A) : 1mg/mL; (C) : 1.3 x 10-2mg/mL; (F) : 1.5 x 
10-3mg/mL; et (ACF) : le mélange des 3 agents inhibiteurs à des concentrations identiques à 
celle de chaque agent utilisé seul. Les cellules CHO ont été pré-traitées avec ces agents 
pendant 1h dans un incubateur (37°C, 5% CO2) avant l’introduction des vésicules 
catanioniques, qui ont été incubées dans des conditions identiques en maintenant la 
présence des agents d’inhibition aux mêmes concentrations (pendant 1h dans le cas de 
l’expérience en cytométrie de flux et 15 min dans le cas de l’étude en microscopie 
confocale). 
Dans le cas de l’inhibition de tous les processus actifs par température froide, les cellules 
CHO ont été incubées à 4°C dans l’obscurité 15 min avant d’introduire les vésicules 
catanioniques. Ces dernières ont été ajoutées tout en maintenant cette température tout au 
long de l’expérience d’interaction vésicule/cellule. 
2.2.6. Observation par microscopie confocale 
L’évaluation de l’interaction entre les cellules et les vésicules a été réalisée par microscopie 
confocale. Les cellules CHO ont été ensemencées à 8 x 104 cellules/mL sur des lamelles 
compartimentées 2 puits Lab-TekTM (Nunc, Dutscher) 24h à l’avance. Ensuite, les cellules ont 
été lavées 3 fois au PBS. Elles ont été incubées pendant 15 min avec les vésicules 
catanioniques préalablement diluées à 2 x 10-5 M dans du milieu EMEM sans sérum. Ensuite, 
les cellules ont été lavées avec du PBS froid puis observées en microscopie confocale dans 
du PBS renouvelé. L’imagerie cellulaire a été réalisée sur cellule vivante à l’aide d’un 
microscope biphoton Zeiss® LSM 710 Inv (obj. x 40 à eau), en utilisant un laser Argon à 
488nm et un laser DPSS à 561nm pour exciter le FluoCat et le Texas Red, respectivement. 
Trois clichés de chaque condition contenant jusqu’à 20 cellules par cliché ont été observées 
avec le logiciel ImageJ® sans aucune quantification. Les images sont représentatives des 
données originales. 
2.2.7. Quantification par cytométrie en flux (CMF) 
Les cellules CHO ont été ensemencées sur des plaques 24 puits à 7,5 x 104 cellules/mL 24h à 
l’avance dans du milieu EMEM supplémenté comme précédemment. Les cellules ont été 
lavées 3 fois au PBS. Elles ont été incubées pendant 1h avec les vésicules catanioniques 
préalablement diluées à 2 x 10-5 M dans du milieu EMEM sans sérum. Ensuite, elles ont été 




lavées 3 fois avec une solution de PBS, récoltées grâce à la trypsine et diluées dans du milieu 
EMEM supplémenté avec 10% de sérum de veau fœtal. Elles ont été caractérisées par 
cytométrie en flux par le trieur cellulaire BD Facscalibur. Les données ont été analysées par 
le logiciel CellQuest Pro®. Une analyse statistique a été établie par le logiciel Prism 4.0® 
(GraphPad Software) par analyse de variance à un facteur (ANOVA) et le test de Tukey. 
Toutes les données sont exprimées par la valeur moyenne ± SEM de trois expériences 
indépendantes, chacune menée sur 142500 cellules. La significativité statistique de cette 
étude a été considérée pour p < 0,05. 
  




3. Vectorisation d’un agent anticancéreux dans le cadre d’une 
thérapie photodynamique  
3.1. Matériels commerciaux utilisés 
La phthalocyanine de chloroaluminium (ClAlPc) a été fournie par Sigma Aldrich Chemical 
Co®, de même que tous les autres matériels biologiques.  
3.2. Formulation et caractérisation des vésicules de 
TriCat12/ClAlPc 
3.2.1. Mise au point de vésicules de TriCat12/ClAlPc 
3.2.1.1. Préparation de la solution de ClAlPc libres  
Avant de formuler les vésicules de TriCat12/ClAlPc, une solution aqueuse de ClAlPc est 
préparée en dissolvant ClAlPc dans l’acétone (100 µg.mL-1), puis en diluant cette solution à 
5% v/v dans de l’eau ultrapure. 
3.2.1.2. Formulation des vésicules de TriCat12/ClAlPc  
L’encapsulation de ClAlPc hydrophobe dans les bicouches catanioniques de TriCat12 est 
simultanée à leur formulation. En effet, les vésicules chargées en ClAlPc ont été préparées 
en additionnant la poudre de TriCat12 lyophilisée à la solution de ClAlPc dans le mélange 
acétone /eau (5 : 95) (cf paragraphe 3.2.1.1), à 1 x 10-4M en TriCat12. Comme 
précédemment, les vésicules s’assemblent spontanément en solution aqueuse ; cependant, 
afin d’aider leur association, le milieu est soniqué avec une sonde en titane de diamètre 1cm 
(Vibra Cell, Bioblock Scientific®), durant 15 minutes, à puissance 3, avec un nombre de cycle 
actif de 30%. Les traces d’acétone sont ensuite éliminées grâce à un évaporateur rotatif 
(30min, 50mbar, 40°C), leur disparition est suivie par RMN. La concentration finale de la 
« solution mère » est donc de 1 x 10-4M en TriCat12 et de 5 µg.mL-1 en ClAlPc. 
3.2.2. Caractérisation des vésicules de TriCat12/ClAlPc 
3.2.2.1. Caractérisation physico-chimique des vésicules de TriCat12/ClAlPc 
Les propriétés physico-chimiques des vésicules de TriCat12/ClAlPc ont été caractérisées par 
les techniques précédemment citées.  
Le diamètre hydrodynamique moyen et l’indice de polydispersité ont été contrôlés par 
diffusion dynamique de la lumière à 25°C, en utilisant un appareil Zetasizer NanoZS (Malvern 
Instruments®). 
La taille et la morphologie des vésicules ont été observées par microscopie électronique à 
transmission sur un appareil JEOL® JEM 1011à 120kV. 
3.2.2.2. Caractérisation photophysique des vésicules de TriCat12/ClAlPc 
3.2.2.2.1. Absorbance des ClAlPc libres et encapsulées 
Les mesures d’absorbance ont été effectuées sur un appareil Perking Elmer® UV/Vis 
Spectrometer Lambda 20. L’absorbance des ClAlPc a été observée entre 300 et 800 nm, dans 
les conditions suivantes : 




 ClAlPc libres (5 µg/mL) dans un mélange acétone/eau (5:95). 
 ClAlPc (5 µg/mL) encapsulées dans des vésicules de TriCat12 préparées à 1 x 10-4M 
dans l’eau. 
3.2.2.2.2. Fluorescence des ClAlPc libres et encapsulées 
Les mesures de fluorescence ont été effectuées sur un appareil Hitachi® F-4500 Fluorescence 
Spectrophotometer. La longueur d’onde d’excitation a été fixée à 610 nm et les fentes ont 
été fixées à 2nm. L’émission de fluorescence des ClAlPc a été collectée de 630 à 750nm, dans 
les conditions suivantes : 
 ClAlPc libres (5 µg/mL) dans un mélange acétone/eau (5:95). 
 ClAlPc (5 µg/mL) encapsulées dans des vésicules de TriCat12 préparées à 1 x 10-4M 
dans l’eau. 
Ces « solutions mères » ont ensuite été diluées par cinq dans le DMEM sans SVF ou le RPMI 
sans SVF, et la fluorescence a été mesurée dans les mêmes conditions. 
3.2.3. Détermination de l’efficacité d’encapsulation de ClAlPc dans les 
vésicules catanioniques 
Afin de déterminer l’efficacité de l’encapsulation de ClAlPc dans les vésicules catanioniques, 
un dosage spectrofluorimétrique de ClAlPc a été mis au point. 
D’une part, la quantité totale de ClAlPc (encapsulées ou non) a été déterminée par mesure 
de l’intensité de fluorescence (IF) d’un échantillon pour lequel les structures vésiculaires ont 
été cassées par addition de méthanol dans la solution (2mL de MeOH pour 10µL de solution 
vésiculaire). 
En parallèle, les ClAlPc non encapsulées ont été séparées des vésicules par 
ultracentrifugation (10000rpm, 1h, 4°C). Une solution témoin a permis de vérifier leur non 
précipitation par cette technique. Après dilution du surnageant dans le méthanol (2mL de 
MeOH pour 10µL de solution surnageante), la mesure de l’intensité de fluorescence (IF) a 
permis de quantifier les ClAlPc non encapsulées. 
L’efficacité d’encapsulation (EE) est définie par : 
          
IF ClAlPc non encapsulées 
IF ClAlPc totales
)] x 100 
3.3. Interaction cellulaire des vésicules de TriCat12/ClAlPc 
3.3.1. Culture cellulaire 
La lignée cellulaire mélanome B16-F10 (désignée B16 par la suite) a été cultivée en milieu 
RPMI supplémenté avec 10% de sérum de veau fœtal (SVF), 1% d’acides aminés non 
essentiels et 0,625 µg/mL d’amphotéricine B. 
La lignée cellulaire de carcinomes squameux oraux (OSCC) a été cultivée en milieu DMEM 
supplémenté avec 10% de SVF, 1% d’acides aminés non essentiels, 0,625 µg/mL 
d’amphotéricine B, 100 unités/mL de pénicilline et 100 µg/mL de streptomycine. 
Les deux lignées cellulaires ont été cultivées dans un incubateur à 37°C, 5% de CO2, en 
atmosphère à 80% d’humidité et dans des conditions d’obscurité. Les cellules ont été 
repiquées tous les 2 jours. 




3.3.2. Cytotoxicité des vésicules catanioniques 
3.3.2.1. Méthode 
Un test de cytotoxicité a été mis en place sur les B16 et les OSCC, afin d’évaluer la toxicité 
des vésicules de TriCat12 seul, de TriCat12/FluoCat et de TriCat12/ClAlPc, par la méthode 
colorimétrique « MTT » (bromure de (3-(4,5-diméthylthiazol-2-yl)-2,5-diphényltétrazolium), 
décrite par Denizot and Lang[441]. 
Pour cela, les deux lignées cellulaires ont été ensemencées dans des plaques de 96 puits (2 x 
104 cellules/puits) dans du milieu supplémenté avec 10% SVF, 24h avant l’incubation avec les 
solutions de vésicules. Les cellules ont été lavées avec 100 µL/puits de solution tampon de 
Hank avant leur traitement par les vésicules formulées à 1 x 10-4M en TriCat12 et diluées 
jusqu’à la concentration voulue dans du milieu de culture sans SVF, ou par du milieu de 
culture sans SVF comme solution contrôle négatif. Elles ont été incubées pendant 3h à 37°C, 
en atmosphère à 80% d’humidité, 5% de CO2, dans l’obscurité. Ensuite, le milieu avec les 
formulations de vésicules a été éliminé, et remplacé par 100µL/puits de milieu frais 
supplémenté avec 10% SVF. Les cellules ont été incubées pour la nuit dans un incubateur à 
37°C, 5% de CO2, en atmosphère à 80% d’humidité et dans des conditions d’obscurité. 
Le milieu a ensuite été éliminé et remplacé par 200µL/puits d’une solution de MTT 
(composée de 30µL de MTT à 5mg/mL en solution tampon de Hank et 170µL de milieu sans 
rouge phénol). Les plaques ont été incubées pendant 4h à 37°C (5% CO2, atmosphère à 80% 
d’humidité, conditions d’obscurité). La solution surnageante a été éliminée et le produit 
MTT-formazan a été solubilisé dans 200µL/puits de 2-propanol. Après homogénéisation de 
la solution dans chaque puits, les plaques ont été analysées par un lecteur de plaques 
Microplate Reader Molecular Devices VERSA Max tunable et la densité optique a été estimée 
à 560nm et à 690nm. 
L’analyse statistique a été effectuée en utilisant le logiciel Prism 4.0® (GraphPad Software) 
par analyse de variance (ANOVA) et test de Tukey. Toutes les données sont exprimées avec 
la moyenne ± SEM de trois expériences indépendantes, obtenues sur des échantillons 
provenant de sources indépendantes. Les différences ont été considérées non 
statistiquement significatives lorsque p < 0,05. 
3.3.2.2. Résultats 
La cytotoxicité des formulations suivantes a été testée sur B16 et sur OSCC : 
 vésicules de TriCat12 « seules » 
 vésicules de TriCat12/FluoCat 
 vésicules de TriCat12/ClAlPc 
Cinq concentrations de vésicules catanioniques ont été testées sur cellules, obtenues par 
dilutions dans du milieu de culture (RPMI pour B16, DMEM pour OSCC) sans SVF de solutions 
mères formulées à 1 x 10-4M en TriCat12 (solutions filles de 5 x 10-5M à 5 x 10-6M). La 
correspondance entre le facteur de dilution appliqué et les concentrations effectives en 
TriCat12, en FluoCat et en ClAlPc est présentée dans le Tableau A- 2. 
 
 






Concentration en  
TriCat12 
correspondante 
Concentration en  
FluoCat 
correspondante,  
le cas échéant 
Concentration en  
ClAlPc  
correspondante,  
le cas échéant 
CT Contrôle négatif (cellules dans le milieu de culture sans SVF) 
1/2 5 x 10-5M 2,5 x 10-6M 2,5 µg.mL-1 
1/4 2,5 x 10-5M 1,25 x 10-6M 1,25 µg.mL-1 
1/5 2 x 10-5M 1 x 10-6M 1 µg.mL-1 
1/10 1 x 10-5M 5 x 10-7M 0,5 µg.mL-1 
1/20 5 x 10-6M 2,5 x 10-7M 0,25 µg.mL-1 
Tableau A- 2 : Correspondance entre le facteur de dilution appliqué sur les solutions de vésicules et les 
concentrations effectives en TriCat12, FluoCat et ClAlPc, le cas échéant.  
Les résultats des tests de cytotoxicité de vésicules appliquées sur B16 et OSCC sont 
présentés sur la Figure A- 9. 
 
 
Figure A- 9 : Histogrammes des résultats de tests de cytoviabilité effectués sur B16 et OSCC, en interaction 
avec des vésicules de TriCat12, TriCat12/FluoCat, TriCat12/ClAlPc, aux concentrations définies dans le 
Tableau A- 2. 
 
Les résultats ont montré une faible cytotoxicité des vésicules catanioniques, quelles que 
soient leur nature et leur concentration. La concentration choisie pour la suite de l’étude est 
2 x 10-5M en TriCat12 (contenant 1 µg.mL-1 de ClAlPc). 




3.3.3. Photocytotoxicité des vésicules catanioniques 
3.3.3.1. Méthode 
La photocytotoxicité des ClAlPc encapsulées dans les vésicules catanioniques a été évaluée 
par méthode colorimétrique MTT, comme décrit précédemment [441]. 
Les deux lignées cellulaires ont été ensemencées dans des plaques de 24 puits (1 x 105 
cellules/puits) 24h avant irradiation laser. Les cellules ont été traitées avec des vésicules 
formulées à 1 x 10-4M en TriCat12 et 5 µg/mL en ClAlPc, diluées par 5 en extemporané dans 
du milieu de culture sans SVF, ou avec les solutions contrôle. Elles ont été incubées pendant 
3h à 37°C, 5% CO2, en atmosphère à 80% d’humidité et dans des conditions d’obscurité. Puis, 
le milieu a été éliminé, et les cellules ont été rincées avec 500µL/puits de solution tampon de 
Hank. 500µL/puits de milieu frais sans rouge phénol ont ensuite été ajoutés. 
Les irradiations ont été réalisées à la longueur d’onde de 670nm, en conditions stériles, avec 
une dose de lumière de 1, 5, 10, 20, 50, 70 ou 100 J.cm-2. L’appareil utilisé est une diode 
laser Eagle, Quantum Tech®, São Carlos – SP, Brésil, à la puissance de 820 mW, avec une 
densité de 261 mW/cm².  
Le milieu a ensuite été éliminé et remplacé par 500µL/puits de milieu frais supplémenté avec 
10% SVF. Les cellules ont été incubées pour la nuit dans un incubateur à 37°C, 5% de CO2, en 
atmosphère à 80% d’humidité et dans des conditions d’obscurité. Après élimination du 
milieu, les cellules ont été lavées avec 500µL/puits de solution tampon de Hank. 
500µL/puits d’une solution de MTT (composée de 80µL de MTT à 5mg/mL dans la solution 
tampon de Hank + 420µL de milieu sans rouge phénol) ont été ajoutés, et les cellules ont été 
incubées pendant 4h à 37°C (5% CO2, atmosphère à 80% d’humidité, conditions d’obscurité). 
La solution surnageante a été éliminée et le produit MTT-formazan a été solubilisé dans 
1mL/puits de 2-propanol. Après homogénéisation de la solution dans chaque puits, les 
solutions ont été transvasées en plaques 96 puits (où 1 puits de plaque 24 puits correspond 
à 4 puits (200µL/puits) de plaque 96 puits). Les plaques ont été analysées par un lecteur de 
plaques Microplate Reader Molecular Devices VERSA Max tunable et la densité optique a été 
estimée à 560nm et à 690nm. 
L’analyse statistique a été effectuée en utilisant le logiciel Prism 4.0® (GraphPad Software) 
par analyse de variance (ANOVA) et test de Tukey. Toutes les données sont exprimées avec 
la moyenne ± SEM de trois expériences indépendantes, obtenues sur des échantillons 
provenant de sources indépendantes. Les différences ont été considérées non 
statistiquement significatives lorsque p < 0,05. 
3.3.3.2. Résultats 
Les résultats des tests de cytotoxicité de vésicules appliquées sur B16 et OSCC sont 
présentés sur la Figure A- 10. 





Figure A- 10 : Histogrammes des résultats de tests de cytoviabilité effectués sur B16 et OSCC après 
application de différentes doses de lumière sur cellules incubées avec les vésicules de TriCat12/ClAlPc.  
CT : cellules dans le milieu de culture sans SVF ; CTN : cellules + vésicules de TriCat12 « seul » dans le milieu 
de culture sans SVF. 
 
3.3.4. Biodistribution des vésicules catanioniques 
Afin d’obtenir des informations sur la biodistribution des vésicules de TriCat12/ClAlPc après 
leur internalisation par les B16 ou les OSCC, une expérience de spectrofluorimétrie a été 
mise en place. La fluorescence de ClAlPc a été mesurée par un appareil Hitachi F-4500 
Fluorescence Spectrophotometer. La longueur d’onde d’excitation a été fixée à 610 nm et 
les fentes ont été fixées à 5 nm. L’émission de fluorescence a été collectée entre 630 et 750 
nm. 
Pour chaque lignée cellulaire, les cellules ont été ensemencées dans des plaques 6 puits à 4 x 
105 cellules/puits, 24h à l’avance. Le milieu a ensuite été éliminé, puis 2mL/puits des 
solutions suivantes ont été ajoutés : 
 Puits 1 : (CT) milieu de culture (RPMI ou DMEM) sans SVF ; 
 Puits 2 : (CTN) vésicules de TriCat12 « seul », formulées à 1 x 10-4M et diluées par 5 
dans le milieu de culture (RPMI ou DMEM) sans SVF ; 
 Puits 3 : Solution de ClAlPc libre préparée à 5µg.mL-1 dans un mélange acétone/eau 
(5:95) et dilué par 5 dans le milieu de culture (RPMI ou DMEM) sans SVF ; 
 Puits 4 : duplicat du puits 3 ; 
 Puits 5 : Vésicules de TriCat12/ClAlPc formulées à 1 x 10-4M en TriCat12 et 5µg.mL-1 
en ClAlPc et dilué par 5 dans le milieu de culture (RPMI ou DMEM) sans SVF ; 
 Puits 6 : duplicat du puits 5. 
Les cellules ont été incubées pendant 3h à 37°C, 5% CO2, en atmosphère à 80% d’humidité et 
dans des conditions d’obscurité. Dans chaque cas, le surnageant a été collecté et analysé en 
spectrofluorimétrie. 
Les cellules ont été rincées avec 2mL/puits d’une solution tampon de Hank. Après 
élimination de ce dernier, 2mL/puits d’une solution de SDS (à 2% dans le PBS) ont été 
ajoutés jusqu’à lyse cellulaire et solubilisation du compartiment intracellulaire. Les solutions 

















[1] T. M. Allen, P. R. Cullis, Science 2004, 303, 1818. 
[2] P. Couvreur, C. Vauthier, Pharmaceutical Research 2006, 23, 1417. 
[3] P. Ruenraroengsak, J. M. Cook, A. T. Florence, Journal of Controlled Release 2010, 
141, 265. 
[4] J.-H. Kang, R. Toita, Y. Katayama, Biotechnology Advances 2010, 28, 757. 
[5] K. Riehemann, S. W. Schneider, T. A. Luger, B. Godin, M. Ferrari, H. Fuchs, 
Angewandte Chemie International Edition 2009, 48, 872. 
[6] A. C. A. Wan, J. Y. Ying, Advanced Drug Delivery Reviews 2010, In Press, Uncorrected 
Proof. 
[7] E. Briones, C. Isabel Colino, J. M. Lanao, Journal of Controlled Release 2008, 125, 210. 
[8] D. Bechet, P. Couleaud, C. Frochot, M.-L. Viriot, F. Guillemin, M. Barberi-Heyob, 
Trends in Biotechnology 2008, 26, 612. 
[9] V. P. Torchilin, Advanced Drug Delivery Reviews 2006, 58, 1532. 
[10] G. Bonacucina, M. Cespi, M. Misici-Falzi, G. F. Palmieri, Journal of pharmaceutical 
sciences 2009, 98, 1. 
[11] K. Y. Kim, Nanomedicine: Nanotechnology, Biology and Medicine 2007, 3, 103. 
[12] O. M. Koo, I. Rubinstein, H. Onyuksel, Nanomedicine: Nanotechnology, Biology and 
Medicine 2005, 1, 193. 
[13] A. H. Faraji, P. Wipf, Bioorganic & Medicinal Chemistry 2009, 17, 2950. 
[14] G. A. Hughes, Nanomedicine: Nanotechnology, Biology and Medicine 2005, 1, 22. 
[15] B. Mishra, B. B. Patel, S. Tiwari, Nanomedicine: Nanotechnology, Biology and 
Medicine 2010, 6, 9. 
[16] A. P. R. Johnston, G. K. Such, S. L. Ng, F. Caruso, Current Opinion in Colloid & Interface 
Science 2010, 16, 171. 
[17] S. M. Moghimi, A. C. Hunter, J. C. Murray, Pharmacol Rev 2001, 53, 283. 
[18] R. Singh, J. W. Lillard Jr, Experimental and Molecular Pathology 2009, 86, 215. 
[19] E. Soussan, S. Cassel, M. Blanzat, I. Rico-Lattes, Angewandte Chemie International 
Edition 2009, 48, 274. 
[20] K. Strebhardt, A. Ullrich, Nat Rev Cancer 2008, 8, 473. 
[21] A. D. Bangham, Annual Review of Biochemistry 1972, 41. 
[22] G. Gregoriadis, C. P. Swain, E. J. Wills, A. S. Tavill, The Lancet 1974, 303, 1313. 
[23] G. Poste, D. Papahadjopoulos, Annals of the New York Academy of Sciences 1978, 
308, 164. 
[24] R. E. Pagano, L. Huang, C. Wey, Nature 1974, 252, 166. 
[25] L. Huang, R. E. Pagano, The Journal of Cell Biology 1975, 67, 38. 
[26] J. N. Weinstein, S. Yoshikami, P. Henkart, R. Blumenthal, W. A. Hagins, Science 1977, 
195, 489. 
[27] D. Papahadjopoulos, G. Poste, W. J. Vail, J. L. Biedler, Cancer Research 1976, 36, 
2988. 
[28] F. J. Martin, R. C. MacDonald, The Journal of Cell Biology 1976, 70, 506. 
[29] S. Batzri, E. D. Korn, The journal of Cell Biology 1975, 66, 621. 




[30] G. Gregoriadis, A. C. Allison, Liposomes in biological systems, John Wileys ans Sons 
ed., 1990. 
[31] M. Malmsten, Surfactants and Polymers in Drug Delivery, Marcel Dekker ed., 2002. 
[32] M. S. Mufamadi, V. Pillay, Y. E. Choonara, L. C. Du Toit, G. Modi, D. Naidoo, V. M. 
Ndesendo, Journal of Drug Delivery 2011, 939851. 
[33] T. L. Andresen, S. S. Jensen, K. Jørgensen, Progress in Lipid Research 2005, 44, 68. 
[34] V. P. Torchilin, Nat Rev Drug Discov 2005, 4, 145. 
[35] E. Cukierman, D. R. Khan, Biochemical Pharmacology 2010, 80, 762. 
[36] A. Wagner, K. Vorauer-Uhl, Journal of Drug Delivery 2011, 591325. 
[37] P. L. Felgner, G. M. Ringold, Nature 1989, 337, 387. 
[38] C. Marchini, M. Montani, A. Amici, H. Amenitsch, C. Marianecci, D. Pozzi, G. 
Caracciolo, Langmuir 2009, 25, 3013. 
[39] J. Rejman, A. Bragonzi, M. Conese, Mol Ther 2005, 12, 468. 
[40] L. Wasungu, D. Hoekstra, Journal of Controlled Release 2006, 116, 255. 
[41] P. Couvreur, G. Barratt, E. Fattal, P. Legrand, C. Vauthier, Crit Rev Ther Drug Carrier 
Syst. 2002, 19, 99. 
[42] C. E. Mora-Huertas, H. Fessi, A. Elaissari, International Journal of Pharmaceutics 2010, 
385, 113. 
[43] A. Paillard, F. Hindré, C. Vignes-Colombeix, J.-P. Benoit, E. Garcion, Biomaterials 2010, 
31, 7542. 
[44] C. l. Bouclier, L. Moine, H. Hillaireau, V. r. Marsaud, E. Connault, P. Opolon, P. 
Couvreur, E. Fattal, J.-M. Renoir, Biomacromolecules 2008, 9, 2881. 
[45] X. Yang, J. J. Grailer, S. Pilla, D. A. Steeber, S. Gong, X. Shuai, Biofabrication 2010, 2, 
025004. 
[46] M. A. Shatalebi, S. A. Mostafavi, A. Moghaddas, Res Pharm Sci. 2010, 5, 107. 
[47] E. Moazeni, K. Gilani, F. Sotoudegan, A. Pardakhty, A. R. Najafabadi, R. Ghalandari, M. 
R. Fazeli, H. Jamalifar, Journal of Microencapsulation 2010, 27, 618. 
[48] G. Abdelbary, N. El-gendy, AAPS PharmSciTech 2008, 9, 740. 
[49] Y.-M. Hao, K. a. Li, International Journal of Pharmaceutics 2011, 403, 245. 
[50] E. Touitou, N. Dayan, L. Bergelson, B. Godin, M. Eliaz, Journal of Controlled Release 
2000, 65, 403. 
[51] U. Gupta, N. K. Jain, Advanced Drug Delivery Reviews 2010, 62, 478. 
[52] Y. Kaneda, Advanced Drug Delivery Reviews 2000, 43, 197. 
[53] D. Felnerova, J.-F. Viret, R. Glück, C. Moser, Current Opinion in Biotechnology 2004, 
15, 518. 
[54] A. Huckriede, J. r. De Jonge, M. Holtrop, J. Wilschut, Journal of Liposome Research 
2007, 17, 39. 
[55] E. Soussan, C. Mille, M. Blanzat, P. Bordat, I. Rico-Lattes, Langmuir 2008, 24, 2326. 
[56] D. Vivares, E. Soussan, M. Blanzat, I. Rico-Lattes, Langmuir 2008, 24, 9260. 
[57] N. Vlachy, M. Drechsler, D. Touraud, W. Kunz, Comptes Rendus Chimie 2009, 12, 30. 
[58] N. Vlachy, C. Merle, D. Touraud, J. Schmidt, Y. Talmon, J. Heilmann, W. Kunz, 
Langmuir 2008, 24, 9983. 
[59] N. Vlachy, D. Touraud, J. Heilmann, W. Kunz, Colloids and Surfaces B: Biointerfaces 
2009, 70, 278. 
[60] A. Boudier, P. Castagnos, E. Soussan, G. Beaune, H. Belkhelfa, C. Ménager, V. Cabuil, 
L. Haddioui, C. Roques, I. Rico-Lattes, M. Blanzat, International Journal of 
Pharmaceutics 2011, 403, 230. 




[61] J.-h. S. Kuo, C.-H. Chang, Y.-L. Lin, C.-J. Wu, Colloids and Surfaces B: Biointerfaces 
2008, 64, 307. 
[62] J.-H. S. Kuo, M.-S. Jan, C.-H. Chang, H.-W. Chiu, C.-T. Li, Colloids and Surfaces B: 
Biointerfaces 2005, 41, 189. 
[63] T. Hammady, J.-M. Rabanel, R. S. Dhanikula, G. Leclair, P. Hildgen, European Journal 
of Pharmaceutics and Biopharmaceutics 2009, 72, 418. 
[64] R. C. Mundargi, V. R. Babu, V. Rangaswamy, P. Patel, T. M. Aminabhavi, Journal of 
Controlled Release 2008, 125, 193. 
[65] S. Acharya, S. K. Sahoo, Advanced Drug Delivery Reviews 2011, 63, 170. 
[66] G. De Rosa, F. Quaglia, A. Bochot, F. Ungaro, E. Fattal, Biomacromolecules 2003, 4, 
529. 
[67] Z. Cao, Q. Yu, H. Xue, G. Cheng, S. Jiang, Angewandte Chemie International Edition 
2010, 49, 3771. 
[68] J. Panyam, V. Labhasetwar, Advanced Drug Delivery Reviews 2003, 55, 329. 
[69] X. Wei, C. Gong, M. Gou, S. Fu, Q. Guo, S. Shi, F. Luo, G. Guo, L. Qiu, Z. Qian, 
International Journal of Pharmaceutics 2009, 381, 1. 
[70] V. R. Sinha, A. K. Singla, S. Wadhawan, R. Kaushik, R. Kumria, K. Bansal, S. Dhawan, 
International Journal of Pharmaceutics 2004, 274, 1. 
[71] A. Jithan, K. Madhavi, K. Prabhakar, M. Madhavi, International Journal of 
Pharmaceutical Investigation 2011, 1, 119. 
[72] S. Freiberg, X. X. Zhu, International Journal of Pharmaceutics 2004, 282, 1. 
[73] J. K. Vasir, V. Labhasetwar, Advanced Drug Delivery Reviews 2007, 59, 718. 
[74] C. Lemarchand, R. Gref, S. Lesieur, H. Hommel, B. Vacher, A. Besheer, K. Maeder, P. 
Couvreur, Journal of Controlled Release 2005, 108, 97. 
[75] H. De Martimprey, C. Vauthier, C. Malvy, P. Couvreur, European Journal of 
Pharmaceutics and Biopharmaceutics 2009, 71, 490. 
[76] L. E. R. Santos, M. C. Colhone, K. R. P. Daghastanli, R. G. Stabeli, I. Silva-Jardim, P. 
Ciancaglini, Journal of Colloid and Interface Science 2009, 340, 112. 
[77] S. Küchler, W. Herrmann, G. Panek-Minkin, T. Blaschke, C. Zoschke, K. D. Kramer, R. 
Bittl, M. Schäfer-Korting, International Journal of Pharmaceutics 2010, 390, 225. 
[78] J. Kuntsche, H. Bunjes, A. Fahr, S. Pappinen, S. Rönkkö, M. Suhonen, A. Urtti, 
International Journal of Pharmaceutics 2008, 354, 180. 
[79] A. M. Chen, M. Zhang, D. Wei, D. Stueber, O. Taratula, T. Minko, H. He, Small 2009, 5, 
2673. 
[80] E. S. Lee, K. Na, Y. H. Bae, Journal of Controlled Release 2005, 103, 405. 
[81] T. K. Vyas, A. Shahiwala, M. M. Amiji, International Journal of Pharmaceutics 2008, 
347, 93. 
[82] P. Ruenraroengsak, K. T. Al-Jamal, N. Hartell, K. Braeckmans, S. C. De Smedt, A. T. 
Florence, International Journal of Pharmaceutics 2007, 331, 215. 
[83] M. Hussain, M. Shchepinov, M. Sohail, I. F. Benter, A. J. Hollins, E. M. Southern, S. 
Akhtar, Journal of Controlled Release 2004, 99, 139. 
[84] K. T. Al-Jamal, W. T. Al-Jamal, S. Akerman, J. E. Podesta, A. e. Yilmazer, J. A. Turton, A. 
Bianco, N. Vargesson, C. Kanthou, A. T. Florence, G. M. Tozer, K. Kostarelos, 
Proceedings of the National Academy of Sciences 2010, 107, 3966. 
[85] M. Hayder, M. Poupot, M. Baron, D. Nigon, C.-O. Turrin, A.-M. Caminade, J.-P. 
Majoral, R. A. Eisenberg, J.-J. Fournié, A. Cantagrel, R. Poupot, J.-L. Davignon, Science 
Translational Medicine 2011, 3, 81ra35. 




[86] E. W. Meijer, M. H. P. van Genderen, Nature 2003, 426, 128. 
[87] A. Perez-Anes, G. Spataro, Y. Coppel, C. Moog, M. Blanzat, C. O. Turrin, A. M. 
Caminade, I. Rico-Lattes, J. P. Majoral, Organic & Biomolecular Chemistry 2009, 7, 
3491. 
[88] S. Nayak, L. A. Lyon, Angewandte Chemie International Edition 2005, 44, 7686. 
[89] J.-Z. Du, T.-M. Sun, W.-J. Song, J. Wu, J. Wang, Angewandte Chemie International 
Edition 2010, 49, 3621. 
[90] A. V. Kabanov, S. V. Vinogradov, Angewandte Chemie International Edition 2009, 48, 
5418. 
[91] W. T. Al-Jamal, K. T. Al-Jamal, B. Tian, A. Cakebread, J. M. Halket, K. Kostarelos, 
Molecular Pharmaceutics 2009, 6, 520. 
[92] A. Bianco, K. Kostarelos, M. Prato, Current Opinion in Chemical Biology 2005, 9, 674. 
[93] N. W. S. Kam, M. O'Connell, J. A. Wisdom, H. Dai, Proceedings of the National 
Academy of Sciences of the United States of America 2005, 102, 11600. 
[94] A. E. Nel, L. Madler, D. Velegol, T. Xia, E. M. V. Hoek, P. Somasundaran, F. Klaessig, V. 
Castranova, M. Thompson, Nat Mater 2009, 8, 543. 
[95] L. M. Bareford, P. W. Swaan, Advanced Drug Delivery Reviews 2007, 59, 748. 
[96] H. Hillaireau, P. Couvreur, Cellular and Molecular Life Sciences 2009, 66, 2873. 
[97] S. Mayor, R. E. Pagano, Nat Rev Mol Cell Biol 2007, 8, 603. 
[98] G. Sahay, D. Y. Alakhova, A. V. Kabanov, Journal of Controlled Release 2010, 145, 182. 
[99] S. D. Conner, S. L. Schmid, Nature 2003, 422, 37. 
[100] H. D. Summers, P. Rees, M. D. Holton, M. Rowan Brown, S. C. Chappell, P. J. Smith, R. 
J. Errington, Nat Nano 2011, advance online publication. 
[101] A. Raz, C. Bucana, W. E. Fogler, G. Poste, I. J. Fidler, Cancer Research 1981, 41, 487. 
[102] A. Vonarbourg, C. Passirani, P. Saulnier, J.-P. Benoit, Biomaterials 2006, 27, 4356. 
[103] D. E. Owens, N. A. Peppas, International Journal of Pharmaceutics 2006, 307, 93. 
[104] E. Groves, A. Dart, V. Covarelli, E. Caron, Cellular and Molecular Life Sciences 2008, 
65, 1957. 
[105] A. Aderem, D. M. Underhill, Annual Review of Immunology 1999, 17, 593. 
[106] E. Caron, A. Hall, Science 1998, 282, 1717. 
[107] R. F. Reinoso, J. M. Lanao, F. Lorente, F. G. Lopez, A. Dominguez-Gil, Revista Espanola 
de Quimioterapia 1995, 8, 100. 
[108] V. Claus, A. Jahraus, T. Tjelle, T. Berg, H. Kirschke, H. Faulstich, G. Griffiths, Journal of 
Biological Chemistry 1998, 273, 9842. 
[109] F. Ahsan, I. P. Rivas, M. A. Khan, A. I. Torres Suárez, Journal of Controlled Release 
2002, 79, 29. 
[110] S. Carryn, H. Chanteux, C. Seral, M.-P. Mingeot-Leclercq, F. Van Bambeke, P. M. 
Tulkens, Infectious Disease Clinics of North America 2003, 17, 615. 
[111] G. Barratt, J.-P. Tenu, A. Yapo, J.-F. Petit, Biochimica et Biophysica Acta (BBA) - 
Biomembranes 1986, 862, 153. 
[112] T. M. Allen, G. A. Austin, A. Chonn, L. Lin, K. C. Lee, Biochimica et Biophysica Acta 
(BBA) - Biomembranes 1991, 1061, 56. 
[113] J. A. Champion, S. Mitragotri, Proceedings of the National Academy of Sciences of the 
United States of America 2006, 103, 4930. 
[114] J. A. Champion, Y. K. Katare, S. Mitragotri, Proceedings of the National Academy of 
Sciences 2007, 104, 11901. 
[115] J. Champion, S. Mitragotri, Pharmaceutical Research 2009, 26, 244. 




[116] A. Katragadda, R. Bridgman, G. Betageri, Cellular & Molecular Biology Letters 2000, 5, 
483. 
[117] J. A. Swanson, Nat Rev Mol Cell Biol 2008, 9, 639. 
[118] C. M. Gupta, W. Haq, Methods Enzymol. 2005, 391, 291. 
[119] G. V. Betageri, C. D. Black, J. Szebeni, L. M. Wahl, J. N. Weinstein, J. Pharm. 
Pharmacol. 1993, 45, 48. 
[120] Y. Aramaki, K. Akiyama, T. Hara, S. Tsuchiya, European Journal of Pharmaceutical 
Sciences 1995, 3, 63. 
[121] D. Klink, Q. C. Yu, M. C. Glick, T. Scanlin, Molecular Therapy 2003, 7, 73. 
[122] J. Haensler, F. Schuber, Biochimica et Biophysica Acta (BBA) - Biomembranes 1988, 
946, 95. 
[123] J. A. Swanson, S. C. Baer, Trends in Cell Biology 1995, 5, 89. 
[124] J. M. Anderson, M. S. Shive, Advanced Drug Delivery Reviews 1997, 28, 5. 
[125] V. Lenaerts, P. Couvreur, D. Christiaens-Leyh, E. Joiris, M. Roland, B. Rollman, P. 
Speiser, Biomaterials 1984, 5, 65. 
[126] D. Bhadra, S. Bhadra, P. Jain, N. K. Jain, Pharmazie. 2002, 57, 5. 
[127] J. C. Olivier, NeuroRx. 2005, 2, 108. 
[128] S. H. Jung, S. H. Jung, H. Seong, S. H. Cho, K.-S. Jeong, B. C. Shin, International Journal 
of Pharmaceutics 2009, 382, 254. 
[129] www.fda.gov. 
[130] M. T. Peracchia, S. Harnisch, H. Pinto-Alphandary, A. Gulik, J. C. Dedieu, D. Desmaele, 
J. d'Angelo, R. H. Muller, P. Couvreur, Biomaterials 1999, 20, 1269. 
[131] G. Storm, S. O. Belliot, T. Daemen, D. D. Lasic, Advanced Drug Delivery Reviews 1995, 
17, 31. 
[132] H. Hatakeyama, H. Akita, H. Harashima, Advanced Drug Delivery Reviews 2011, 63, 
152. 
[133] K. Knop, R. Hoogenboom, D. Fischer, U. S. Schubert, Angewandte Chemie 
International Edition 2010, 49, 6288. 
[134] M. Amyere, M. Mettlen, P. Van Der Smissen, A. Platek, B. Payrastre, A. Veithen, P. J. 
Courtoy, International Journal of Medical Microbiology 2002, 291, 487. 
[135] K. T. Thurn, H. Arora, T. Paunesku, A. Wu, E. M. B. Brown, C. Doty, J. Kremer, G. 
Woloschak, Nanomedicine : nanotechnology, biology, and medicine 2010, 7, 123. 
[136] K. L. Douglas, C. A. Piccirillo, M. Tabrizian, European Journal of Pharmaceutics and 
Biopharmaceutics 2008, 68, 676. 
[137] B. M. Pearse, Proc Natl Acad Sci U S A. 1976, 73, 1255. 
[138] M. Marsh, H. T. McMahon, Science 1999, 285, 215. 
[139] M. A. McNiven, Trends in Cell Biology 2006, 16, 487. 
[140] C. Hulo, E. de Castro, P. Masson, L. Bougueleret, A. Bairoch, I. Xenarios, P. Le Mercier, 
Nucleic Acids Research 2011, 39, D576. 
[141] M. M. Perry, A. B. Gilbert, Journal of Cell Science 1979, 39, 257. 
[142] R. Murphy, S. Powers, C. Cantor, J. Cell Biol. 1984, 98, 1757. 
[143] J. L. Goldstein, M. S. Brown, R. G. W. Anderson, D. W. Russell, W. J. Schneider, Annual 
Review of Cell Biology 1985, 1, 1. 
[144] P. E. Strømhaug, T. O. Berg, T. Gjøen, P. O. Seglen, Eur J Cell Biol. 1997, 73, 28. 
[145] R. Castino, M. Démoz, C. Isidoro, Journal of Molecular Recognition 2003, 16, 337. 
[146] B. A. Tate, P. M. Mathews, Sci. Aging Knowl. Environ. 2006, 2006, re2. 
[147] L. Rajendran, H.-J. Knolker, K. Simons, Nat Rev Drug Discov 2010, 9, 29. 




[148] S. Zhang, J. Li, G. Lykotrafitis, G. Bao, S. Suresh, Advanced Materials 2009, 21, 419. 
[149] M. P. Desai, V. Labhasetwar, E. Walter, R. J. Levy, G. L. Amidon, Pharmaceutical 
Research 1997, 14, 1568. 
[150] J. Rejman, V. Oberle, I. S. Zuhorn, D. Hoekstra, Biochemical Journal 2004, 377, 159. 
[151] K. S. Matlin, H. Reggio, A. Helenius, K. Simons, Journal of Molecular Biology 1982, 
156, 609. 
[152] W. T. Godbey, K. K. Wu, A. G. Mikos, Proceedings of the National Academy of Sciences 
1999, 96, 5177. 
[153] H. Wang, P. Zhao, X. Liang, X. Gong, T. Song, R. Niu, J. Chang, Biomaterials 2010, 31, 
4129. 
[154] O. Harush-Frenkel, N. Debotton, S. Benita, Y. Altschuler, Biochemical and Biophysical 
Research Communications 2007, 353, 26. 
[155] O. Harush-Frenkel, E. Rozentur, S. Benita, Y. Altschuler, Biomacromolecules 2008, 9, 
435. 
[156] C. H. von Bonsdorff, S. D. Fuller, K. Simons, The EMBO Journal 1985, 4, 2781. 
[157] D. S. Friend, D. Papahadjopoulos, R. J. Debs, Biochimica et Biophysica Acta (BBA) - 
Biomembranes 1996, 1278, 41. 
[158] I. S. Zuhorn, R. Kalicharan, D. Hoekstra, J. Biol. Chem. 2002, 277, 18021. 
[159] S. Gratton, M. Napier, P. Ropp, S. Tian, J. DeSimone, Pharmaceutical Research 2008, 
25, 2845. 
[160] M. C. Garnett, Crit. Rev. Ther. Drug Carr. Syst. 1999, 16, 147. 
[161] W. Zauner, M. Ogris, E. Wagner, Advanced Drug Delivery Reviews 1998, 30, 97. 
[162] K. Xiao, Y. Li, J. Luo, J. S. Lee, W. Xiao, A. M. Gonik, R. G. Agarwal, K. S. Lam, 
Biomaterials 2011, 32, 3435. 
[163] R. J. Christie, D. W. Grainger, Advanced Drug Delivery Reviews 2003, 55, 421. 
[164] P. K. Jayanna, V. P. Torchilin, V. A. Petrenko, Nanomedicine: Nanotechnology, Biology 
and Medicine 2009, 5, 83. 
[165] E. Leupold, H. Nikolenko, M. Beyermann, M. Dathe, Biochimica et Biophysica Acta 
(BBA) - Biomembranes 2008, 1778, 2781. 
[166] M. N. Hossen, K. Kajimoto, H. Akita, M. Hyodo, T. Ishitsuka, H. Harashima, Journal of 
Controlled Release 2010, 147, 261. 
[167] S. R. Paliwal, R. Paliwal, N. Mishra, A. Mehta, S. P. Vyas, Current Cancer Drug Targets 
2010, 10, 343. 
[168] R. Greupink, H. I. Bakker, C. Reker-Smit, A.-m. van Loenen-Weemaes, R.-J. Kok, D. K. 
F. Meijer, L. Beljaars, K. Poelstra, Journal of hepatology 2005, 43, 884. 
[169] S. R. Holladay, Z. Yang, M. D. Kennedy, C. P. Leamon, R. J. Lee, M. Jayamani, T. 
Mason, P. S. Low, Biochimica Biophysica Acta 1999, 1426, 195. 
[170] G. Quick, J. Van Zyl, A. Hawtrey, M. Ariatti, Drug Delivery 2000, 7, 231. 
[171] M. Loi, S. Marchiò, P. Becherini, D. Di Paolo, M. Soster, F. Curnis, C. Brignole, G. 
Pagnan, P. Perri, I. Caffa, R. Longhi, B. Nico, F. Bussolino, C. Gambini, D. Ribatti, M. 
Cilli, W. Arap, R. Pasqualini, T. M. Allen, A. Corti, M. Ponzoni, F. Pastorino, Journal of 
Controlled Release 2010, 145, 66. 
[172] Z. M. Qian, H. Li, H. Sun, K. Ho, Pharmacological Reviews 2002, 54, 561. 
[173] B. D. Chithrani, J. Stewart, C. Allen, D. A. Jaffray, Nanomedicine: Nanotechnology, 
Biology and Medicine 2009, 5, 118. 
[174] S. K. Sahoo, V. Labhasetwar, Molecular Pharmaceutics 2005, 2, 373. 
[175] A. Jones, E. Shusta, Pharmaceutical Research 2007, 24, 1759. 




[176] M. Hong, S. Zhu, Y. Jiang, G. Tang, C. Sun, C. Fang, B. Shi, Y. Pei, Journal of Controlled 
Release 2010, 141, 22. 
[177] X. Li, L. Ding, Y. Xu, Y. Wang, Q. Ping, International Journal of Pharmaceutics 2009, 
373, 116. 
[178] X. Ying, H. Wen, W.-L. Lu, J. Du, J. Guo, W. Tian, Y. Men, Y. Zhang, R.-J. Li, T.-Y. Yang, 
D.-W. Shang, J.-N. Lou, L.-R. Zhang, Q. Zhang, Journal of Controlled Release 2010, 141, 
183. 
[179] M. Hong, S. Zhu, Y. Jiang, G. Tang, Y. Pei, Journal of Controlled Release 2009, 133, 96. 
[180] J. B. Lloyd, Advanced Drug Delivery Reviews 2000, 41, 189. 
[181] H. Farhood, N. Serbina, L. Huang, Biochimica et Biophysica Acta (BBA) - 
Biomembranes 1995, 1235, 289. 
[182] I. Koltover, T. Salditt, J. O. RÃ¤dler, C. R. Safinya, Science 1998, 281, 78. 
[183] J. Smisterova, A. Wagenaar, M. C. A. Stuart, E. Polushkin, G. ten Brinke, R. Hulst, J. B. 
F. N. Engberts, D. Hoekstra, Journal of Biological Chemistry 2001, 276, 47615. 
[184] O. Zelphati, F. C. Szoka, Proceedings of the National Academy of Sciences of the 
United States of America 1996, 93, 11493. 
[185] Y. Obata, S. Tajima, S. Takeoka, Journal of Controlled Release 2010, 142, 267. 
[186] A. Fritze, F. Hens, A. Kimpfler, R. Schubert, R. Peschka-Süss, Biochimica et Biophysica 
Acta (BBA) - Biomembranes 2006, 1758, 1633. 
[187] P. Lutwyche, C. Cordeiro, D. J. Wiseman, M. St-Louis, M. Uh, M. J. Hope, M. S. Webb, 
B. B. Finlay, Antimicrob. Agents Chemother. 1998, 42, 2511. 
[188] E. Fattal, P. Couvreur, C. Dubernet, Advanced Drug Delivery Reviews 2004, 56, 931. 
[189] I. M. Hafez, S. Ansell, P. R. Cullis, Biophysical Journal 2000, 79, 1438. 
[190] L. Wasungu, M. Scarzello, G. van Dam, G. Molema, A. Wagenaar, J. Engberts, D. 
Hoekstra, Journal of Molecular Medicine 2006, 84, 774. 
[191] M. Johnsson, A. Wagenaar, J. B. F. N. Engberts, Journal of the American Chemical 
Society 2003, 125, 757. 
[192] M. Johnsson, A. Wagenaar, M. C. A. Stuart, J. B. F. N. Engberts, Langmuir 2003, 19, 
4609. 
[193] N. M. Moore, C. L. Sheppard, T. R. Barbour, S. E. Sakiyama-Elbert, Vol. 10, John Wiley 
& Sons, Ltd., 2008, pp. 1134. 
[194] K. Sasaki, K. Kogure, S. Chaki, Y. Nakamura, R. Moriguchi, H. Hamada, R. Danev, K. 
Nagayama, S. Futaki, H. Harashima, Analytical and Bioanalytical Chemistry 2008, 391, 
2717. 
[195] A. Akinc, M. Thomas, A. M. Klibanov, R. Langer, The Journal of Gene Medicine 2005, 
7, 657. 
[196] A. Kichler, C. Leborgne, E. Coeytaux, O. Danos, The Journal of Gene Medicine 2001, 3, 
135. 
[197] O. Boussif, F. Lezoualc'h, M. A. Zanta, M. D. Mergny, D. Scherman, B. Demeneix, J. P. 
Behr, Proceedings of the National Academy of Sciences 1995, 92, 7297. 
[198] M. Günther, J. Lipka, A. Malek, D. Gutsch, W. Kreyling, A. Aigner, European Journal of 
Pharmaceutics and Biopharmaceutics 2011, 77, 438. 
[199] K. Seong, H. Seo, W. Ahn, D. Yoo, S. Cho, G. Khang, D. Lee, Journal of Controlled 
Release 2011, 152, 257. 
[200] Y. Xu, F. C. Szoka, Biochemistry 1996, 35, 5616. 
[201] C. Pichon, B. Guérin, M. Réfrégiers, C. Gonçalves, P. Vigny, P. Midoux, The Journal of 
Gene Medicine 2002, 4, 548. 




[202] J. A. Hughes, A. I. Aronsohn, A. V. Avrutskaya, R. L. Juliano, Pharmaceutical Research 
1996, 13, 404. 
[203] W. Zauner, A. Kichler, W. Schmidt, A. Sinski, E. Wagner, Biotechniques 1996, 20, 905. 
[204] D. B. Rozema, D. L. Lewis, D. H. Wakefield, S. C. Wong, J. J. Klein, P. L. Roesch, S. L. 
Bertin, T. W. Reppen, Q. Chu, A. V. Blokhin, J. E. Hagstrom, J. A. Wolff, Proceedings of 
the National Academy of Sciences 2007, 104, 12982. 
[205] M. T. Howes, S. Mayor, R. G. Parton, Current Opinion in Cell Biology 2010, 22, 519. 
[206] B. J. Nichols, J. Lippincott-Schwartz, Trends in Cell Biology 2001, 11, 406. 
[207] M. Kirkham, R. G. Parton, Biochimica et Biophysica Acta (BBA) - Molecular Cell 
Research 2005, 1746, 350. 
[208] I. A. Khalil, K. Kogure, H. Alkita, H. Harashima, Pharmacological reviews 2006, 58, 32. 
[209] C. Lamaze, S. L. Schmid, Current Opinion in Cell Biology 1995, 7, 573. 
[210] G. E. Palade, J. Appl. Phys. 24 (1953) 1424 1953, 24, 1424. 
[211] E. Yamada, J Biophys Biochem Cytol. 1955, 1, 445. 
[212] R. V. Stan, Biochimica et Biophysica Acta (BBA) - Molecular Cell Research 2005, 1746, 
334. 
[213] S. Matveev, X. Li, W. Everson, E. J. Smart, Advanced Drug Delivery Reviews 2001, 49, 
237. 
[214] L. J. Pike, Journal of Lipid Research 2009, 50, S323. 
[215] Z. Korade, A. K. Kenworthy, Neuropharmacology 2008, 55, 1265. 
[216] S. Munro, Cell 2003, 115, 377. 
[217] K. Jacobson, O. G. Mouritsen, R. G. W. Anderson, Nat Cell Biol 2007, 9, 7. 
[218] S. Bodin, H. Tronchère, B. Payrastre, Biochimica et Biophysica Acta (BBA) - 
Biomembranes 2003, 1610, 247. 
[219] F. Galbiati, B. Razani, M. P. Lisanti, Cell 2001, 106, 403. 
[220] E. Ikonen, Current Opinion in Cell Biology 2001, 13, 470. 
[221] N. Briand, I. Dugail, S. Le Lay, Biochimie 2011, 93, 71. 
[222] S. Sonnino, A. Prinetti, FEBS Letters 2009, 583, 597. 
[223] C. G. Hansen, B. J. Nichols, Trends in Cell Biology 2010, 20, 177. 
[224] J. Couet, M. M. Belanger, E. Roussel, M.-C. Drolet, Advanced Drug Delivery Reviews 
2001, 49, 223. 
[225] K. Simons, M. J. Gerl, Nature Reviews Molecular Cell Biology 2010, 11, 688. 
[226] K. A. Smith, D. Jasnow, A. C. Balazs, The Journal of Chemical Physics 2007, 127, 
084703. 
[227] B. Pani, B. B. Singh, Cell Calcium 2009, 45, 625. 
[228] K. Simons, E. Ikonen, Nature 1997, 387, 569. 
[229] J. E. Schnitzer, New England Journal of Medicine 1998, 339, 472. 
[230] J. E. Schnitzer, Advanced Drug Delivery Reviews 2001, 49, 265. 
[231] K. A. Massey, J. E. Schnitzer, Recent Results in Cancer Research 2010, 180, 217. 
[232] P. Oh, P. Borgstrom, H. Witkiewicz, Y. Li, B. J. Borgstrom, A. Chrastina, K. Iwata, K. R. 
Zinn, R. Baldwin, J. E. Testa, J. E. Schnitzer, Nat Biotech 2007, 25, 327. 
[233] L. A. Carver, J. E. Schnitzer, Nat Rev Cancer 2003, 3, 571. 
[234] M. van der Aa, U. S. Huth, S. Y. Hafele, R. Schubert, R. S. Oosting, E. Mastrobattista, 
W. E. Hennink, R. Peschka-Suss, G. A. Koning, D. J. A. Crommelin, Pharmaceutical 
Research 2007, 24, 1590. 
[235] L. K. Medina-Kauwe, Advanced Drug Delivery Reviews 2007, 59, 798. 




[236] C. Goncalves, E. Mennesson, R. Fuchs, J.-P. Gorvel, P. Midoux, C. Pichon, Mol Ther 
2004, 10, 373. 
[237] P. Calvo, M. J. Alonso, J. L. Vila-Jato, J. R. Robinson, Journal of Pharmacy and 
Pharmacology 1996, 48, 1147. 
[238] M. Gumbleton, A. J. Hollins, Y. Omidi, L. Campbell, G. Taylor, Journal of Controlled 
Release 2003, 87, 139. 
[239] M. Oba, K. Aoyagi, K. Miyata, Y. Matsumoto, K. Itaka, N. Nishiyama, Y. Yamasaki, H. 
Koyama, K. Kataoka, Molecular Pharmaceutics 2008, 5, 1080. 
[240] S.-F. Peng, M. T. Tseng, Y.-C. Ho, M.-C. Wei, Z.-X. Liao, H.-W. Sung, Biomaterials 2011, 
32, 239. 
[241] H. Y. Nam, S. M. Kwon, H. Chung, S.-Y. Lee, S.-H. Kwon, H. Jeon, Y. Kim, J. H. Park, J. 
Kim, S. Her, Y.-K. Oh, I. C. Kwon, K. Kim, S. Y. Jeong, Journal of Controlled Release 
2009, 135, 259. 
[242] C. P. Leamon, P. S. Low, Proceedings of the National Academy of Sciences 1991, 88, 
5572. 
[243] B. Stella, S. Arpicco, M. T. Peracchia, D. Desmaële, J. Hoebeke, M. Renoir, J. D'Angelo, 
L. Cattel, P. Couvreur, Journal of Pharmaceutical Sciences 2000, 89, 1452. 
[244] Y. Lu, P. S. Low, Advanced Drug Delivery Reviews 2002, 54, 675. 
[245] S. D. Weitman, R. H. Lark, L. R. Coney, D. W. Fort, V. Frasca, V. R. Zurawski, B. A. 
Kamen, Cancer Research 1992, 52, 3396. 
[246] S. Sabharanjak, S. Mayor, Advanced Drug Delivery Reviews 2004, 56, 1099. 
[247] A. R. Hilgenbrink, P. S. Low, Journal of Pharmaceutical Sciences 2005, 94, 2135. 
[248] E. Dauty, J.-S. Remy, G. Zuber, J.-P. Behr, Bioconjugate Chemistry 2002, 13, 831. 
[249] A. Gabizon, H. Shmeeda, A. T. Horowitz, S. Zalipsky, Advanced Drug Delivery Reviews 
2004, 56, 1177. 
[250] S. H. Kim, J. H. Jeong, K. W. Chun, T. G. Park, Langmuir 2005, 21, 8852. 
[251] J. Harris, D. Werling, J. C. Hope, G. Taylor, C. J. Howard, Trends in Immunology 2002, 
23, 158. 
[252] A. Ferrari, V. Pellegrini, C. Arcangeli, A. Fittipaldi, M. Giacca, F. Beltram, Mol Ther 
2003, 8, 284. 
[253] U. S. Huth, R. Schubert, R. Peschka-Süss, Journal of Controlled Release 2006, 110, 490. 
[254] Y. Chen, R. K. McCulloch, B. N. Gray, Journal of Controlled Release 1994, 31, 49. 
[255] P. Calvo, C. Remuñan-López, J. L. Vila-Jato, M. J. Alonso, Pharmaceutical Research 
1997, 14, 1431. 
[256] J. A. Swanson, C. Watts, Trends in Cell Biology 1995, 5, 424. 
[257] S. Mukherjee, R. N. Ghosh, F. R. Maxfield, Physiological Reviews 1997, 77, 759. 
[258] W. H. Lewis, Johns Hopkins Hosp. Bull. 1931, 49, 17. 
[259] N. Q. Liu, A. S. Lossinsky, W. Popik, X. Li, C. Gujuluva, B. Kriederman, J. Roberts, T. 
Pushkarsky, M. Bukrinsky, M. Witte, M. Weinand, M. Fiala, J. Virol. 2002, 76, 6689. 
[260] L. Hewlett, A. Prescott, C. Watts, The Journal of Cell Biology 1994, 124, 689. 
[261] J. Panyam, W.-Z. Zhou, S. Prabha, S. K. Sahoo, V. Labhasetwar, The FASEB Journal 
2002, 16, 1217. 
[262] P. Rückert, S. R. Bates, A. B. Fisher, American Journal of Physiology - Lung Cellular and 
Molecular Physiology 2003, 284, L981. 
[263] U. Langel, Handbook of Cell-Penetrating Peptides, 2nd Ed. ed., CRC Press, Taylor & 
Francis Group, Boca Raton, London, New York, 2007. 
[264] M. Zorko, Ü. Langel, Advanced Drug Delivery Reviews 2005, 57, 529. 




[265] J. S. Wadia, R. V. Stan, S. F. Dowdy, Nature Medicine 2004, 10, 310. 
[266] H. L. Åmand, K. Fant, B. Nordén, E. K. Esbjörner, Biochemical and Biophysical 
Research Communications 2008, 371, 621. 
[267] A. T. Jones, International Journal of Pharmaceutics 2008, 354, 34. 
[268] S. Pujals, J. Fernández-Carneado, C. López-Iglesias, M. J. Kogan, E. Giralt, Biochimica 
et Biophysica Acta (BBA) - Biomembranes 2006, 1758, 264. 
[269] I. A. Khalil, K. Kogure, S. Futaki, H. Harashima, Journal of Biological Chemistry 2006, 
281, 3544. 
[270] I. A. Khalil, K. Kogure, S. Futaki, H. Harashima, International Journal of Pharmaceutics 
2008, 354, 39. 
[271] Y. Yamada, H. Akita, H. Kamiya, K. Kogure, T. Yamamoto, Y. Shinohara, K. Yamashita, 
H. Kobayashi, H. Kikuchi, H. Harashima, Biochimica et Biophysica Acta (BBA) - 
Biomembranes 2008, 1778, 423. 
[272] O. Meier, U. F. Greber, The Journal of Gene Medicine 2004, 6, S152. 
[273] J. S. Wadia, R. V. Stan, S. F. Dowdy, Nat Med 2004, 10, 310. 
[274] S. Muro, R. Wiewrodt, A. Thomas, L. Koniaris, S. M. Albelda, V. R. Muzykantov, M. 
Koval, Journal of Cell Science 2003, 116, 1599. 
[275] G. Vidricaire, M. J. Tremblay, Journal of Molecular Biology 2007, 368, 1267. 
[276] S. K. Lai, K. Hida, S. T. Man, C. Chen, C. Machamer, T. A. Schroer, J. Hanes, 
Biomaterials 2007, 28, 2876. 
[277] G. J. Doherty, H. T. McMahon, Annual Review of Biochemistry 2009, 78, 857. 
[278] S. Kumari, S. Mg, S. Mayor, Cell Res 2010, 20, 256. 
[279] K. C. Partlow, G. M. Lanza, S. A. Wickline, Biomaterials 2008, 29, 3367. 
[280] V. S. Markin, J. P. Albanesi, Biophysical journal 2002, 82, 693. 
[281] W. Weissenhorn, A. Hinz, Y. Gaudin, FEBS Letters 2007, 581, 2150. 
[282] W. Wickner, R. Schekman, Nature Structural & Molecular Biology 2008, 15, 658–664. 
[283] S. Martens, H. T. McMahon, Nat Rev Mol Cell Biol 2008, 9, 543. 
[284] C. Mauroy, Fusion d'auto-assemblages lipidiques. Université Paul Sabatier (Toulouse 
III), 2010. 
[285] V. S. Markin, M. M. Kozlov, V. L. Borovjagin, Gen Physiol Biophys 1984, 3, 361. 
[286] L. V. Chernomordik, M. M. Kozlov, Nat Struct Mol Biol 2008, 15, 675. 
[287] J. N. Israelachvili, Intermolecular and surface forces, 3rd ed., Elsevier Inc., 2011. 
[288] J. E. Donald, Y. Zhang, G. Fiorin, V. Carnevale, D. R. Slochower, F. Gai, M. L. Klein, W. 
F. DeGrado, Proceedings of the National Academy of Sciences 2011, 108, 3958. 
[289] Y. Tu, J.-s. Kim, The Journal of Gene Medicine 2008, 10, 646. 
[290] J. Kunisawa, T. Masuda, K. Katayama, T. Yoshikawa, Y. Tsutsumi, M. Akashi, T. 
Mayumi, S. Nakagawa, Journal of Controlled Release 2005, 105, 344. 
[291] A. S. L. Derycke, P. A. M. de Witte, Advanced Drug Delivery Reviews 2004, 56, 17. 
[292] R. Todorova, Drug Delivery 2011, 0, 1. 
[293] D. M. B. de Paula, V. B. Valero-Lapchik, E. J. Paredes-Gamero, S. W. Han, The Journal 
of Gene Medicine 2011, 13, 392. 
[294] K. Kooiman, M. Foppen-Harteveld, N. de Jong, Journal of Controlled Release 2010, 
148, e62. 
[295] H. Hasanzadeh, M. Mokhtari-Dizaji, S. Zahra Bathaie, Z. M. Hassan, Ultrasonics 
Sonochemistry 2011, 18, 1165. 
[296] Y. Zhou, K. Yang, J. Cui, J. Y. Ye, C. X. Deng, Journal of Controlled Release 2011. 
[297] P. Marmottant, S. Hilgenfeldt, Nature 2003, 423, 153. 




[298] Y. Chen, A. Bose, G. D. Bothun, ACS Nano 2010, 4, 3215. 
[299] J.-P. Fortin-Ripoche, M. S. Martina, F. Gazeau, C. MÃ©nager, C. Wilhelm, J.-C. Bacri, 
S. Lesieur, O. ClÃ©ment, Radiology 2006, 239, 415. 
[300] M. Kullberg, K. Mann, J. L. Owens, Medical hypotheses 2005, 64, 468. 
[301] H. Fattahi, S. Laurent, F. Liu, N. Arsalani, L. V. Elst, R. N. Muller, Nanomedicine 2011, 
6, 529. 
[302] H. Hathaway, K. Butler, N. Adolphi, D. Lovato, R. Belfon, D. Fegan, T. Monson, J. 
Trujillo, T. Tessier, H. Bryant, D. Huber, R. Larson, E. Flynn, Breast Cancer Research 
2011, 13, R108. 
[303] E. Neumann, K. Rosenheck, The Journal of Membrane Biology 1972, 10, 279. 
[304] C. A. Jordan, E. Neumann, A. E. Sowers, Electroporation and Electrofusion in Cell 
Biology, Plenum Publishing Co.,N.Y., 1989. 
[305] J. Teissié, M. P. Rols, Biophysical Journal 1993, 65, 409. 
[306] J. Teissié, N. Eynard, B. Gabriel, M. P. Rols, Advanced Drug Delivery Reviews 1999, 35, 
3. 
[307] J.-M. Escoffre, D. S. Dean, M. Hubert, M.-P. Rols, C. Favard, European Biophysics 
Journal 2007, 36, 973. 
[308] J.-M. Escoffre, C. Mauroy, T. Portet, L. Wasungu, C. Rosazza, Y. Gilbart, L. Mallet, E. 
Bellard, M. Golzio, M.-P. Rols, J. Teissié, Biophysical Reviews 2009, 1, 177. 
[309] J.-M. Escoffre, C. Mauroy, T. Portet, L. Wasungu, A. Paganin-Gioanni, M. Golzio, J. 
Teissié, M.-P. Rols, Biophysical Reviews 2009, 1, 185. 
[310] J. Teissié, V. P. Knutson, T. Y. Tsong, M. D. Lane, Science 1982, 216, 537. 
[311] J. Teissié, M. P. Rols, Biochemical and Biophysical Research Communications 1986, 
140, 258. 
[312] R. Dimova, N. Bezlyepkina, M. D. Jordo, R. L. Knorr, K. A. Riske, M. Staykova, P. M. 
Vlahovska, T. Yamamoto, P. Yang, R. Lipowsky, Soft Matter 2009, 5, 3201. 
[313] C. K. Haluska, K. A. Riske, V. r. Marchi-Artzner, J.-M. Lehn, R. Lipowsky, R. Dimova, 
Proceedings of the National Academy of Sciences 2006, 103, 15841. 
[314] K. A. Riske, N. Bezlyepkina, R. Lipowsky, R. Dimova, Biophys. Rev. Lett. 2006, 1, 387. 
[315] P. Castagnos, C. Mauroy, M.-C. Blache, J. Teissié, I. Rico-Lattes, M.-P. Rols, M. Blanzat, 
submitted 2011. 
[316] R. Blumenthal, M. J. Clague, S. R. Durell, R. M. Epand, Chemical Reviews 2003, 103, 
53. 
[317] L. V. Chernomordik, M. M. Kozlov, Annual Review of Biochemistry 2003, 72, 175. 
[318] M. Kunishima, M. Tokaji, K. Matsuoka, J. Nishida, M. Kanamori, K. Hioki, S. Tani, 
Journal of the American Chemical Society 2006, 128, 14452. 
[319] C. Lonez, M. Vandenbranden, J.-M. Ruysschaert, Progress in Lipid Research 2008, 47, 
340. 
[320] P. I. Lelkes, J. E. Friedman, Journal of Biological Chemistry 1985, 260, 1796. 
[321] D. Papahadjopoulos, G. Poste, B. E. Schaeffer, Biochimica et Biophysica Acta (BBA) - 
Biomembranes 1973, 323, 23. 
[322] D. Papahadjopoulos, G. Poste, E. Mayhew, Biochimica Biophysica Acta 1974, 363, 
404. 
[323] F. Szoka, K. Jacobson, Z. Derzko, D. Papahadjopoulos, Biochimica et Biophysica Acta 
(BBA) - Biomembranes 1980, 600, 1. 
[324] R. M. Straubinger, K. Hong, D. S. Friend, D. Papahadjopoulos, Cell 1983, 32, 1069. 
[325] V. K. Jansons, P. Weis, T. Chen, W. R. Redwood, Cancer Research 1978, 38, 530. 




[326] N. Düzgünes, S. Nir, Advanced Drug Delivery Reviews 1999, 40, 3. 
[327] P. R. Cullis, B. De Kruijff, Biochimica Biophysica Acta 1978, 507, 207. 
[328] I. M. Hafez, P. R. Cullis, Advanced Drug Delivery Reviews 2001, 47, 139. 
[329] I. Rico-Lattes, M. Blanzat, S. Franceschi-Messant, É. Perez, A. Lattes, Comptes Rendus 
Chimie 2005, 8, 807. 
[330] E. Soussan, Conception de vésicules catanioniques dérivées de sucre et étude de leur 
mécanisme de délivrance de principes actifs. Université Paul Sabatier (Toulouse III), 
2007. 
[331] J. N. Israelachvili, D. J. Mitchell, B. W. Ninham, Journal of the Chemical Society,  Faraday 
Transactions 2: Molecular and Chemical Physics 1976, 72, 1525. 
[332] I. Rico-Lattes, A. Lattes, Colloids and Surfaces A: Physicochemical and Engineering 
Aspects 1997, 37. 
[333] C. Tondre, C. Caillet, Advances in Colloid and Interface Science 2001, 93, 115. 
[334] A. Khan, E. Marques, Specialist surfactants, Ed. Chapman & Hall, London, UK., 1997. 
[335] M. Dubois, B. Demé, T. Gulik-Krzywicki, J.-C. Dedieu, C. Vautrin, S. Désert, E. Perez, T. 
Zemb, Nature 2001, 411, 672. 
[336] T. Zemb, M. Dubois, B. Demé, T. Gulik-Krzywicki, Science 1999, 283, 816. 
[337] M. Blanzat, E. Perez, I. Rico-Lattes, A. Lattes, New Journal of Chemistry 1999, 23, 
1063. 
[338] M. Blanzat, E. Perez, I. Rico-Lattes, D. Prome, J. C. Prome, A. Lattes, Langmuir 1999, 
15, 6163. 
[339] S. Consola, M. Blanzat, E. Perez, J.-C. Garrigues, P. Bordat, I. Rico-Lattes, Chemistry - A 
European Journal 2007, 13, 3039. 
[340] S. Consola, M. Blanzat, E. Perez, I. Rico-Lattes, P. Bordat, Vol. Brevet français n° 05 
07856 France, 2005. 
[341] F. M. Menger, W. H. Binder, J. S. Keiper, Langmuir 1997, 13, 3247. 
[342] J. Park, L. H. Rader, G. B. Thomas, E. J. Danoff, D. S. English, P. DeShong, Soft Matter 
2008, 4, 1916. 
[343] M. Blanzat, E. Perez, I. Rico-Lattes, A. Lattes, A. Gulik, Chemical Communications 
2003, 2, 244. 
[344] E. Marques, A. Khan, M. da Graca Miguel, B. Lindman, The Journal of Physical 
Chemistry 1993, 97, 4729. 
[345] E. F. Marques, O. Regev, A. Khan, B. Lindman, Advances in Colloid and Interface 
Science 2003, 100-102, 83. 
[346] E. Soussan, M. Blanzat, I. Rico-Lattes, A. Brun, C. V. Teixeira, G. Brezesinski, F. Al-Ali, 
A. Banu, M. Tanaka, Colloids and Surfaces a-Physicochemical and Engineering Aspects 
2007, 303, 55. 
[347] M. F. Gouzy, B. Guidetti, C. André-Barres, I. Rico-Lattes, A. Lattes, C. Vidal, Journal of 
Colloid and Interface Science 2001, 239, 517. 
[348] A. Brun, G. Etemad-Moghadam, Synthesis 2002, 10, 1385. 
[349] W. Kunz, F. Testard, T. Zemb, Langmuir 2009, 25, 112. 
[350] H. T. Jung, B. Coldren, J. A. Zasadzinski, D. J. Iampietro, E. W. Kaler, Proceedings of the 
National Academy of Sciences 2001, 98, 1353. 
[351] S. Segota, D. u. i. Tezak, Advances in Colloid and Interface Science 2006, 121, 51. 
[352] J. Hao, H. Hoffmann, Current Opinion in Colloid & Interface Science 2004, 9, 279. 
[353] E. F. Marques, O. Regev, A. Khan, M. da Graca Miguel, B. Lindman, The Journal of 
Physical Chemistry B 1998, 102, 6746. 




[354] E. F. Marques, O. Regev, A. Khan, M. da Graca Miguel, B. Lindman, The Journal of 
Physical Chemistry B 1999, 103, 8353. 
[355] C. Vautrin, M. Dubois, T. Zemb, S. Schmölzer, H. Hoffmann, M. Gradzielski, Colloids 
and Surfaces A: Physicochemical and Engineering Aspects 2003, 217, 165. 
[356] D. Leckband, J. Israelachvili, Quarterly Reviews of Biophysics 2001, 34, 105. 
[357] J. Israelachvili, H. Wennerstrom, Nature 1996, 379, 219. 
[358] F. Hofmeister, Arch. Exp. Pathol. Pharmakol. 1888, 24, 247. 
[359] A. Renoncourt, N. Vlachy, P. Bauduin, M. Drechsler, D. Touraud, J.-M. Verbavatz, M. 
Dubois, W. Kunz, B. W. Ninham, Langmuir 2007, 23, 2376. 
[360] Y. Zhang, P. S. Cremer, Current Opinion in Chemical Biology 2006, 10, 658. 
[361] S. R. Burks, E. D. Barth, H. J. Halpern, G. M. Rosen, J. P. Y. Kao, Biochimica et 
Biophysica Acta (BBA) - Biomembranes 2009, 1788, 2301. 
[362] J. Lu, E. Jeon, B.-S. Lee, H. Onyuksel, Z. J. Wang, Journal of Controlled Release 2006, 
110, 505. 
[363] Y. Zhang, X. Rong Qi, Y. Gao, L. Wei, Y. Maitani, T. Nagai, Journal of Controlled Release 
2007, 117, 281. 
[364] Z. Tai, X. Qian, L. Wu, C. Zhu, Journal of the Chemical Society, Chemical 
Communications 1994, 1965. 
[365] E. Neumann, A. E. Sowers, C. A. Jordan, Electroporation and Electrofusion in Cell 
Biology, Plenum Press, New York, 1989. 
[366] M. Golzio, J.-M. Escoffre, T. Portet, C. Mauroy, J. Teissié, D. S. Dean, M.-P. Rols, 
Current Gene Therapy 2010, 10, 256. 
[367] M.-P. Rols, J. Teissie, European Journal of Biochemistry 1989, 179, 109. 
[368] L. Cezanne, L. Navarro, J.-F. Tocanne, Biochimica et Biophysica Acta (BBA) - 
Biomembranes 1992, 1112, 205. 
[369] M. M. Gottesman, Molecular Cell Genetics, 1st Edition ed., John Wiley & Sons, Inc., 
1985. 
[370] L. K. Tamm, J. Crane, V. Kiessling, Current Opinion in Structural Biology 2003, 13, 453. 
[371] M. I. Angelova, D. S. Dimitrov, Faraday Discussions of the Chemical Society 1986, 81, 
303. 
[372] G. Beaune, E. Soussan, M. Blanzat, I. Rico-Lattes, V. Cabuil, C. Menager, Comptes 
Rendus Chimie 2009, 12, 38. 
[373] G. Beaune, Magnétoliposomes pour l’imagerie et l'étude de membranes lipidiques 
Université Pierre et Marie Curie (Paris VI), 2008. 
[374] Y.-W. Hsueh, M.-T. Chen, P. J. Patty, C. Code, J. Cheng, B. J. Frisken, M. Zuckermann, J. 
Thewalt, Biophysical journal 2007, 92, 1606. 
[375] J. Teissié, Biochemistry 1987, 26, 840. 
[376] V. P. Torchilin, Advanced Drug Delivery Reviews 2005, 57, 95. 
[377] M. Edidin, Annual Review of Biophysics and Biomolecular Structure 2003, 32, 257. 
[378] J.-F. Tocanne, L. Cézanne, A. Lopez, B. Piknova, V. Schram, J.-F. Tournier, M. Welby, 
Chemistry and Physics of Lipids 1994, 73, 139. 
[379] J.-F. Tocanne, L. Dupou-Cézanne, A. Lopez, J.-F. Tournier, FEBS Letters 1989, 257, 10. 
[380] www.skincancer.org. 
[381] D. M. Oliveira, Z. G. M. Lacava, E. C. D. Lima, P. C. Morais, A. C. Tedesco, Journal of 
Nanoscience and Nanotechnology 2006, 6, 2432. 
[382] M. A. MacCormack, Seminars in Cutaneous Medicine and Surgery 2008, 27, 52. 
[383] N. Basset-Seguin, Ann. Dermatol. Venereol. 2006, 133, 421. 




[384] H. Ficheux, Annales Pharmaceutiques Françaises 2009, 67, 32. 
[385] T. J. Dougherty, C. J. Gomer, B. W. Henderson, G. Jori, D. Kessel, M. Korbelik, J. Moan, 
Q. Peng, J Natl Cancer Inst. 1998, 90, 889. 
[386] K. Plaetzer, B. Krammer, J. Berlanda, F. Berr, T. Kiesslich, Lasers in Medical Science 
2009, 24, 259. 
[387] M. Ochsner, Journal of Photochemistry and Photobiology B: Biology 1997, 39, 1. 
[388] R. R. Allison, G. H. Downie, R. Cuenca, X.-H. Hu, C. J. H. Childs, C. H. Sibata, 
Photodiagnosis and Photodynamic Therapy 2004, 1, 27. 
[389] B. C. Wilson, M. S. Patterson, Physics in Medicine and Biology 2008, 53, R61–R109. 
[390] M. R. Detty, S. L. Gibson, S. J. Wagner, Journal of Medicinal Chemistry 2004, 47, 3897. 
[391] W. M. Sharman, C. M. Allen, J. E. van Lier, Drug Discovery Today 1999, 4, 507. 
[392] A. C. Kübler, Medical Laser Application 2005, 20, 37. 
[393] A. M. Reynes, S. Diebold, D. Lignon, Y. Granjon, F. H. Guillemin, Proc. SPIE 1991, 1525, 
177. 
[394] R. Boyle, W., D. Dolphin, Photochemistry and Photobiology 1996, 64, 469. 
[395] S. B. Brown, E. A. Brown, I. Walker, The Lancet Oncology 2004, 5, 497. 
[396] A. P. Castano, T. N. Demidova, M. R. Hamblin, Photodiagnosis and Photodynamic 
Therapy 2004, 1, 279. 
[397] B. Di Stasio, C. Frochot, D. Dumas, P. Even, J. Zwier, A. Müller, J. Didelon, F. Guillemin, 
M.-L. Viriot, M. Barberi-Heyob, European Journal of Medicinal Chemistry 2005, 40, 
1111. 
[398] P. Carter, L. Presta, C. M. Gorman, J. B. Ridgway, D. Henner, W. L. Wong, A. M. 
Rowland, C. Kotts, M. E. Carver, H. M. Shepard, Proceedings of the National Academy 
of Sciences 1992, 89, 4285. 
[399] L. Tirand, C. Frochot, R. Vanderesse, N. Thomas, E. Trinquet, S. Pinel, M.-L. Viriot, F. 
Guillemin, M. Barberi-Heyob, Journal of Controlled Release 2006, 111, 153. 
[400] R. Schneider, F. Schmitt, C. Frochot, Y. Fort, N. Lourette, F. Guillemin, J.-F. Müller, M. 
Barberi-Heyob, Bioorganic & Medicinal Chemistry 2005, 13, 2799. 
[401] C. Frochot, B. D. Stasio, R. Vanderesse, M.-J. Belgy, M. Dodeller, F. Guillemin, M.-L. 
Viriot, M. Barberi-Heyob, Bioorganic Chemistry 2007, 35, 205. 
[402] R. K. Pandey, Journal of Porphyrins and Phthalocyanines 2000, 4, 368. 
[403] R. R. Allison, H. C. Mota, V. S. Bagnato, C. H. Sibata, Photodiagnosis and 
Photodynamic Therapy 2008, 5, 19. 
[404] J. Schwiertz, A. Wiehe, S. Gräfe, B. Gitter, M. Epple, Biomaterials 2009, 30, 3324. 
[405] D. K. Chatterjee, L. S. Fong, Y. Zhang, Advanced Drug Delivery Reviews 2008, 60, 1627. 
[406] Y. N. Konan, R. Gurny, E. Allémann, Journal of Photochemistry and Photobiology B: 
Biology 2002, 66, 89. 
[407] K. K. Jain, Technology in Cancer Research and Treatment 2005, 4, 407. 
[408] S. Wang, R. Gao, F. Zhou, M. Selke, Journal of Materials Chemistry 2004, 14, 487. 
[409] H. H. Weetall, Biochimica et Biophysica Acta (BBA) - Enzymology 1970, 212, 1. 
[410] S. Banfi, E. Caruso, L. Buccafurni, R. Ravizza, M. Gariboldi, E. Monti, Journal of 
Organometallic Chemistry 2007, 692, 1269. 
[411] S. Dutta, D. Ray, B. K. Kolli, K.-P. Chang, Antimicrob. Agents Chemother. 2005, 49, 
4474. 
[412] M. Camerin, M. Magaraggia, M. Soncin, G. Jori, M. Moreno, I. Chambrier, M. J. Cook, 
D. A. Russell, European Journal of Cancer, 46, 1910. 




[413] W. S. Chan, N. Brasseur, G. L. Madeleine, R. Quellet, J. E. van Lier, European journal of 
cancer (Oxford, England : 1990) 1997, 33, 1855. 
[414] H. Kolarova, P. Nevrelova, R. Bajgar, D. Jirova, K. Kejlova, M. Strnad, Toxicology in 
Vitro 2007, 21, 249. 
[415] S. M. T. Nunes, F. S. Sguilla, A. C. Tedesco, Brazilian Journal of Medical and Biological 
Research 2004, 37, 273. 
[416] M. Idowu, T. Nyokong, Journal of Photochemistry and Photobiology A: Chemistry 
2007, 188, 200. 
[417] P. A. Barbugli, Estudo dos efeitos da terapia fotodinâmica na progressão tumoral e 
em modelos celulares tridimensionais. Universidade de São Paulo (Ribeirão Preto), 
2010. 
[418] D. Wöhrle, S. Muller, M. Shopova, V. Mantareva, G. Spassova, F. Vietri, F. Ricchelli, G. 
Jori, Journal of Photochemistry and Photobiology B: Biology 1999, 50, 124. 
[419] P. A. Barbugli, M. P. Siqueira-Moura, E. M. Espreafico, A. C. Tedesco, Journal of 
Nanoscience and Nanotechnology 2010, 10, 569. 
[420] E. C. C. Tapajós, J. P. Longo, A. R. Simioni, Z. G. M. Lacava, M. F. M. A. Santos, P. C. 
Morais, A. C. Tedesco, R. B. Azevedo, Oral Oncology 2008, 44, 1073. 
[421] M. P. Siqueira-Moura, F. L. Primo, A. P. Peti, A. C. Tedesco, Pharmazie 2010, 65, 9. 
[422] H. Ohvo-Rekilä, B. Ramstedt, P. Leppimäki, J. Peter Slotte, Progress in Lipid Research 
2002, 41, 66. 
[423] A. Ivankin, I. Kuzmenko, D. Gidalevitz, Physical Review Letters 2010, 104, 108101. 
[424] H. Martinez-Seara, T. Róg, M. Karttunen, I. Vattulainen, R. Reigada, PLoS One 2010, 5, 
e11162. 
[425] K. K. Halling, B. Ramstedt, J. H. Nyström, J. P. Slotte, T. K. M. Nyholm, Biophysical 
journal 2008, 95, 3861. 
[426] S. Sonnino, A. Prinetti, Frontiers in Physiology 2010, 1, 153. 
[427] H. An, M. R. Nussio, M. G. Huson, N. H. Voelcker, J. G. Shapter, Biophysical journal 
2010, 99, 834. 
[428] V. Sheik Fareed, V. P. Bhavanandan, E. A. Davidson, Carbohydrate Research 1978, 65, 
73. 
[429] F. Rancan, A. Wiehe, M. Nöbel, M. O. Senge, S. A. Omari, F. Böhm, M. John, B. Röder, 
Journal of Photochemistry and Photobiology B: Biology 2005, 78, 17. 
[430] Y. Miyamoto, Y. Umebayashi, T. Nishisaka, Journal of Photochemistry and 
Photobiology B: Biology 1999, 53, 53. 
[431] A. P. Castano, T. N. Demidova, M. R. Hamblin, Photodiagnosis and Photodynamic 
Therapy 2005, 2, 1. 
[432] A. P. Castano, T. N. Demidova, M. R. Hamblin, Photodiagnosis and Photodynamic 
Therapy 2005, 2, 91. 
[433] R. E. Pagano, J. N. Weinstein, Annual Review of Biophysics and Bioengineering 1978, 
7, 435. 
[434] Y. Luo, D. Kessel, Photochemistry and Photobiology 1997, 66, 479. 
[435] F. De Rosa, M. V. Bentley, Pharmaceutical Research 2000, 17, 1447. 
[436] A. Juzeniene, J. Moan, Photodiagnosis and Photodynamic Therapy 2007, 4, 3. 
[437] M. Ochsner, J Photochem Photobiol B. 1996, 32, 3. 
[438] L. M. Davids, B. Kleemann, D. Kacerovská, K. Pizinger, S. H. Kidson, Journal of 
Photochemistry and Photobiology B: Biology 2008, 91, 67. 




[439] J. D. Miller, E. D. Baron, H. Scull, A. Hsia, J. C. Berlin, T. McCormick, V. Colussi, M. E. 
Kenney, K. D. Cooper, N. L. Oleinick, Toxicology and Applied Pharmacology 2007, 224, 
290. 
[440] F. L. Primo, M. V. Bentley, A. C. Tedesco, Journal of Nanoscience and Nanotechnology 
2008, 8, 340. 











Les  tensioactifs catanioniques dérivés de  sucre  s’associent  spontanément  sous  forme de vésicules, 
qui peuvent aussi bien encapsuler des principes actifs hydrophiles dans leur cœur aqueux qu’insérer 
des drogues hydrophobes ou  amphiphiles dans  leur bicouche membranaire.  Leur biocompatibilité 
ainsi  que  leur  stabilité  dans  le  temps  et  à  la  dilution  dans  des milieux  biologiques  en  font  des 
systèmes moléculaires organisés adaptés à la vectorisation d’actifs pharmaceutiques. 
L’étude mécanistique  développée  dans  le  cadre  de  ces  travaux  a montré  que  ces  systèmes  éco‐
conçus et de composition ajustable sont capables de fusionner spontanément avec des assemblages 
lipidiques mimant  la composition de membranes cellulaires, à condition que ceux‐ci présentent des 
défauts  d’organisation  de  la  bicouche.  Les  mécanismes  d’interaction  cellulaire  de  tels  systèmes 









De nombreuses perspectives peuvent être envisagées pour de  tels  systèmes. Une application à  la 
vectorisation de principes actifs photosensibilisateurs dans le cadre d’une thérapie photodynamique 


















Sugar‐derived  catanionic  surfactants  self‐assemble  spontaneously  into  vesicles,  which  can 
encapsulate either hydrophilic drugs inside their aqueous core or hydrophobic and amphiphilic drugs 
inside  their  bilayer.  Their  biocompatibility,  as  well  as  their  stability  under  time  and  dilution  in 
biological  media,  allow  to  consider  the  use  of  these  organized  molecular  systems  for  drug 
vectorization and delivery. 
In the present work, a mechanistic study showed these eco‐designed and adjustable systems are able 
to  fuse  spontaneously with  lipid assemblies mimicking  cell membranes, provided  that  these  latter 
present  organization  defects  inside  the  bilayer.  Cellular  interaction  mechanisms  of  such 
supramolecular  systems  were  elucidated  on  cancer  cell  lines,  by  confocal  microcopy  and  flow 
cytometry  techniques. On  the  one  hand, macropinocytosis,  clathrin  and  caveolae  pathways were 
shown  to  intervene  as  major  active  processes  of  cellular  uptake  of  vesicles.  The  simultaneous 
intervention  of  these  three  pathways  of  endocytosis  enables  a  progressive  drug  release  through 
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